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RESUMO 

 
SCHULTZ, Júnia. Comunidades bacterianas termofílicas de um vulcão Antártico: 
Potenciais para bioprospecção. Rio de Janeiro, 2019. Tese (Doutorado em 
Biotecnologia Vegetal e Bioprocessos) – Decania do Centro de Ciências da Saúde, 
Universidade Federal do Rio de Janeiro, Rio de Janeiro, 2019. 
 
 
O continente Antártico é caracterizado por ser um mosaico de extremos, apresentando 
diferentes ecossistemas, predominantemente gelados. Entretanto, a Antártica possui 
quatro vulcões ativos, entre eles, a Ilha Deception, um estratovulcão que emite gases 
fumarólicos, no qual a temperatura alcança mais de 100 ºC e apresenta influência 
marinha. Estas características fornecem condições ideais para selecionar uma 
variedade de microrganismos, entre eles termofílicos, que apresentam diferentes 
funções no ambiente extremo e adaptações metabólicas versáteis e únicas. Por meio 
de métodos dependentes e independentes de cultivo, é possível explorar o potencial 
da comunidade microbiana termofílica como candidatos à aplicação biotecnológica 
em diferentes áreas, como na indústria do petróleo. Dessa maneira, amostras de 
sedimentos associados a fumarolas de dois ambientes geotermais da Ilha Deception 
com temperaturas variando de 0 a 100ºC, foram coletadas e submetidas à técnicas 
dependentes e independentes de cultivo, com o intuito de avaliar a comunidade 
bacteriana termofílica e verificar seu potencial metabólico para degradação de 
hidrocarbonetos de petróleo e produção de biossurfactante. O objetivo foi 
bioprospectar microrganismos e/ou seus metabólitos aplicáveis em processos de 
biorremediação e recuperação avançada do óleo. Adicionalmente, verificou-se o 
cenário atual da bioprospecção de ambientes extremos e de bioprodutos de 
extremofílicos para aplicação biotecnológica em diferentes áreas industriais por meio 
de um levantamento bibliográfico. Os resultados do levantamento mostraram que 
microrganismos presentes em ambientes extremos são fonte de produtos com grande 
potencial biotecnológico, devido às características fisiológicas e adaptadas a 
condições extremas. Os bioprodutos, como os biossurfactantes, são muito visados 
para aplicação em indústrias farmacêutica, alimentícia, produção de biocombustível 
e, principalmente, na indústria petrolífera. Dessa maneira, se faz necessário a busca 
por ambientes subexplorados para novos bioprodutos e aplicações. Para o perfil 
taxonômico dos metagenomas, foi observada a abundância dos Filos Bacteroidetes e 
Proteobacteria nas amostras com temperatura ambiental inferior a 80ºC, e de 
Firmicutes nas amostras de fumarola com temperatura de 9 ºC. No cultivo bacteriano 
a 55ºC, houve o isolamento apenas de representantes do Filo Firmicutes, 
pertencentes aos gêneros Geobacillus, Brevibacillus, Anoxybacillus e Atopococcus, 
em todas as amostras. Isso indica que houve a recuperação de estirpes no isolamento 
que não são dominantes nos ambientes geotermais, uma vez que na análise 
metagenômica se detecta, em sua grande maioria, os grupos que estão abundantes 
devido ao limite de detecção desse tipo de sequenciamento. Quanto ao perfil 
funcional, observou-se a prevalência da degradação anaeróbica e de 32 vias 
metabólicas diferentes para a degradação de compostos aromáticos. Também foi 
detectado as principais vias de degradação de compostos aromáticos e de enzimas-
chave no processo, indicando o potencial metabólico positivo para degradação pela 
comunidade microbiana existente. Na bioprospecção por bactérias capazes de 
degradarem hidrocarbonetos de petróleo e produzirem biossurfactante, foi possível 
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verificar que de 100 estirpes termofílicas de Deception, 81 cresceram em meio de 
cultura suplementado com óleo cru e 25 apresentaram os melhores resultados no 
teste de degradação. No screening para produção de biossurfactante utilizando 
diferentes métodos, verificou-se que dentre as 50 estirpes testadas, 14 mostraram 
índice de emulsificação >50% de óleo cru e/ou diesel, estabilidade da emulsificação a 
100ºC e positivos para os testes de deslocamento da gota, colapso da gota e atividade 
hemolítica. Destes, 11 estirpes foram isoladas de Fumarole Bay e 3 de Whalers Bay. 
O índice de emulsificação e a estabilidade da emulsificação apresentaram os 
melhores resultados com óleo cru. De modo geral, 4 estirpes apresentaram os 
resultados mais promissores para degradação de óleo e produção de biossurfactante: 
FB2_38 (Atopococcus), FB3_54 (Geobacillus), FB4_88 (Geobacillus) e WB1_122 
(Anoxybacillus). Dois isolados tiveram seu genoma completo sequenciado e verificou-
se que ambos tiveram anotação para genes relacionados à degradação de compostos 
aromáticos, como fluoreno, naftaleno, antraceno, tolueno e xileno, assim como para 
metabólitos secundários, como terpenos, bacteriocinas, fengicina e ectoína; e nenhum 
gene de resistência foi observado. Em conjunto, os resultados encontrados no 
presente estudo forneceram dados inéditos do potencial metabólico da comunidade 
bacteriana termofílica da Ilha Deception e representam os primeiros avanços para a 
exploração da capacidade de degradação de hidrocarbonetos de petróleo e produção 
de biossurfactantes do vulcão antártico Deception.  

 
Palavras-chave: Antártica; Ambiente geotermal; Extremofílicos; Degradação de 
hidrocarbonetos de petróleo; Biossurfactante; Bioprospecção. 
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ABSTRACT 

 
SCHULTZ, Júnia. Comunidades bacterianas termofílicas de um vulcão Antártico: 
Potenciais para bioprospecção. Rio de Janeiro, 2019. Tese (Doutorado em 
Biotecnologia Vegetal e Bioprocessos) – Decania do Centro de Ciências da Saúde, 
Universidade Federal do Rio de Janeiro, Rio de Janeiro, 2019. 
 
 
The Antarctic continent is characterized by being a mosaic of extremes, presenting 
different ecosystems, predominantly cold. However, Antarctica harbour four active 
volcanoes, including Deception Island, a stratovolcano that emits fumarolic gases, with 
temperature reaching over 100ºC and present marine influence. These characteristics 
provide ideal conditions for selecting a variety of microorganisms, including 
thermophiles that show different extreme environment functions and also, unique and 
versatile metabolic adaptations. Through dependent and independent cultivation 
methods, it is possible to explore the potential of the thermophilic microbial community 
as candidates for biotechnological application in different areas, such as in oil industry. 
In this way, samples of sediments associated with fumaroles from two geothermal 
environments of Deception Island, with temperatures ranging from 0 to 100 ºC, were 
collected and performed dependent and independent cultivation techniques, in order 
to evaluate the thermophilic bacterial community and verify its metabolic potential for 
petroleum hydrocarbon degradation and biosurfactant production. The objective was 
to bioprospect microorganisms and/or their applicable metabolites in bioremediation 
and advanced oil recovery processes. Additionally, the current scenario of extreme 
environment bioprospecting and extremophilic bioproducts for biotechnological 
application in different industrial areas was verified through a bibliographic survey. The 
survey results showed that microorganisms present in extreme environments are a 
source of products with great biotechnological potential, due to physiological 
characteristics and adaptations to extreme conditions. Bioproducts, such as 
biosurfactants, are widely targeted for application in the pharmaceutical, food, biofuel 
production and especially in the oil industry. Thus, it is necessary to search for 
underexplored environments for new bioproducts and applications. For the taxonomic 
profile of Deception Island metagenomes, it was observed the abundance of 
Bacteroidetes and Proteobacteria phyla in samples with ambient temperature below 
80ºC, and Firmicutes in fumarole samples with temperature of 98ºC. In the bacterial 
culture at 55ºC, only representatives of the Firmicutes phylum, belonging to the genera 
Geobacillus, Brevibacillus, Anoxybacillus and Atopococcus, were isolated in all 
samples. This indicates that there was recovery of strains in isolation that are not 
dominant in geothermal environments, since in the metagenomic analysis most of the 
groups are abundant due to the limit of detection of this type of sequencing. Regarding 
the functional profile, it was observed the prevalence of anaerobic degradation for 
degradation of aromatic compounds and 32 different metabolic pathways related. The 
main degradation pathways of aromatic compounds and key enzymes in the process 
were also detected, indicating the positive metabolic potential for degradation by the 
microbial community. In the screening for bacteria capable of degrading petroleum 
hydrocarbons and producing biosurfactant, it was possible to verify that from 100 
thermophilic strains of Deception, 81 grew in culture medium supplemented with crude 
oil and 25 strains showed the best results in the degradation test. In the screening for 
biosurfactant production using different methods, it was found that among the 50 
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strains tested, 14 showed emulsification index >50% in crude oil and/or diesel, 
emulsification stability at 100 ºC and positive for the oil displacement test, oil drop 
collapse and hemolytic activity. Of these, 11 strains were isolated from Fumarole Bay 
and 3 from Whalers Bay. Emulsification index and emulsification stability showed the 
best results with crude oil as carbon source. Overall, 4 strains showed the most 
promising results for oil degradation and biosurfactant production: FB2_38 
(Atopococcus), FB3_54 (Geobacillus), FB4_88 (Geobacillus) and WB1_122 
(Anoxybacillus). Two isolates had their complete genome sequenced and both were 
annotated for genes related to the degradation of aromatic compounds, such as 
fluorene, naphthalene, anthracene, toluene and xylene, as well as for secondary 
metabolites, such as terpenes, bacteriocins, fengicin and ectoin; and no resistance 
genes were observed. Taken together, the results found in the present study provided 
unpublished data on the metabolic potential of Deception Island's thermophilic 
bacterial community and represent the first advances in exploring the degradation 
capacity of petroleum hydrocarbons and biosurfactant production in the Antarctic 
volcano Deception Island. 
 
Keywords: Antarctica; Geothermal environment; Extremophiles; Petroleum 
hydrocarbons degradation; Biosurfactant; Bioprospection. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 CONTINENTE ANTÁRTICO 

 

A região Antártica (Figura 1a) é composta pelo continente Antártico e ilhas 

adjacentes, além do oceano Austral que a circunda e auxilia no seu isolamento 

geográfico, totalizando 13,6 milhões de km2. Esta região pode ser dividida em duas 

zonas (Figura 1b), com base em características climáticas e bióticas. Na primeira zona 

estão inseridas a Antártica Marítima, que inclui as Ilhas Sandwich do Sul, Bouvetoya, 

Orkney do Sul, Shetland do Sul, bem como o lado ocidental da Península Antártica; a 

segunda compreende a Antártica Continental, estando incluídas neste o lado oriental 

da Península Antártica e o restante do continente (PEAT et al., 2007).  

 

 

Figura 1. a) Localização e limites da Região Antártica, no qual FPA representa a 
posição média da Zona da Frente Polar Antártica; b) Principais topônimos Antárticos. 
Fonte: Simões (2011). 

 

Regiões polares, como o Ártico e Antártica desenvolvem um papel essencial 

na manutenção da vida no planeta, pois as baixas temperaturas, que são atributos 

dessas regiões, conferem a esses ambientes um papel na regulação do clima no 

planeta, influenciando na circulação global da atmosfera e o nível dos oceanos, no 

balanço global de calor e circulação oceânica, resultando num equilíbrio dos ciclos 

sazonais e tornando as condições de temperatura viáveis para a manutenção da vida 

no planeta Terra (YERGEAU et al., 2012; COWAN, 2014).  

a b 



2 
 

Além da sua influência climática global, o continente Antártico é conhecido por 

seus extremos ambientais e considerado um dos locais mais inóspitos da Terra em 

consequência das suas condições climáticas. Grandes variações de temperatura (-

89,2 a 150ºC) e salinidade, baixa disponibilidade de água, precipitação anual de 

menos de 5 cm, dessecação, longos períodos de ausência de luz, alta incidência de 

radiação solar, e ciclos de congelamento e descongelamento são alguns fatores 

relevantes que dificultam o desenvolvimento da (micro)biota no continente (COWAN; 

TOW, 2004; MARGESIN; MITEVA, 2011; COWAN, 2014). 

Na Antártica são encontrados diferentes tipos de solo em distintos estágios de 

formação e que sofrem influência de diversos fatores ambientais. De maneira geral, 

grande parte do solo está coberto por gelo o ano todo e apresentam níveis baixos de 

nutrientes, como carbono, nitrogênio e fósforo, com pH alcalino e pouco úmido 

(AISLABIE et al., 2004; GILICHINSKY et al., 2005). Este ambiente edáfico e seu grau 

nutricional é influenciado pelas condições do ecossistema antártico em que se 

encontram, bem como pelo material advindo do oceano, pelas substâncias excretadas 

pelos animais e pelas plantas que habitam o local, e atualmente, com maior evidência, 

pelo recuo das geleiras devido ao aquecimento global (AISLABIE et al., 2004; 

TEIXEIRA et al., 2010). 

A Antártica, devido a todas as características ambientais, é considerada um 

mosaico de extremos, com diferentes ecossistemas (Figura 2), apresentando solos 

ornitogênicos, orgânicos e minerais, solos permanentemente congelados 

(permafrost), lagos continentais e subglaciais, geleiras, ecossistemas marinhos, 

bentônicos e pelágicos, assim como sítios geotérmicos, incluindo nascentes termais, 

fumarolas, solos quentes e hidrotermais (CAVICCHIOLI, 2015). 
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Figura 2. Continente Antártico e ecossistemas encontrados ao longo do continente e 
na Península da Antártica: a) ambiente orgânico e com crescimento vegetal, b) 
ambiente ornitogênico, c) vale seco, d) vulcão polar, e) fumarolas marinhas de 
profundidade e f) geleiras. Fonte: Adaptado de Abrahamsen (2012). 
 

1.2 AMBIENTES GEOTERMAIS ANTÁRTICOS 

 

De acordo com Boothroyd (2009) a atividade geotermal é causada pela 

transferência de calor do interior da Terra em direção à superfície e pode se manifestar 

de diversas formas, principalmente através da atividade vulcânica.  
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Os ambientes geotermais são formados a partir de materiais magmáticos 

profundos, que são forçados em direção à superfície terrestre, aquecendo a água de 

subsuperfície a temperaturas que podem atingir valores acima do ponto de ebulição. 

Quando a água atinge temperaturas suficientemente altas, a pressão litostática força 

sua saída através de poros e fissuras, produzindo solos geotermais, fumarolas, ventos 

hidrotermais, hot springs ou gêiseres, dependendo do abastecimento de água 

(VICKERS, 2012). Estes ambientes são amplamente distribuídos na Terra, mas são 

concentrados em áreas com alta atividade tectônica, como o continente Antártico 

(BOOTHROYD, 2009). 

A maior parte dos vulcões na Antártica não mostram sinais de atividade (Figura 

3), e somente quatro apresentam sítios geotermais ativos, sendo três localizados no 

continente: Montes Erebus, Melbourne e Rittmann, em Victoria Land, e um localizado 

na Península Antártica – Ilha Deception. Estes ambientes vulcânicos consistem 

tipicamente em sedimentos minerais aquecidos pelo calor emitido das fumarolas e/ou 

fissuras, e são exclusivamente associados a vulcões geologicamente ativos 

(HERBOLD et al., 2014). 

Victoria Land possui um maciço campo de vulcões extintos com os três ativos, 

e estes possuem habitats geotermais de altitude alta com características químicas 

edáficas semelhantes entre si (BARGAGLI et al., 1996). 

Monte Erebus é um estratovulcão (vulcão em forma de cone) localizado na ilha 

de Ross, no oeste do Mar de Ross e considerado o vulcão ativo mais ao sul da Terra. 

Está a 3.794 m de altitude, sendo o mais alto, possui um lago de lava fonolítica 

convectivo persistente e apresenta erupções estrombolianas diárias (KYLE, 1990). As 

atividades geotérmicas do vulcão criam cavernas, chaminés e torres de gelo devido 

aos processos de evaporação e condensação; e o principal gás emanado pelas 

fumarolas do Monte Erebus é CO2, com temperatura atingindo 65ºC na superfície e 

pH variando de neutro ao levemente alcalino (KYLE et al., 1992). 

O Monte Melbourne também é um estratovulcão localizado ao norte de Victoria, 

e faz parte de um campo vulcânico de vulcões subglaciais e subaeriais que abrangem 

a maior parte da península e estende-se para as baías adjacentes (WÖRNER; 

VIERECK, 1987). Assim como o Monte Erebus, a atividade vulcânica está associada 

pela sua localização na região de rifte e sua última erupção se deu cerca de 200 anos 

(LYON, 1986). Observa-se a presença de fumarolas onde o solo é mais quente e perfis 
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de temperatura de 40-60ºC, atingindo o máximo de 65ºC e apresenta pH do solo de 

5.1 (NATHAN; SHULTE, 1967). 

 

 

Figura 3. a) Distribuição dos vulcões ativos (verdes) e inativos (vermelho) presentes 
em Victoria Land, no continente e na Península Antártica, bem como as placas 
tectônicas responsáveis pela atividade geotermal; b) Imagem do vulcão Monte 
Erebus; c) Imagem do vulcão Monte Melbourne; d) Imagem do vulcão Monte Rittman; 
e) Imagem da ilha vulcânica Ilha Deception. Fonte: Adaptado de Herbold et al. (2014). 
  

 

O vulcão descoberto mais recentemente foi o Monte Rittmann, que está 

localizado a 110 km do Monte Melbourne, a 2.600 m de altitude (ARMIENTI et al., 

1991). Embora pouco se sabe sobre a origem da atividade geotermal, é observado 

extensa emissão fumarólica nos solos minerais do local, com temperatura superficial 

atingindo 40ºC e 60ºC no solo subsuperficial e pH do solo com valores em torno de 

5.0 (BARGAGLI et al., 1996; HERBOLD et al., 2014). 

 E por fim, a ilha vulcânica Deception, um habitat geotermal de baixa elevação 

(HERBOLD et al., 2014). 
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1.2.1 Ilha Deception e suas condições termofílicas 

 

O arquipélago das Ilhas Shetland do Sul (Figura 4) é pertencente à Antártica 

Marítima e fica localizada ao norte do mar de Bellingshausen, na costa oeste, à 120 

km da Península Antártica. O arquipélago é composto por 29 ilhas, possuindo ao total 

uma área de 3.740 km2, entretanto, apenas nove destas ilhas excedem 100 km2 

(ORHEIM; GOVORUKHA, 1982). 

 

 

Figura 4. Arquipélago Ilhas Shetland do Sul, Península Antártica, com destaque para 
Ilha Deception. Fonte: Adaptado de British Antarctic Survey – Natural Environment 
Research Council (2015). 

 

 

A Ilha Deception é uma das ilhas do arquipélago (62°57’S - 60°38’W), encontra-

se no eixo de expansão da Bransfield Rift que separa o arquipélago da Península 

Antártica, e possui uma área de 98,5 km², sendo que 57% fica coberta por geleiras 

permanentes (LLARCH et al., 1997). É caracterizada por ser um estratovulcão 

complexo com formato de ferradura (Figura 5), e com um diâmetro abaixo do nível do 

mar de 25 km e de aproximadamente 13 km de diâmetro acima do nível do mar de 

(SMELLIE, 1988; BARCLAY et al., 2009). 

A ilha vulcânica é rodeada de morros, sendo estes a borda de uma caldeira que 

foi inundada pelo mar devido à um colapso durante uma erupção forte há 

aproximadamente 10.000 anos atrás, formando uma grande baía denominada de 

Porto Foster, possuindo cerca de 9 km de comprimento e 6 km de largura. A baía tem 

http://www.nerc.ac.uk/
http://www.nerc.ac.uk/
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apenas uma entrada, Neptune’s Bellows, que é estreita, com apenas 230 m de largura. 

No interior do Porto Foster formam-se outras baías, como Whalers Bay, Primero de 

Mayo Bay, Telefon Bay, Fumarole Bay (LLARCH et al., 1997; MARTÍ et al., 2013).  

 

 

Figura 5. Mapa topográfico da Ilha Deception com os principais pontos geotérmicos 
(*) e estações de pesquisa: Estações da Argentina (a) e da Espanha (b). Fonte: 
Adaptado de Deception Island website (2016). 

 

A ilha vulcânica é considerada a mais ativa do grupo de ilhas do arquipélago 

da Península Antártica, correspondendo a mais de vinte erupções ocorridas (que se 

têm conhecimento) nos últimos dois séculos (PALLÀS et al., 2001; SMELLIE et al., 

2002). Emissões fumarólicas diárias, águas termais e solos quentes evidenciam que 

a atividade vulcânica continua ocorrendo na ilha (CASELLI et al., 2004). Esta alta 

atividade vulcânica tem minimizado tentativas dos países em manterem instalações 

permanentes no local. Atualmente, há duas estações científicas em uso no verão 

austral da Antártica, a Estação Científica Gabriel de Castilla, da Espanha e a Estação 

Científica Decepción, da Argentina (LLARCH et al., 1997).  

a 
b 

* 

* 

* 
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O clima da ilha é caracterizado como marítimo polar, com temperatura média 

anual de -3ºC, com máxima de 11ºC e mínima de -28ºC. Porém, em locais próximos 

a fumarolas, água e solos geotermais e solos quentes, existentes em decorrência da 

atividade vulcânica, as temperaturas podem chegar a 150 ºC, resultando, assim, numa 

temperatura de superfície que varia de -10 a 150ºC (KUSAKABE et al., 2009). 

Esses sítios geotérmicos são amplamente distribuídos ao longo da ilha, mas 

encontrados principalmente em Fumarole Bay, Whalers Bay e Pendulum Cove, e 

foram originadas provavelmente durante as últimas erupções entre 1967 e 1970 

(HERBOLD et al., 2014). Apresentam condições de temperatura altamente variáveis, 

sendo que em Fumarole Bay são observadas temperaturas que variam de 90 a 110ºC 

nos locais próximos às emissões fumarólicas e de temperaturas abaixo de zero à 50ºC 

nas áreas com menor influência das fumarolas e mais próximas às geleiras. Em solos 

geotermais de Whalers Bay as temperaturas alcançam de 40 a 60ºC, em Pendulum 

Cove, 70ºC e em Unnamed Hill de 70 a 97ºC (KUSAKABE et al., 2009; BLANCO et 

al., 2012). 

Em relação às características edáficas da Ilha Deception, Cameron et al. (1968) 

e posteriormente Logan e Allan (2008) observaram em análises de diferentes locais 

da ilha, que esta é pobre em nutrientes ou possui uma composição iônica 

desequilibrada, apresentando concentrações extremamente baixas de nitrogênio e 

fósforo, bem como de matéria orgânica, e também foi observado altas concentrações 

de metais tóxicos, como cobre, zinco, cádmio, ferro e mercúrio. 

Quanto à composição química das emissões fumarólicas, estas também variam 

conforme sua localização, uma vez que em Whalers Bay e Pendulum Cove as 

emanações são compostas especialmente por CO2, enquanto em Fumarole Bay há 

uma alta concentração de H2S (AMENÁBAR et al., 2013). Adicionalmente têm-se 

compostos de enxofre e ferro, e vapor de água que são comumente emitidos pelas 

fumarolas presentes na Ilha, proporcionando um gradiente diverso de condições 

ambientais e oportunidades para a colonização microbiana (CAMERON; BENOIT, 

1970; BENDIA et al., 2018b). 

Quando comparada com os outros vulcões ativos da Antártica, a Ilha Deception 

apresenta algumas particularidades, como a influência marinha e temperaturas mais 

elevadas, visto que nos vulcões continentais são observadas temperatura de até 
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65ºC). Ainda, as fumarolas de Deception encontram-se ao nível do mar, enquanto as 

do continente estão a mais de 2.000 m de altitude (COWAN, 2014). 

A ilha vulcânica Deception é um ambiente único e interessante devido às suas 

características ambientais, onde há a presença de atividade geotermal contínua, 

visível pela emissão gasosa constante das fumarolas, que podem atingir até 150ºC de 

temperatura na superfície, que contrasta com a alta porcentagem de geleiras 

presentes na ilha, com temperatura do solo abaixo do ponto de congelamento 

(AMENÁBAR et al., 2013).  

É neste ambiente singular com fontes de calor em um ambiente congelado que 

pode-se encontrar microrganismos adaptados à essas condições ambientais 

extremas e que competem por espaço e nutrientes, denominados de extremofílicos. 

Estes são distribuídos nos três domínios da vida, entretanto, os organismos 

procariontes (Bacteria e Archaea) são os mais representados nesse grupo 

(HORIKOSHI; BULL, 2011). 

 

1.3 MICROBIOLOGIA EXTREMÓFILA DA ANTÁRTICA 

 

 Na Antártica pode-se observar uma estrutura trófica simples, formada por 

poucas espécies de animais e locais pontuais sem gelo onde cresce uma vegetação, 

restritas pelas condições ambientais extremas encontradas no continente (BRAVO; 

GRIFFITH, 2005; TEIXEIRA et al., 2010). Dessa maneira, muitas vezes as cadeias 

alimentares são formadas apenas por microrganismos (CARY et al., 2010). 

 Mesmo com todas as limitações encontradas na Antártica, é constantemente 

retratado em pesquisas científicas a diversidade microbiana dos solos da Antártica 

(TEIXEIRA et al., 2010; GANZERT et al., 2011; CURY et al., 2015), mostrando que 

mesmo diante de todas as condições adversas do ambiente – temperaturas 

extremamente baixas, dessecação, altos níveis de radiação ultravioleta, variação de 

pH e poucos nutrientes – não é inviabilizada a colonização por microrganismos. 

Estes microrganismos capazes de sobreviverem a condições deste local 

inóspito são denominados de microrganismos extremofílicos. São denominados desta 

forma devido a sua capacidade de se manter ativos a condições adversas em 

decorrência da sua estrutura e mecanismos a nível molecular adaptados, que os 

permitem tolerar os mais variados extremos de parâmetros físico-químicos do 



10 
 

ambiente em que estão inseridos (ANTRANIKIAN et al., 2005). Há diferentes tipos de 

extremofilia (Figura 6), entre eles microrganismos que possuem adaptação à extremos 

de temperatura (ZHANG; KIM, 2010). 

 

 

Figura 6. a) Classificação dos extremofílicos quanto aos parâmetros físico-químicos 
ambientais necessários para seu crescimento ideal; b) Árvore filogenética dos 
extremofílicos e suas resistências. Fonte: Adaptado de Dalmaso et al. (2016).  

 

Os microrganismos capazes de resistirem a temperaturas negativas 

desenvolvem estratégias de adaptação para superar a influência direta ou indireta das 

baixas temperaturas. Esta microbiota adaptada ao frio pode ser dividida em 

a 

b 
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psicrofílicos obrigatórios e os facultativos, também denominados de psicrotolerantes, 

no qual os obrigatórios não crescem acima de 20ºC e possuem temperatura ótima em 

torno de 15ºC e mínima de 0ºC ou menor. Já os facultativos, crescem em temperaturas 

próximas à 0 ºC, porém apresentam maior crescimento acima de 20ºC (BUZZINI et 

al., 2012). 

Também há microrganismos que resistem e se desenvolvem otimamente em 

temperaturas altas e são denominados de termofílicos (45 a 85ºC) e hipertermofílicos 

(acima de 85ºC) (MADIGAN et al., 2016). Este tipo de extremofilia é observada nos 

sítios geotérmicos da Ilha Deception, onde os microrganismos que colonizam esses 

ambientes necessitam de adaptações fisiológicas para conseguirem sobreviver e 

crescerem, como estabilidade molecular das enzimas, flexibilidade estrutural, 

máquinas de síntese de proteína estáveis ao calor, adaptações de composição 

fosfolipídica da membrana, bem como a formação de endósporo, que é uma forma de 

resistência (NAZINA et al., 2001; LOGAN; ALLAN, 2008). 

As alterações na membrana celular podem ser destacadas, na qual o grupo 

Archaea possui lipídeos modificados, que formam uma monocamada lipídica, 

enquanto bactérias termofílicas e hipertermofílicas possuem mais saturações em seus 

ácidos graxos, resultando em maior rigidez e estabilidade da membrana plasmática 

contra altas temperaturas (SILIAKUS et al., 2017). Nos estudos desenvolvidos por 

Mandelli et al. (2012a, 2012b), os autores observaram que os carotenoides 

desempenham um papel importante na estabilidade térmica das estruturas 

microbianas, uma vez que se insere na membrana citoplasmática, favorecendo seu 

fortalecimento. Adicionalmente, os carotenoides possuem atividade antioxidante, 

contribuindo para o equilíbrio redox. 

Adaptações biológicas também estão presentes no nível molecular, pois essas 

condições extremas têm a capacidade de romper as ligações de hidrogênio da 

molécula de DNA, desnaturando-a. No grupo de arqueias hipertermofílicas, estas 

desenvolveram a capacidade de resistência térmica da dupla fita de DNA, que é 

aprimorada pela enzima girase reversa, que causa uma sobreposição de dobramento 

no DNA, aumentando consideravelmente sua estabilidade térmica (AUNG et al., 

2015). 

Outro mecanismo de adaptação microbiana em altas temperaturas, segundo 

Van Wolferen et al. (2013), é a transferência horizontal de genes, que funciona como 
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um reparador de danos no DNA, obtendo novos genes que podem ajudar a sua 

sobrevivência em condições extremas. Da mesma forma, as moléculas de RNA 

também são afetadas com altas temperaturas e, para evitar a desnaturação, 

estabilizar as estruturas secundárias de RNA, o conteúdo de GC é aumentado, assim 

como modificações pós-transcricionais são adicionadas (WU et al., 2012).  

As altas temperaturas também provocam uma desestabilização das estruturas 

proteicas das células e algumas estratégias foram desenvolvidas para aumentar a 

estabilidade, como a presença de resíduos hidrofóbicos dentro de suas estruturas, 

que interagem com o núcleo da proteína (DONG et al., 2008). Outra estratégia é a 

presença de proteínas de choque térmico, que são expressas por todas as células em 

resposta a condições de estresse ambiental, onde desempenham funções 

acompanhantes, estabilizando novas proteínas e garantindo seu dobramento correto 

(CAVA et al., 2009). 

Sítios geotérmicos são amplamente distribuídos por todo o mundo e 

proporcionam condições ótimas para o crescimento de termofílicos. Atualmente, maior 

atenção está sendo dada e um considerável número de microrganismos termofílicos 

e hipertermofílicos têm sido isolados de ambientes quentes terrestres e aquáticos, 

incluindo fontes hidrotermais marinhas profundas, nascentes quentes e vulcões 

(REYSENBACH et al., 2000; CASAMAYOR et al., 2001). 

 

1.3.1 Microbiologia do vulcão antártico Ilha Deception 

 

O continente Antártico é uma fonte de microrganismos extremos. Milhões de 

anos de isolamento produziram biodiversidade única com respostas adaptativas ao 

seu ambiente extremo. Embora o clima antártico seja principalmente frio, a presença 

de vários sítios geotermais, incluindo nascentes termais, fumarolas, solos quentes e 

hidrotermais, oferece ambientes ideais para o desenvolvimento de microrganismos 

termofílicos e hipertermofílicos (HERBOLD et al., 2014). 

Como mencionado anteriormente, os sítios geotermais também estão 

presentes ao longo da extensão da Ilha Deception e poucos estudos são relatados na 

literatura. Totalizam-se oito estudos utilizando métodos dependentes de cultivo e 

quatro com metodologias independentes de cultivo (Figura 7).  
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O primeiro estudo em Deception foi conduzido por Cameron e Benoit (1970), 

que identificaram os microrganismos presentes nos cones de cinzas da erupção 

anterior, em 1967. As bactérias que foram identificadas são principalmente 

heterotróficas, não pigmentadas, com colônias amarelo pálido ou bege pálido e 

pertencentes aos gêneros Corynebacterium, Mycobacterium, Nocardia spp., 

Pseudomonas sp. e especialmente ao gênero Bacillus sp.  

Estudos de Freier et al. (1988) em Telefon Bay, e Muñoz et al. (2011) em 

Fumarole Bay e Llarch et al. (1997) em diferentes lagos e Whalers Bay, indicaram a 

presença de bactérias termofílicas cultiváveis pertencentes aos gêneros Geobacillus, 

Bacillus, Brevibacillus e Thermus, tendo como exemplos Brevibacillus thermoruber, 

Bacillus fumarioli, Geobacillus jurassicus e Bacillus thermantarcticus. 

No estudo de Llarch et al. (1997) foram isolados seis tipos distintos de bactérias 

termofílicas, caracterizadas como gram-positivas, aeróbias, formadoras de 

endósporos e que foram identificadas como espécies pertencentes do gênero Bacillus. 

Dois isolados foram identificados como estirpes termófilas de B. licheniformis e B. 

megaterium, mas as outras quatro estirpes não puderam ser identificadas. Todas as 

estirpes apresentavam crescimento em uma ampla faixa de temperatura, variando de 

17 a 73ºC, mas com crescimento ótimo entre 60 a 70ºC. 

Isolados de geleiras e fumarolas dos ambientes geotermais de Whalers Bay e 

Fumarole Bay foram cultivados, crescendo 82 isolados psicrofílicos a 4ºC e 67 

isolados termofílicos a 60ºC. A análise filogenética usando o método de máxima 

verossimilhança para o gene rrs mostrou seis clados principais para termofílicos e 

cinco clados para psicrofílicos. Esses clades incluem membros termofílicos dos 

gêneros Geobacillus, Brevibacillus, Anoxybacillus, Thermus e ordem Bacillales, e 

membros psicrofílicos de Arthrobacter, Psychrobacter, Flavobacterium, Pseudomonas 

e Sphingomonas, de acordo com o banco de dados SILVA v.128 (BENDIA et al., 

2018a). 
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Figura 7. Linha do tempo com todas as pesquisas publicadas na área de microbiologia com amostras provenientes da Ilha Deception, 
iniciando na década de 1970 até a presente data. Fonte: Autores.



15 
 

A amplitude da diversidade microbiológica encontrada em ambientes 

termofílicos de Deception foi consistentemente subestimada devido aos métodos 

procedimentais e experimentais que estavam disponíveis para uso e que limitavam o 

acesso da informação taxonômica e funcional de amostras de ambientes extremos 

(CASAMAYOR et al., 2001; CHRISTNER et al., 2001). Com o advento das tecnologias 

de biologia e molecular e bioinformática, novos estudos foram realizados utilizando 

métodos independentes de cultivo. 

Empregando técnicas de DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) e 

sequenciamento de Sanger das bandas presentes no gel de eletroforese, Muñoz et 

al. (2011) observaram a presença de bactérias em amostras das fumarolas de 

Fumarole Bay. Os autores identificaram principalmente membros de Firmicutes e 

Thermus/Deinococcus, como Thermus, Bacillus, Geobacillus e Brevibacillus. 

Amenábar et al. (2013) também utilizou o DGGE, entretando para arqueias, e detectou 

pela primeira vez em amostras Antárticas, os gêneros hipertermófilos Thermococcus, 

Methanococcoides e membros de Crenarchaeota não classificados. 

Em uma análise mais recente, realizada por Bendia et al. (2018a, 2018b), 

utilizou-se técnica de cultivo e amplificação do gene rrs para caracterização da 

composição microbiana de dois ambientes geotermais da Ilha Deception – Fumarole 

Bay e Whalers Bay. Nesse estudo, os autores tiveram o objetivo de descrever as 

comunidades microbianas ao longo de um gradiente de temperatura e geoquímica, 

através da abordagem de sequenciamento do gene rrs, utilizando a tecnologia de 

Miseq System – Illumina. Como resultados taxonômicos do sequenciamento do gene 

rrs foi observado a presença de Proteobacteria (43,75%), Bacteroidetes (17,11%), 

Verrucomicrobia (8,07%), Actinobacteria (7,86%), Planctomycetes (4,97%), 

Acidobacteria (2%), Chloroflexi (1,91%), Cianobactérias (0,69%), Armatimonadetes 

(0,43%), Firmicutes (0,38%), Elusiomicrobia (0,21%), e outros 32 filos diferentes (total 

de 1,40%) e não classificados (5,74%).  Cerca de 43% das sequências analisadas 

foram enquadradas em 858 gêneros, sendo os mais representativos: Thalassomonas, 

Flavobacterium, Luteolibacter, Ferruginibacter, Rhodanobacter, Dokdonella, 

Polaromonas, Chthoniobacter, Planctomyces, Simplicispira, Gemmatimonas, 

Arenimonas, Caldithrix, Patulibacter e Blastopirellula (BENDIA et al., 2018b). 

A análise taxonômica dos metagenomas da Ilha Deception realizada por Bendia 

(2016) mostrou a presença de representantes do Domínio Archaea, estes se 
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organizaram em três grupos de acordo com a temperatura ambiental das amostras – 

Fumarolas de 98ºC, Fumarolas de até 80ºC e geleiras. Nas fumarolas de 98ºC foi 

observada abundância de 90% de Desulfurococcales, tendo como representantes o 

Filo Crenarchaeota e Classe Thermoprotei; nas amostras de fumarolas de até 80ºC, 

foi exibida maior abundância de sequências classificadas na Ordem Nitrosopumilales; 

e associadas às geleiras, foram observadas alta abundância de grupos de arqueias 

metanogênicas, como Methanosarcinales e Methanomicrobiales. 

Quanto à análise funcional dos metagenomas, as amostras de fumarolas de 

98ºC exibiram arqueias hipertermófilas relacionadas ao metabolismo do enxofre e à 

quimiolitoautotrofia, e por genes relacionados ao estresse oxidativo, reparo de DNA 

por excisão de bases e mecanismos de adaptação específicos de arqueias 

hipertermófilas (p. ex. termossomos e enzima girase reversa). Nas fumarolas de até 

80ºC foram observadas bactérias comuns de ambientes Antárticos, assim como 

arqueias marinhas oxidadoras de amônia, e por genes relacionados ao estresse 

osmótico, oxidação de enxofre, metabolismo do nitrogênio, fotossíntese e adaptação 

a altas e baixas temperaturas. Já as amostras de geleiras são compostas por bactérias 

típicas de ambientes Antárticos e arqueias metanogênicas, bem como por genes 

envolvidos com o estresse osmótico, fotossíntese, metabolismo do nitrogênio e 

adaptação a baixas temperaturas (BENDIA, 2016). Resumidamente, as comunidades 

são fortemente influenciadas pelas variações de temperatura e composição 

geoquímica. 

Logan e Allan (2008) afirmam que a vida microbiana nos solos da Ilha 

Deception é dificultada pelas altas temperaturas, mas não é o único fator limitante. As 

baixas concentrações de nutrientes, matéria orgânica e as altas concentrações de 

metais tóxicos observados no solo também restringem a colonização. 

Complementarmente, Muñoz et al. (2011) cita que o conhecimento microbiológico 

atual sugere que há uma forte correlação entre a presença e diversidade microbiana 

com a composição geoquímica da localização geográfica. 

Compostos de enxofre e ferro, dióxido de carbono (CO2) e vapor de água são 

comumente emitidos pelas fumarolas presentes na Ilha, proporcionando um gradiente 

de distribuição desses elementos, criando um mosaico de condições ambientais e 

oportunidades para a colonização microbiana (CAMERON; BENOIT, 1970; BENDIA 

et al., 2018b). Bendia et al. (2018b) observou em sua análise geoquímica de 
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sedimentos de dois locais geotérmicos da Ilha que amostras perto das fumarolas eram 

ricas em ferro, sódio, magnésio e sulfato, enquanto as amostras próximas às geleiras 

apresentaram valores mais elevados de compostos nitrogenados, e que estas 

mudanças atuam como uma pressão seletiva forte sobre a estrutura das comunidades 

microbianas.  

Os microrganismos que vivem em ambientes extremos sofreram e 

continuadamente sofrem pressão seletiva e, a fim de lidar com os constantes desafios 

ambientais apresentados a eles, estes desenvolveram adaptações estruturais e 

metabólicas para permanecerem ativos e estáveis frente às condições adversas, 

levando a capacidades metabólicas únicas e versáteis (STRAUB et al., 2017). Estas 

características únicas fazem dos microrganismos termofílicos e hipertermofílicos da 

Antártica alvo de estudos relacionados à bioprospecção para biotecnologia industrial. 

 

1.4 POTENCIAL DE BIOPROSPECÇÃO DE TERMOFÍLICOS ANTÁRTICOS 

 

Bioprospecção é definida como uma forma de localizar, avaliar e explorar de 

forma sistemática e legal a diversidade existente em determinado local. Seu principal 

objetivo é a busca de genes e/ou organismos, bem como seus produtos de interesse 

biotencológico para fins comerciais. Este tipo de estudo, além de buscar novos 

conhecimentos sobre a área e sua biota, valoriza a diversidade microbiana, o que 

auxilia na sua preservação e encoraja novos estudos (TRINCONE, 2011; FELICIO et 

al., 2012). 

A triagem de atividade biológica é o primeiro passo da busca por aplicação 

biotecnológica na microbiologia ambiental, buscando por microrganismos que tenham 

algum atributo desejável dentre os muitos isolados de um ambiente natural ou 

antrópico. A partir dela, são selecionados os que obtiveram os melhores resultados, 

culminando no desenvolvimento de um produto ou processo de valor comercial 

(SMRITHI et al., 2013; MONCIARDINI et al., 2014). 

Conforme descrito no tópico anterior, um dos mais importantes grupos de 

bactérias encontrados em solos geotérmicos na Antártica são pertencentes à 

Bacillaceae, um grupo de bactérias formadoras de endósporos aeróbios. Por 

apresentarem essa característica, são capazes de sobreviverem a uma ampla 

distribuição de ambientes extremos de temperatura (LOGAN et al., 2000). Os 
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termófilos encontrados neste grupo são Alicyclobacillus, Aneurinibacillus, 

Anoxybacillus, Brevibacillus, Caldakalibacillus, Sulfobacillus, Thermobacillus, 

Ureibacillus e Vulcanibacillus, no qual aproximadamente 20% destes táxons 

formadores de endósporos termofílicos foram isolados de solos geotérmicos e 50% 

de ambientes geotermais da Antártica (FLORES et al., 2013). 

Frente às adaptações para altas temperaturas, os microrganismos termofílicos 

e hipertermofílicos têm sido alvo de intensos estudos biotecnológicos, uma vez que 

estes microrganismos são considerados candidatos com alto potencial de ser fonte 

para nossos bioprodutos, como genes, metabólitos, enzimas e outros bioprodutos que 

sejam aplicáveis aos diferentes aspectos industriais (STRAUB et al., 2017). 

Dos poucos estudos microbiológicos realizados no vulcão Antártico Ilha 

Deception, três deles direcionaram sua pesquisa para a microbiologia aplicada. Muñoz 

et al. (2013, 2015) tiveram o objetivo de explorar a produção de lipases com base no 

estudo anterior do grupo, onde os autores observaram representantes bacterianos dos 

gêneros Geobacillus, Bacillus, Brevibacillus e Thermus (MUÑOZ et al., 2011). Um dos 

isolados de Geobacillus foi identificado como produtor de lipase termofílica. Esta 

bactéria, chamada Geobacillus sp. ID17, foi capaz de produzir quatro lipases, das 

quais a denominada Lip1 foi observada como a mais termoestável e capaz de 

hidrolisar ligações éster de ácidos graxos de cadeia longa em condições alcalinas (pH 

8,0 a 10,0) e termofílicas (65 a 80ºC). Estas propriedades fazem de Lip1 um excelente 

candidato para a sua utilização em diferentes aplicações, tais como um aditivo num 

produto detergente e na síntese química (MUÑOZ et al., 2013; MUÑOZ et al., 2015). 

No trabalho recente, Flores et al. (2018) tiveram o objetivo de apresentar a 

caracterização parcial de um microrganismo termofílico que exibe atividade de 

glutamato desidrogenase, uma enzima que desempenha um papel fundamental no 

metabolismo de carbono e nitrogênio. O microrganismo foi identificado como Bacillus 

gelatini pelo gene rrs cresce otimamente a 50ºC e em pH 8.0, e produz glutamato 

desidrogenase que é termoestável em temperaturas entre 37 e 50ºC e pH 8.0. Este é 

o primeiro relato de um microrganismo da Antártida contendo uma glutamato 

desidrogenase termoestável que mantém sua atividade em uma ampla faixa de 

temperaturas, tornando-o de interesse biotecnológico e aplicação em indústria 

alimentícia. E mais recentemente, Márquez e Blamey (2019) isolaram um novo 

termofílico de Whalers Bay que foi identificado como Albidovulum sp. SLM16. A estirpe 
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apresentou atividade de aminotransaminase estável em condições termofílicas, sendo 

reportado pela primeira vez no continente. 

Diante desse contexto e da falta de conhecimento aplicado da microbiologia de 

Deception e do que esta pode fornecer para os setores industriais, torna-se importante 

a realização de estudos na busca por bioprodutos termofílicos, uma vez que se 

encaixam na biotecnologia industrial emergente e podem realizar processos 

industriais em condições adversas ou para a substituição de produtos químicos por 

produtos mais ambientalmente sustentáveis. Potenciais usos são na indústria de 

bioenergia, produtos farmacêuticos, médicos, cosméticos, alimentos, papel e 

celulose, ferramentas de genética molecular, detergentes, couro, assim como na 

indústria do petróleo (RAMPELOTTO, 2016), nas vertentes de biorremediação de 

ambientes extremos contaminados por petróleo e na recuperação avançada do óleo 

por microrganismos. 

 

1.4.1 Biorremediação de ambientes Antárticos contaminados por petróleo 

 

Biorremediação é uma tecnologia de remediação de ambientes contaminados, 

como por exemplo, solos impactados pelo derramamento de petróleo e/ou seus 

derivados, utilizando microrganismos presentes no local ou adicionados (GOJGIC-

CVIJOVIC et al., 2011; CRISAFI et al., 2016). Esta técnica é baseada na exploração 

da atividade metabólica de microrganismos vivos para degradar, modificar ou 

mineralizar compostos orgânicos tóxicos, transformando-os em substâncias pouco 

tóxicas e/ou não tóxicas, como água e dióxido de carbono (PEIXOTO et al., 2011; 

ATLAS; HAZEN, 2011). O processo de biorremediar solos contaminados por 

compostos petrogênicos, na maioria das vezes, é lento, levando décadas para 

alcançar a descontaminação total do ambiente. Porém, a velocidade do processo é 

influenciada por diversos fatores, como parâmetros físico-químicos do local, 

comunidade microbiana degradadora de petróleo, histórico da poluição, concentração 

e composição do contaminante (SCHEDLER et al., 2014). 

Os tratamentos de biorremediação podem ser classificados em 1) in situ, 

quando o tratamento é feito no local, sem remoção do material contaminado; e 2) ex 

situ, quando o material contaminado é retirado do local para realizar o seu tratamento, 

e depois de descontaminado, volta ao local de origem (DAS; CHANDRAN, 2011). 
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Para que o processo de biorremediação aconteça, as condições ambientais 

para a biodegradação do contaminante devem estar favoráveis, como pH, nutrientes, 

oxigenação, temperatura e umidade, permitindo o melhor crescimento microbiano e 

sua atividade degradadora (XU; LU, 2010; KARIGAR; RAO, 2011). Dessa maneira, 

ao longo dos anos de pesquisa na área de biorremediação, diferentes estratégias 

foram elaboradas para aumentar ou aperfeiçoar a eficiência dessa técnica, no intuito 

de acelerar o processo de descontaminação do ambiente (SANTOS et al., 2010). 

Uma das estratégias de melhoria é chamada de bioestímulo (Figura 8), que 

consiste na manipulação do ambiente para otimizar o crescimento da comunidade 

microbiana e acelerar o metabolismo, adicionando ao ambiente doadores de elétrons, 

água, oxigênio, corretor de pH e nutrientes (nitrogênio, fósforo, potássio) (KARIGAR; 

RAO, 2011; CURY et al., 2015).  

 

 

Figura 8. Processo de biorremediação e estratégias de bioaumento (adição de 
microrganismos com capacidades de degradação do contaminante), bioestímulo 
(adição de nutrientes) e adição de biossurfactante para facilitar/acelerar a degradação 
do contaminante pelos microrganismos. Fonte: Adaptado de 
https://byjus.com/biology/bioremediation/. Acesso em 04 jul. 2019. 
 

O bioestímulo é uma metodologia comumente aplicada em evento de 

contaminação por hidrocarbonetos de petróleo, pois quando se tem a contaminação, 

os níveis de carbono são rapidamente elevados e ocorre o desbalanceamento nos 

https://byjus.com/biology/bioremediation/
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níveis de nitrogênio e fósforo, devido ao rápido consumo desses nutrientes enquanto 

têm-se a assimilação do carbono (TAKETANI et al., 2009). Com o acúmulo de carbono 

e falta dos nutrientes, o processo de biodegradação dos contaminantes ocorre de 

forma mais lenta e pode cessar se houver outros fatores limitantes ao processo, sendo 

essencial o balanceamento de nutrientes (AISLABIE et al., 2008; SANTOS et al., 

2010). 

Outra estratégia utilizada é o bioaumento, que consiste na adição de um ou 

mais microrganismos, cultivados previamente em laboratório por bioprospecção 

(isolamento e seleção), que possuam características para a degradação do 

contaminante (JESUS et al., 2015a). Esta técnica é empregada quando as 

comunidades nativas capazes de degradar o contaminante se apresentam em número 

reduzido e se tem objetivo de intensificar a população microbiana degradadora (XU; 

LU, 2010; DAS; CHANDRAN, 2011). 

O bioaumento pode se dar pela adição de uma ou mais estirpes microbianas. 

A literatura menciona que o uso de um grupo de microrganismos especializados na 

degradação do hidrocarboneto, ou seja, um consórcio de microrganismos, 

apresentam resultados melhores quando comparados à utilização de estirpes únicas 

(GOJGIC-CVIJOVIC et al., 2011). Isso se deve ao fato de que cada estirpe é 

responsável em degradar uma ou várias frações do petróleo, criando substratos para 

o crescimento de outros microrganismos em função da complementaridade 

metabólica entre os membros do consórcio, e consequentemente resultando numa 

maior taxa de mineralização (PEIXOTO et al., 2011; AGARWAL; LIU, 2015). 

Alguns microrganismos degradadores de hidrocarbonetos de petróleo também 

são capazes de produzir biossurfactantes, que são moléculas orgânicas anfipáticas 

com ação tensioativa produzidas por microrganismos (PACWA-PŁOCINICZAK et al., 

2011). 

Quando os biossurfactantes são liberados no ambiente contaminado, seus 

monômeros interagem com o petróleo e com a água, ar e/ou solo, e por ter ação 

tensoativa, o surfactante reduz a tensão superficial e interfacial do ambiente com o 

óleo, aumentando a solubilidade e a biodisponibilidade, auxiliando o acesso das 

bactérias para degradação dos hidrocarbonetos de petróleo como fonte de carbono 

(Figura 9a), e consequentemente promove a passagem de oxigênio devido à retirada 

do óleo, resultando na otimização da biodegradação aeróbia (MAIER; SOBERÓN-
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CHÁVEZ, 2010). Quando a interface está saturada, os monômeros de biossurfactante 

se organizam esfericamente, formando micelas (Figura 9b). 

 

 

Figura 9. Ilustração da atividade do biossurfactante em um ambiente contaminado por 
petróleo (a), formando micelas (b) após saturação da superfície e resultando na 
facilitação da ação degradadora por bactérias degradadoras do contaminante. Fonte: 
Adaptado de Santos et al. (2016). 
 

1.4.1.1 Contaminação ambiental e biorremediação na Antártica 

 

Cada vez mais é frequente ambientes naturais sendo afetados por ações 

antrópicas, como derramamento de combustível derivado de petróleo, metais pesados 

e disposição inadequada dos resíduos, sendo estas ameaças para os ambientes 

como a Antártica, caracterizada por ser um ecossistema único, remoto e sensível, que 

compreende um dos últimos locais remanescentes pouco tocados por ações humanas 

(AISLABIE; FOGHT, 2010). 

Os tipos de contaminantes na Antártica são diversos, incluindo poluentes 

orgânicos, observados por Bargagli (2008), hidrocarbonetos, evidenciados por 

Jurelevicius et al. (2012), Cabrerizo et al. (2014), Cury et al. (2015), Jesus et al. 

(2015a), metais pesados identificados por Hur et al. (2007) e Van de Velde et al. 

(2011), assim como abandono de objetos e pela combustão de carvão, petróleo e 

gasolina (PACYNA; PACYNA, 2001; PLANCHON et al., 2002; MISHRA et al., 2004). 

Um dos contaminantes mais proeminentes no continente Antártico é o petróleo 

e seus derivados, uma vez que este é amplamente utilizado para a geração de 

energia, aquecimento, operação de máquinas, aviões e navios, que são necessários 

para o desenvolvimento das atividades humanas realizadas (AISLABIE et al., 2006). 

Atrelado a isso, houve muitos anos em que a Antártica recebeu forte influência de 

a b 
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atividade antrópica sem que houvesse uma legislação que norteasse a disposição e 

correta eliminação de resíduos, o que acarretou em uma contaminação crônica de 

hidrocarbonetos de petróleo no solo (VÁZQUEZ et al., 2009). 

O petróleo é considerado a mistura mais complexa de compostos orgânicos já 

encontrada na Terra (HEAD et al., 2006; ATLAS; HAZEN, 2011). Essa complexidade 

é resultado de uma mistura de hidrocarbonetos e de compostos orgânicos como 

asfaltenos (fenóis, ácidos graxos, cetonas, ésteres e porfirinas) e resinas (piridinas, 

quinolinas, carbazoles, sulfóxidos e amidos) que são encontrados no petróleo. 

Entretanto, nos fluídos petrolíferos, os hidrocarbonetos são os constituintes mais 

importantes e presentes em maior quantidade (DAS; CHANDRAN, 2011; ATLAS; 

HAZEN, 2011). 

As principais famílias químicas dos hidrocarbonetos são os alcanos, os 

hidrocarbonetos aromáticos e poliaromáticos. Os alcanos, também chamados de 

alifáticos, possuem hidrocarbonetos de cadeia aberta (n-alcanos) e os ciclo-alcanos, 

cujos átomos estão arranjados em forma de anel; e os hidrocarbonetos aromáticos, 

caracterizados pela presença de ao menos um anel de benzeno (PLANCKAERT, 

2005). Em menor quantidade têm-se os hidrocarbonetos poliaromáticos (HPA), família 

de mais de 100 compostos orgânicos formados por carbono, hidrogênio e possuindo 

dois ou mais anéis aromáticos condensados (benzeno) (KAMANGAR et al., 2009). 

São formados, principalmente, em processos de combustão incompleta de matéria 

orgânica e emitidos por fontes naturais, onde a contribuição vem da queima 

espontânea de florestas e emissões vulcânica, e principalmente por fontes 

antropogênicas, como a queima de combustíveis, como petróleo e seus derivados 

(LOPES et al., 1996). Apesar de estarem em menor quantidade na composição do 

petróleo, estão entre os mais tóxicos constituintes para a biota, apresentando 

propriedades carcinogênicas e mutagênicas (TOBISZEWSKI; NAMIESNIK, 2012). 

Adicionalmente a esses contaminantes que ocorrem em todo o território 

Antártico, na Ilha Deception, especificamente, houve a presença de estações 

baleeiras desde o início do século XIX até meados do século XX. Após a Grande 

Depressão em 1929, os preços do óleo de baleia, tornaram a estação na Ilha 

Deception economicamente inviável e sendo abandonado anos depois, deixando no 

local caldeiras, tanques e resquícios das operações baleeiras (LLARCH et al., 1997). 
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Atualmente, o local tem sido utilizado para suportar a logística pesqueira (RUBERTO 

et al., 2008). 

Por ser um vulcão ativo, com mais de 20 erupções identificadas nos dois últimos 

séculos (BARTOLINI et al., 2014), a Ilha Deception tem minimizado tentativas de 

países em manterem instalações permanentes no local. Atualmente, há duas 

estações científicas operantes: a Estação Científica Gabriel de Castilla, da Espanha e 

a Estação Científica Decepción, da Argentina, porém há várias estações inativas e 

destruídas, como as do Chile, Noruega, Reino Unido, Argentina e Espanha (LLARCH 

et al., 1997). 

Contribuindo para a contaminação ambiental da Antártica por pesquisadores e 

profissionais que fazem a exploração e gestão do continente, tem havido um aumento 

crescente da visitação no local por turistas. Isso se deve à presença de características 

vulcânicas, como fumarolas, solos quentes, águas termais e o apelo visual e sensorial 

de estar num local remoto como a Antártica (TIN et al., 2009). Um exemplo de 

contaminação e dos riscos que essa atividade reflete sobre a Ilha Deception é o 

derramamento de petróleo na Ilha em decorrência do aterramento do cruzeiro 

norueguês Nordkapp, que ocorreu em fevereiro de 2007 (RUBERTO et al., 2008).  

Na Ilha Deception, a contaminação por hidrocarbonetos foi relatada por 

Cabrerizo et al. (2016), que teve como objetivo analisar a presença de 

hidrocarbonetos antropogênicos e biogênicos, bem como a determinação das 

concentrações dos mesmos em diferentes ilhas do arquipélago Shetland do Sul. Cita-

se que há a contaminação por hidrocarbonetos, tanto de HPA, alcançando uma 

concentração que variou de 12 a 46 ng gdw-1, quanto de alcanos, mostrando 

resultados que variaram de 7 a 1769 ng gdw-1. Os autores também evidenciaram que 

as causas dessa contaminação se devem às ações antropogênicas, como o abandono 

das estações de pesquisa, estação baleeira, turismo e estações de pesquisa 

operantes na ilha, sendo observadas a maior concentração de hidrocarbonetos em 

Whalers Bay, Pendulum Cove e Fumarole Bay. 

A presença destes compostos em ambientes edáficos Antárticos representa um 

perigo à saúde e segurança do meio ambiente devido à sua toxicidade para a maioria 

das formas de vida (AISLABIE; FOGHT, 2010). Entretanto, muitos microrganismos do 

solo, como as bactérias, possuem a capacidade de utilizar hidrocarbonetos como 
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fontes de carbono e energia para seu crescimento, oxidando, imobilizando, 

volatilizando e transformando em substâncias não tóxicas (STROUD et al., 2007).  

O estudo de Jesus et al. (2015b) traz um levantamento de todos os estudos 

sobre técnicas de biorremediação aplicadas nos solos da Antártica e concluíram que 

o conhecimento em relação aos procedimentos de emergência no continente é 

escasso, e que não há estratégia a ser seguida após derrames acidentais de petróleo 

na Antártica. Também relatam que como em outras áreas contaminadas, o processo 

de biorremediação realizada no solo antártico é específica do local e do contaminante, 

e ocorre com maior eficiência sob condições aeróbicas. Para tanto, se faz necessário 

estudos preliminares de análise do solo, triagem molecular, isolamento microbiano e 

realização de biorremediação em microcosmos in situ, para garantir a precisão dos 

resultados.  

Para que a biorremediação de ambientes Antárticos impactados por 

hidrocarbonetos de petróleo seja uma ferramenta viável e efetiva, é imprescindível o 

conhecimento da presença e estrutura da comunidade microbiana presente no local 

capaz de biorremediar o local pela degradação dos contaminantes. 

 

1.4.1.2 Degradação microbiana de hidrocarbonetos de petróleo na Antártica e 

ambientes geotermais 

 

As bactérias têm sido descritas como o principal grupo microbiano capaz de 

degradar estes compostos orgânicos, sendo os agentes mais ativos na degradação 

primária (BROOIJMANS et al., 2009; DAS; CHANDRAN, 2011). Com base em Wang 

et al. (2010), apenas entre as bactérias, mais de 75 gêneros já foram descritos 

possuindo espécies capazes de utilizar hidrocarbonetos como fonte de carbono e 

energia, como espécies dos gêneros Pseudomonas, Rhodococcus, Dietzia, Gordonia 

e Sphingomonas. 

Foi relatado por Aislabie et al. (2008), Bell et al. (2011), Bell et al. (2013), Cury 

et al. (2015) e Jesus et al. (2015a) que diversas bactérias autóctones de ambientes 

extremofílicos possuem a capacidade para degradar hidrocarbonetos, tais como 

Sphingomonas glacialis, Pseudomonas fluorescens, Pseudomonas grimontii, 

Pseudomonas frederiksbergensis, Acinetobacter guillouiae e Pseudomonas graminis, 

que são exemplos de espécies degradadoras encontradas na Antártica.  
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Em ambientes termofílicos encontrados ao redor do Planeta foram descritas 

bactérias degradadoras de hidrocarbonetos de petróleo de espécies pertencentes aos 

gêneros Geobacillus, Bacillus, Thermus, Thermoleophilum, Aeribacillus, Nocardia, 

Anoxybacillus, Paenibacillus e Microbacterium, sendo Geobacillus o mais 

representativo e a família Bacillaceae corresponde a 81% dos termofílicos reportados. 

Os hidrocarbonetos que podem ser utilizados por degradadores são variados, 

incluindo n-alcanos saturados e ramificados, alcenos, compostos alicíclicos e 

heterocíclicos, e hidrocarbonetos aromáticos. No entanto, diferem quanto a sua 

susceptibilidade ao ataque microbiano, uma vez que há alguns hidrocarbonetos com 

características mais recalcitrantes e que não são degradados ou são degradados 

parcialmente, como os HPAs (ATLAS; BRAGG, 2009). Varjani (2017) descreve a 

susceptibilidade de degradação de hidrocarbonetos por ação microbiana na seguinte 

classificação: alcanos lineares > alcanos ramificados > monoaromáticos > alcanos 

cíclicos > poliaromáticos > asfaltenos.  

O contato entre o microrganismo e o hidrocarboneto pode ocorrer por uma 

simples adesão ou através da facilitação de biossurfactantes, que são moléculas 

orgânicas de caráter anfipático secretadas por diversos grupos microbianos e que irão 

facilitar a emulsificação de hidrocarbonetos e facilitar a mobilidade, adesão e 

descolamento celular (RUGGERI et al., 2009; YAN et al., 2012). Um exemplo dado 

por Madigan et al. (2016) é a espécie Alcanivorax borkumensis, que é uma bactéria 

que cresce apenas na presença de hidrocarbonetos ou ácidos graxos e piruvato, e 

também produzem surfactantes glicolipídicos para auxiliarem na degradação do óleo, 

promovendo sua solubilização. Quando solubilizado, o óleo é captado pelas bactérias 

mais rapidamente e consequentemente catabolizado. 

Dentro da célula microbiana, a degradação dos poluentes orgânicos, para 

utilização como fonte nutricional, ocorre a partir de processos oxidativos, catalisados 

por oxigenases e peroxidades (ROJO, 2009; DAS; CHANDRAN, 2011). De forma 

resumida, têm-se a ação de oxigenases, seguida pela rota de degradação periférica 

até a geração dos ciclos intermediários, finalizando com a utilização desses produtos 

gerados nos ciclos de respiração e biossíntese celular (ROJO, 2009). Esta utilização 

irá depender da biodisponibilidade e também das oxigenases grupo-específicas 

ligadas à membrana do organismo (Van HAMME et al., 2003). Atlas e Hazen (2011) 

citam que, em condições normais, os hidrocarbonetos entram em contato com os 
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degradadores e são mineralizados em dióxido de carbono e água, compostos não 

tóxicos para o ambiente. 

Algumas particularidades podem ser descritas a respeito da degradação de 

petróleo em ambientes termofílicos, tanto pelas características físicas do óleo sob 

condição de alta temperatura, quanto dos mecanismos de degradação pelos 

microrganismos termofílicos (ZHENG et al., 2011). Altas temperaturas levam ao 

aumento das reações cinéticas e alta transferência de massa, aumentando 

consequentemente a biodegradação. Adicionalmente, a alta temperatura tem 

influência significativa sobre a biodisponibilidade de hidrocarbonetos de petróleo, 

especialmente os poliaromáticos, devido à redução da viscosidade, que leva a um 

aumento de seus coeficientes de difusão (MEHTA et al., 2016; STRAUB et al., 2017). 

Dessa maneira, a biodegradação é significativamente avançada pelo aumento da 

temperatura do meio e o uso de termofílicos tornam este processo mais eficiente.  

A biodegradação tem sido extensivamente estudada no contexto de mesofílicos 

(microrganismos que crescem otimamente a 20-40ºC), no qual os mecanismos de 

biodegradação de hidrocarbonetos de petróleo alifáticos e aromáticos têm sido 

elucidados. No entanto, em comparação, poucos trabalhos foram realizados sobre a 

biodegradação de hidrocarbonetos de petróleo por termofílicos (NZILA, 2018). 

Os mecanismos de degradação do n-alcano observados em termofílicos são 

similares aos encontrados nos mesofílicos, no qual o processo é iniciado pela ação 

de monooxigenases, enzimas que incorporam um átomo de O2 na cadeia n-alcano, 

ou por dioxigenases, enzimas que podem incorporar dois átomos de O2. Ambas as 

vias levarão à geração de álcool, que será então convertido em ácidos graxos, e estes 

serão então submetidos à β-oxidação para gerar energia e CO2 através do 

metabolismo central das bactérias (ROJO, 2009).  

Os genes envolvidos nesta via foram estudados principalmente em 

Pseudomonas sob condições mesofílicas, no qual a via n-alcano é controlada por dois 

operons: O operon alkBFGHJKL, que codifica componentes do sistema alkB (o 

sistema n-alcano hidroxilase ligado à membrana), e o operon alkT/alkS, que codifica 

a enzima rubredoxina redutase, que também regula a expressão do operon 

alkBFGHJKL (Van BEILEN et al., 2006). Este gene AlkB também foi encontrado em 

bactérias termofílicas dos gêneros Geobacillus e Aeribacillus (TOUROVA et al., 2016). 
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Além do sistema AlkB, outras duas oxigenases foram relatadas em mesófilos: 

as monooxigenases do citocromo P450, que pertencem à família do citocromo 

CYP153 e estão relacionadas a oxidação de n-alcanos de cadeia média (C5-C17) e 

as dioxigenases dependentes da flavina, codificadas pelo gene almA e que está 

associada à oxidação de n-alcanos de cadeia longa (C10-C30) (Van BEILEN et al., 

2006; THRONE-HOLST et al., 2007). Entretanto, esses dois sistemas não foram 

encontrados em degradadores termofílicos de n-alcanos, mas é relatado a expressão 

de um novo tipo de sistema, o LadA, uma monoxigenase dependente de flavina da 

família das luciferases bacterianas, e é responsável pela degradação de n-alcanos de 

cadeia longa (C15-C36) (Figura 10a). 

Em relação à degradação de hidrocarbonetos aromáticos monocíclicos (Figura 

10b), o fenol tem sido o mais estudado em termofílicos. Assim como ocorre nos 

mesofílicos, a degradação do fenol se inicia por hidroxilação para gerar catecol, 

mediada pela enzima fenol hidroxilase. Porém, este catecol é metabolizado por 

clivagem orto ou meta, na presença de catecol 2,3-dioxigenase nos mesofílicos, 

enquanto nos termofílicos, foi observado que apenas meta-clivagem está presente 

(OMOKOKO et al., 2008). 

O mecanismo de degradação de hidrocarbonetos poliaromáticos (HPA) em 

termófilos tem recebido pouca atenção e foram estudados apenas os compostos 

naftaleno, fenantreno e antraceno (Figura 10c). Como os mesófilos, os termófilos 

iniciam a degradação de HPAs pela ação de mono ou dioxigenases, enzimas que 

medeiam a formação de compostos aromáticos mono- e di-hidroxilados; seguido de 

clivagem, seja entre os grupos hidroxilo (meta-clivagem) ou proximal a um dos dois 

grupos hidroxila (orto-clivagem), para gerar um composto aromático com menos 

anéis. De forma resumida, nos termofílicos, a abertura do primeiro anel do composto 

naftaleno ocorre apenas na posição meta, como ocorre com o fenol; o do antraceno 

ocorre através da orto-clivagem; e para fenantreno ocorre tanto a meta quanto a orto-

clivagem. Na degradação de compostos monoaromáticos, estudos mostram o uso 

preferencial das vias de meta-clivagem, ainda que ambas as vias (orto e meta) existam 

(NZILA, 2018).  
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Figura 10.  a) Degradação de hidrocarbonetos alifáticos em condição aeróbia e anaeróbia. Fonte: Park e Park (2018); b) Vias de 
degradação de fenol por termofílicos, apenas por meta-clivagem; c) Vias de biodegradação do fenantreno e vias de biodegradação 
do antraceno por bactérias termofílicas. Fonte: Adaptado de Nzila (2018).

a 

b 
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A identificação de bactérias, metabolismos e genes responsáveis por catalisar 

essas reações biogeoquímicas é um dos maiores avanços da ecologia microbiana. 

Estudando os genes catabólicos que codificam para enzimas de degradação biológica 

de hidrocarbonetos é possível investigar diretamente microrganismos com um 

potencial de biodegradação específica, como biomarcadores da presença e 

distribuição de bactérias com esses genes (NYYSSÖNEN et al., 2008; LIANG et al., 

2011). 

Diante destas observações, os termofílicos em geral e os degradadores de 

petróleo são dotados de vias bioquímicas únicas, sendo fonte de enzimas ou 

moléculas para exploração e aplicação biotecnológica. 

Na busca por trabalhos que avaliem o potencial bacteriano em degradar 

hidrocarbonetos de petróleo existente em sítios geotérmicos da Ilha Deception, não 

foram encontradas tais informações na literatura, sendo uma área a ser explorada, 

uma vez que é de interesse biotecnológico o uso de termofílicos para a biodegradação 

de hidrocarbonetos e por moléculas que auxiliam esse processo, como 

biossurfactantes. Realizar a bioprospecção com base nos screening baseados em 

cultivo e independentes de cultivo é o primeiro passo para aplicação em estratégias 

de biorremediação.  

 

1.4.2 Recuperação avançada do óleo por microrganismos (MEOR) 

 

Além dos processos de biorremediação, a indústria petrolífera pode aplicar os 

conhecimentos de biodegradação bacteriana de hidrocarbonetos de petróleo e 

produção de biossurfactantes em condições termofílicas na recuperação do petróleo. 

O petróleo é retirado do reservatório primeiramente a partir de um poço de 

perfuração, utilizando a pressão da sobrecarga da Terra na formação do óleo ou por 

bombeamento. À medida que esta produção primária se finda, alguns dos poços são 

convertidos em poços injetores de água ou de gases, caracterizando a recuperação 

secundária do petróleo. Após o esforço da produção secundária, dois terços do óleo 

original ainda permanecem no local, e então são aplicadas medidas terciárias, 

chamadas de métodos de recuperação avançada de óleo (EOR). A recuperação 

terciária pode empregar químicos aprimorados, tais como adição de polímero e adição 

alcalina, entre outros; uso de medidas térmicas, como injeção de vapor; e ainda, a 
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recuperação de óleo por ação microbiana, conhecida como MEOR – Microbial 

Enhanced Oil Recovery (Figura 11) (BROWN, 2010). 

 

 

Figura 11. Recuperação avançada do óleo em reservatórios através da aplicação de 
microrganismos e/ou biossurfactantes. Os microrganismos degradam óleo cru de 
elevado peso molecular em menor peso molecular; os biossurfactantes reduzem a 
tensão interfacial entre o óleo e a rocha, e entre óleo e água, favorecendo a 
movimentação do óleo nos poros do reservatório. Fonte: Adaptado de Marchant e 
Banat (2012). 
 
 

De acordo com Chai et al. (2015), a tecnologia de MEOR apresenta uma série 

de vantagens, podendo-se citar o aumento da produtividade dos campos petrolíferos; 

aumento do total de petróleo produzido e operação mais eficiente de poços e campos 

de petróleo; a instalação do MEOR é menos dispendiosa, porque as bactérias e 

metabólitos injetados são de baixo custo quando comparados aos produtos químicos 

sintéticos; é ambientalmente amigável, pois os produtos microbianos são 
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biodegradáveis; reduz o tempo de inatividade das operações; aumenta a qualidade 

do petróleo produzido pelo aumento de alcanos leves (<C20), biodegradação de 

componentes de hidrocarbonetos pesados de alto peso molecular, transforma 

compostos orgânicos contendo enxofre; e emulsifica o petróleo bruto, facilitando a 

mobilização para o poço de produção devido à redução da tensão interfacial entre 

óleo e rocha, e óleo e água, superando as forças capilares. 

O MEOR pode ser dividido em: produção ex situ dos metabolitos MEOR, tais 

como biossurfactantes, biopolímeros e emulsionantes, utilizando bactérias exógenas 

ou indígenas com capacidade de produzir esses metabólitos nas condições de 

reservatório. Neste caso, são produzidos em laboratório e depois injetadas em 

soluções aquosas; e produção in situ, onde a produção é resultado da atividade 

microbiológica que ocorre diretamente no reservatório (MARCHANT; BANAT, 2012). 

Atualmente, a taxa de recuperação média mundial é de cerca de 30% e nos 

Estados Unidos é de 39%. No entanto, muitos especialistas acreditam que, no futuro 

previsível, o fator de recuperação possa chegar a 50-60% e até mesmo 80%. Para 

tanto, é necessário avançar os atuais processos de recuperação avançada de óleo ou 

melhorá-los, para torná-los mais eficientes (SANDREA; SANDREA, 2007). Dessa 

maneira, pesquisadores se dedicam há décadas para encontrar microrganismos e 

metabólitos microbianos que possam ser utilizados em MEOR, sendo os ambientes 

extremos locais pouco acessados e explorados quanto à capacidade de fornecer 

material para ser utilizados nesses processos.  

Como mencionado, existem diferentes formas que os microrganismos podem 

auxiliar na recuperação de petróleo, seja por ação microbiana ou por produtos 

advindos destes, como os biossurfactantes. Entretanto, estes precisam estar aptos a 

serem ativos sob as severas condições ambientais do reservatório de óleo, como alta 

temperatura, pressão, salinidade e baixos níveis de oxigênio (CAMEOTRA; MAKKAR, 

1998). Assim, têm-se a necessidade de bioprospectar ambientes mais hostis, 

principalmente ambientes geotermais com temperaturas altas e semelhantes ao 

reservatório de petróleo, que podem revelar microrganismos a serem aproveitados em 

MEOR. 
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1.5 METODOLOGIAS DEPENDENTES E INDEPENDENTES DE CULTIVO: 

FERRAMENTAS PARA BIOPROSPECÇÃO 

 

Microrganismos constituem dois dos três domínios da vida na Terra e exibem 

uma vasta biodiversidade e versatilidade metabólica, permitindo que habitem e 

prosperem mesmo nas condições ambientais mais extremas. A magnitude da 

biodiversidade observada entre microrganismos é elevada em comparação com os 

demais organismos, e suas características intrínsecas torna-os um recurso muito 

lucrativo e inesgotável para a prospecção de (novas) moléculas bioativas. Apesar da 

comunidade científica reconhecer o potencial de bioprospecção, mais de 99% dos 

microrganismos ainda precisa ser explorado (PHAM; KIM, 2012). 

Esta bioprospecção pode ser realizada com base em métodos dependentes de 

cultivo, como isolamento e análises genômicas, bem como em métodos 

independentes de cultivo, podendo-se citar as análises metagenômicas. 

 

1.5.1 Bioprospecção baseada no cultivo 

 

A bioprospecção dependente do cultivo pode envolver várias etapas, como 

isolamento, triagem e purificação do microrganismo alvo, e são tipicamente 

conduzidas em laboratório em placas. Também pode haver a otimização dos métodos 

de cultivo pelas variações do substrato e parâmetros físico-químicos, como 

temperatura, pH, nutrientes e oxigênio (VESTER et al., 2015). 

Devido às condições laboratoriais não serem as mesmas do ambiente de 

origem, onde é difícil retratar os fatores ambientais, fatores abióticos, composição e 

dinâmica microbiana com possível coexistência, o cultivo microbiano é reduzido e 

seleciona-se os adaptáveis às limitações, constituindo-se apenas uma fração da total 

diversidade da comunidade (AKONDI; LAKSHMI, 2013).  

Entretanto, mesmo havendo estas limitações, o isolamento de extremofílicos é 

realizado com meios de cultura e sob condições específicas. A partir dos isolados, a 

bioprospecção pode ser realizada para as mais diversas áreas, podendo-se citar a 

busca por microrganismos com potencial de degradação de diferentes frações de 

hidrocarbonetos de petróleo e por microrganismos com a capacidade de produzir 
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biossurfactante, fazendo uso de diferentes metodologias para estas finalidades 

(descritas no tópico 4, Material e métodos). 

 Os microrganismos que despertam interesse podem ser identificados via 

amplificação do gene rrs, que é amplamente utilizada nas pesquisas de ecologia 

microbiana de bactérias e arqueias, e ITS (Internal Transcribed Spacer) para fungo, 

pois apresenta regiões altamente conservadas, as quais permitem o desenho de 

primers de PCR específicos, e regiões hipervariadas, as quais são utilizadas para 

inferir relações filogenéticas entre os microrganismos (WARD et al., 1990; DUARTE, 

2010). 

O sequenciamento da amplificação do gene rrs é realizado, dentre outras 

técnicas, pelo sequenciamento de DNA Sanger, que consiste no princípio da 

incorporação terminal dedideoxinucleotideos marcados, juntamente com a 

eletroforese capilar (SANGER et al.,1977). No contexto da ecologia microbiana, essa 

técnica possibilita o sequenciamento de até centenas de fragmentos de genes por 

estudo, e por análise de similaridade com bancos de dados, identificar 

taxonomicamente o microrganismo. 

Visando a elucidar o potencial metabólico dos microrganismos, o genoma 

completo pode ser sequenciado e analisado quanto as funções de interesse. 

 

1.5.1.1 Sequenciamento de genoma completo 

 

O sequenciamento do genoma completo (Whole Genome Sequencing – WGS) 

se dá em diferentes plataformas e o utilizado no presente estudo foi Illumina Miseq. 

Nesta plataforma é possível gerar cerca de 30 milhões de reads (denominação de 

sequências para esta plataforma) pareados com aproximadamente 300 pb cada 

(CAPORASO et al., 2012). 

O WGS tem sido fundamental na identificação da estirpe desejada e 

comparação com outros isolados de interesse, assim como para a compreensão das 

funções dos genes encontrados, vias metabólicas e potencial gênico para 

biotecnologia por meio do screening funcional. No nível genômico, essas abordagens 

funcionais levaram a descoberta de várias novas enzimas, antibióticos e outros 

biomoléculas com aplicações terapêuticas e biotecnológicas (LEE et al., 2011).  

Termofílicos degradadores de hidrocarbonetos de petróleo podem ser 

identificados explorando as informações disponíveis sobre as sequências do genoma. 
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Podem ser procurados genes genéricos codificando enzimas envolvidas na 

degradação de hidrocarbonetos de petróleo nas sequências do genoma (NZILA, 

2018). Se há a presença dos genes de interesse, podem ser iniciados estudos de 

cultivo para avaliar a capacidade do termofílico em crescer na presença de diferentes 

substratos com hidrocarbonetos de petróleo, uma vez que só a presença do gene não 

diz se é expresso e transcrito. 

Até o momento, cerca de 30% a 40% dos genomas totalmente sequenciados 

de vários organismos contêm genes sem função atribuída, uma vez que a análise 

funcional é realizada por comparação com genomas sequenciados e disponíveis nas 

bases de dados. Estes genes sem função ou desconhecidos, são possivelmente 

genes novos. Dessa maneira, deve-se utilizar diferentes abordagens de análise 

funcional, como anotação funcional geral utilizando diferentes instrumentos e 

anotação com base em dados de genes específicos de interesse (FERRER et al., 

2016). 

Apesar de todos os avanços que podem ser realizados com base nos isolados 

e genômica dos isolados, apenas uma pequena minoria de microrganismos de uma 

amostra ambiental pode ser cultivada em laboratório deixando o enorme potencial de 

bioprospecção da diversidade não cultivável, inexplorada (UFARTÉ et al., 2015). 

Sabendo-se dessa limitação, iniciaram-se os estudos para bioprospecção baseadas 

em técnicas moleculares, que não requerem o isolamento e cultivo microbiano. 

 

1.5.2 Bioprospecção baseada nas técnicas independentes de cultivo 

 

Antes do desenvolvimento de técnicas moleculares, os estudos de ecologia 

microbiana e bioprospecção de metabólitos microbianos eram baseados em métodos 

de isolamento e cultivo de microrganismos em laboratório. Porém, estimativas indicam 

que apenas 1-5% dos microrganismos do ambiente são cultivados nas condições 

laboratoriais, subestimando extremamente a diversidade microbiana (AMANN et al., 

1995). Esta dificuldade é ainda mais vidente ao se considerar os ambientes extremos, 

onde o isolamento e cultivo de microrganismos são ainda mais complexos e difícil de 

se emular, devido à composição geoquímica e condições ambientais extremas 

(DUARTE, 2010; MUÑOZ et al., 2011).  
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Com esta limitação, exigiu-se o desenvolvimento de técnicas para contornar a 

dependência da cultura e obter acesso à maior diversidade de microrganismos, 

podendo-se estudar holisticamente o sistema biológico e seus potenciais para 

aplicação biotecnológica (MUKHERJEE et al. 2017). 

As técnicas independentes de cultivo baseiam-se na análise do DNA 

diretamente extraído de amostras ambientais, podendo ser classificadas em dois 

grandes grupos: os dependentes de primers específicos e amplificação (PCR), como 

o sequenciamento do gene rrs (bactéria e arqueia) e ITS (fungo), e os independentes 

de primers e amplificações específicas, como a técnica de Metagenoma shotgun 

(descrito no tópico 1.5.2.1).  

Estas técnicas têm contribuído de maneira significativa por oferecerem 

métodos sensíveis, rápidos e precisos para analisar a microbiota e suas funções no 

ambiente, sem que haja a necessidade de isolamento e cultivo, revelando a existência 

de um elevado número de microrganismos não-cultiváveis, sua diversidade e 

funcionalidade (HUGENHOLTZ; TYSON, 2008; MADIGAN et al., 2016). 

 

1.5.2.1 Sequenciamento shotgun 

 

O termo “shotgun” refere-se à etapa em que o DNA ambiental extraído é 

totalmente fragmentado em comprimentos de aproximadamente 400 pb e as 

bibliotecas são construídas através desses fragmentos, não dependentes de 

amplificação com primers específicos. Em seguida, o sequenciamento dessas 

bibliotecas segue os princípios descritos para o sequenciamento do gene rrs pela 

plataforma MiSeq da Illumina. Porém, a complexidade das sequências do 

Metagenoma é muito maior em relação ao sequenciamento de amplicons, já que 

diversos genes e genomas estarão sendo analisados. Por esse motivo é necessário 

utilizar uma plataforma que gere uma grande quantidade de reads, como é o caso da 

plataforma HiSeq, também da Illumina, a mais empregada atualmente para as 

análises de Metagenoma, no qual é gerado em torno de 300 milhões de reads 

pareados de 150 pb cada (CAPORASO et al., 2012).  

Além disso, a quantidade de dados gerados por HiSeq requerem uma enorme 

capacidade de processamento, que deve ser suprida pelo uso de clusters de 

computadores ou serviços de computação em nuvem, e despende-se muito tempo, 
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suporte computacional e necessita-se de pipelines adequados para a realização das 

análises. Algoritmos recentemente desenvolvidos para construir genomas inteiros a 

partir de amostras ambientais refinaram, corrigiram e revolucionaram a compreensão 

da árvore da vida (PARKS et al., 2018; WILKINS et al., 2019). 

A Metagenômica tem se tornado a principal ferramenta para estudos 

relacionados à diversidade funcional, função ecológica e o potencial metabólico das 

comunidades microbianas, uma vez que fornece a composição genética de 

comunidades microbianas sem o desafio técnico de cultura e isolamento (KYRPIDES 

et al., 2014; YARZA et al., 2014). Entender a diversidade funcional pode auxiliar 

também no desenvolvimento de novos meios de cultura e técnicas de cultivo capazes 

de isolar um maior número de microrganismos, por meio de insights surgidos da 

análise da dinâmica microbiana. 

O Metagenoma shotgun têm sido proposto como a abordagem funcional mais 

robusta para a descrição de comunidades microbianas em seus habitats naturais, 

visto que, teoricamente, todas as sequências de DNA de todos os organismos 

presentes em uma determinada amostra são analisadas (FERRER et al., 2011), 

podendo-se avaliar a presença ou ausência de genes envolvidos em vias metabólicas 

de interesse. Os conjuntos de dados metagenômicos obtidos são anotados por 

mapeamento dos genes e fragmentos de genes em famílias, fornecendo uma 

estimativa de sua representação relativa. Em seguida, é atribuído papéis às proteínas 

codificadas pelos genes sequenciados (KUNIN et al., 2008). 

A exploração da informação metagenômica funcional fornece uma grande 

oportunidade para descobrir e isolar novas cepas de termofílicos degradadores de 

hidrocarbonetos de petróleo, incluindo hipertermofílicos que são ainda mais difíceis 

de serem cultivados em condições laboratoriais. A metagenômica funcional permite a 

identificação de genes relacionados à degradação de petróleo e bioprodutos que 

auxiliam o processo presentes na comunidade microbiana. Após identificação dos 

genes, estes podem ser clonados e funcionalmente expressos (UFARTÉ et al., 2015). 

Além disso, permitem inúmeras inferências sobre vias metabólicas envolvidas no 

catabolismo do poluente pelos microrganismos, descrevendo e melhorando a 

compreensão das bases genéticas e moleculares das reações envolvidas nos 

processos de degradação em condições termofílicas (NZILA, 2018). 
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Assim, a metagenômica emergiu como uma ferramenta valiosa com aplicações 

em diversos campos, incluindo medicamentos, energias alternativas, remediação, 

biotecnologia, agricultura, biodefesa e forense (BASHIR et al., 2014; KODZIUS et al., 

2015; FERRER et al., 2016). Adicionalmente, a exploração desta abordagem no 

contexto da degradação de hidrocarbonetos por termofílicos contribuirá 

significativamente na descoberta de genes novos e únicos que poderão ser utilizados 

nas vertentes de degradação do poluente. 

Para o presente estudo, a análise dos dados metagenômicos gerados em 

plataforma Hiseq Illumina foi realizado para investigar aspectos taxonômicos e 

funcionais de ambientes geotermais Antárticos, utilizando ferramentas recentes de 

bioinformática através de pipeline para processar dados metagenômicos. O pipeline 

utilizado foi o MetaWRAP (Figura 12), descrito por Uritskiy et al. (2018) e adaptado 

pelo grupo Microbial Systems Bioinformatics do Instituto Helmholtz, Alemanha. É 

caracterizado por ser um pipeline modular que automatiza as principais tarefas da 

análise metagenômica, através da extração de drafts genômicos individuais, 

chamados de bins.  

 

 
Figura 12. a) Fluxograma flexível do MetaWRAP para análise de dados 
metagenômicos. Fonte: Uritskiy et al. (2018). 

 

Este pipeline emprega ferramentas que permitem a análise e interpretação de 

dados taxonômicos de alta resolução gerados a partir de levantamentos genéticos do 

gene rrs e estimativa de abundância, juntamente com instrumentos de previsão das 

funções existentes nas amostras metagenômicas, que permitem investigar a dinâmica 

funcional dessas comunidades microbianas. 
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Algumas ferramentas se destacam, como a ferramenta DAS Tool 

(Dereplication, Aggregation and Scoring Tool), que significa ferramenta de 

desreplicação, agregação e pontuação, desenvolvida por Sieber et al. (2018). O DAS 

Tool é um método automatizado que integra um número flexível de algoritmos de 

categorização para calcular um conjunto otimizado de bins não redundantes de um 

único conjunto, como por exemplo: CONCOCT, MaxBin e MetaBAT. Cada um destes 

é baseado em diferentes recursos de agrupamento e algoritmo. Dessa maneira, 

Sieber et al. (2018) verificaram que utilizando diferentes ferramentas de binning, têm-

se a recuperação de um número maior de genomas de alta qualidade do que os 

obtidos usando qualquer ferramenta de forma individual.  

É a primeira vez que essa estratégia de recuperação de genomas a partir de 

metagenomas é aplicada em amostras de ambientes geotermais da Antártica para 

acessar informação taxonômica e funcional. A reconstrução de genomas através de 

metagenomas é uma abordagem recente, onde o primeiro grande esforço foi realizado 

por Parks et al. (2018) com a recuperação de quase 8000 genomas microbianos de 

amostras disponíveis em banco de dados públicos. A partir de então, as análises 

metagenômicas de diferentes ambientes e tipo de amostras foram direcionadas para 

montagem de genomas e posterior identificação taxonômica e funcional (ALNEBERG 

et al., 2018; RAMOS-BARBERO et al., 2019; WILKINS et al., 2019). 

Também foi utilizado o servidor online MG-RAST (Metagenomics Rapid 

Annotation using Subsystem Technology), que atua como recurso público para 

anotação e análise de dados de sequência metagenômica. O servidor MG-RAST 

realiza o controle da qualidade da sequência, armazena dados e oferece anotação em 

relação a vários bancos de dados de referência – taxonômica e funcional, de maneira 

automática e com o mínimo de informações do usuário (MEYER et al., 2008; KEEGAN 

et al., 2016). 

A utilização de métodos dependentes e independentes de cultivo, como os 

descritos nos últimos tópicos, em conjunto (Figura 13) é chamada de abordagem 

polifásica, e tem sido importante para fornecer uma melhor compreensão das 

comunidades microbianas, além de uma melhor classificação, perfil de 

microrganismos em estudo (RAMETTE et al., 2009; RAJENDHRAN; 

GUNASEKARAN, 2012) e seu potencial para uso em diferentes aplicações 

biotecnológicas, como a indústria petrolífera.
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Figura 13. Representação esquemática das metodologias empregadas para a busca por microrganismos capazes de degradar 
hidrocarbonetos de petróleo e produzir biossurfactante. Fonte: Autores.
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2 JUSTIFICATIVA 

 

A Antártica é conhecida por seus extremos ambientais e considerada um dos 

continentes mais inóspitos e severos da Terra, em consequência das suas condições 

climáticas. Também é conhecida como o continente de superlativos, devido às 

temperaturas negativas, baixa disponibilidade de água e nutrientes, alta salinidade, 

intensa radiação, ciclos de congelamento e degelo, longos períodos de ausência de 

luz, entre outros. Além disso tudo, a Antártica é considerada um mosaico de extremos, 

apresentando diferentes habitats e características singulares devido à suas condições 

ambientais severas. Apesar de seus ecossistemas predominantemente frios, a 

Antártica abriga vulcões ativos, como por exemplo, a Ilha Deception. 

A Ilha Deception é uma ilha vulcânica polar que apresenta atividade geotermal 

contínua e visível por meio da emissão gasosa constante das fumarolas, que podem 

alcançar temperatura acima de 100ºC. Isto contrasta com a presença de geleiras e 

neve que cobrem cerca de 60% da Ilha, com temperaturas abaixo do ponto de 

congelamento. Esses habitats são regiões únicas na Terra, permitindo a coexistência 

de psicrofílicos, mesofílicos, termofílicos e hipertermofílicos, que interagem no mesmo 

ambiente devido às variações pronunciadas das características físico-químicas do 

local. 

Assim, as diferentes características ambientais da Ilha Deception permitiram 

moldar a biota existente no local e favoreceram comunidades microbianas versáteis e 

metabolicamente diversas, fazendo de Deception um habitat único para estudo da 

comunidade microbiana extrema e do seu potencial taxonômico e metabólico, pois 

fornecem condições únicas capazes de selecionar uma grande variedade de 

adaptações microbianas, tornando-as fornecedoras de novas espécies e produtos 

biotecnológicos. Entretanto, a diversidade taxonômica e funcional de comunidades 

microbianas tem sido explorada em uma grande variedade de ambientes antárticos. 

Contudo, estudos relacionados à diversidade microbiana em sistemas geotermais 

antárticos ainda são muito escassos e quase inexistentes visando a bioprospecção do 

potencial biotecnológico de microrganismos termofílicos da Antártica.  

Os termofílicos apresentam adaptações estruturais e metabólicas para se 

manterem ativos às condições ambientais extremas, e dessa maneira, são alvos como 
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fonte de bioprodutos que apresentem capacidades únicas de atividade específica em 

altas temperaturas, estabilidade, resistência térmica e taxas de reação mais rápidas.   

Dentre as áreas que buscam por termofílicos e seus bioprodutos, como 

indústria farmacêutica, médica, cosmética, detergente e alimentícia, destaca-se a 

indústria petrolífera. Esta área de aplicação é de interesse do presente estudo, uma 

vez que ambientes extremos também são impactados por hidrocarbonetos de petróleo 

devido à exploração territorial através de centros de monitoramento, pesquisa 

científica e turismo, e necessitam ser biorremediados. Adicionalmente, possuem o 

potencial de fornecer bioprodutos que podem ser utilizados na recuperação avançada 

do óleo, visto que os reservatórios de petróleo estão se esgotando e se faz necessário 

a busca por alternativas para a máxima exploração da capacidade do reservatório. 

 Para se explorar o potencial biotecnológico da diversidade microbiana 

termofílica nos ambientes vulcânicos, pode-se utilizar diferentes abordagens. O 

avanço das tecnologias de sequenciamento em larga escala possibilitou o 

desenvolvimento de métodos independentes de cultivo capazes de revelar uma 

diversidade microbiana mais fidedigna à encontrada no ambiente e suas capacidades 

metabólicas. Também, possibilidade de mineração de informações funcionais de 

interesse por meio das ferramentas de biologia molecular e bioinformática. Apesar das 

novas tecnologias de sequenciamento de DNA aplicando abordagens baseadas em 

ômica, os estudos de cultivo são essenciais para avaliar as propriedades fisiológicas 

das células bacterianas, fornecendo informações de genomas completos e de 

metabolismos ativos. A combinação de ambas as abordagens, dependentes e 

independentes, possibilita alcançar uma visão mais abrangente sobre as interações e 

os papéis funcionais dos organismos presentes na comunidade.  

Diante desse contexto, o presente estudo busca elucidar sobre a diversidade 

bacteriana termofílica presente em ambientes vulcânicos e contribuir na discussão da 

exploração do potencial de bactérias termofílicas na degradação de hidrocarbonetos 

de petróleo e na produção de biossurfactante, com a finalidade de bioprospectar para 

aplicação biotecnológica de biorremediação de ambientes extremos contaminados 

por petróleo e na recuperação avançada do óleo em reservatórios. Até o momento, 

nenhum outro trabalho investigou a viabilidade de extremofílicos cultiváveis entre os 

gradientes de temperatura proeminentes na Ilha Deception em degradar 

hidrocarbonetos de petróleo e produzir biossurfactante. 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 OBJETIVO GERAL  

 

Avaliar a composição e diversidade das comunidades bacterianas termofílicas 

presentes em ambientes geotermais do vulcão antártico Ilha Deception, analisando o 

seu potencial de aplicação em processos de biorremediação e recuperação avançada 

do óleo por meio da bioprospecção de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos de 

petróleo e produtoras de biossurfactante. 

 

3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

• Conduzir o levantamento e análise de documentos reportados na 

literatura contendo microrganismos de ambientes extremos produtores de 

biossurfactante com potencial aplicação biotecnológica, para: a) investigar a situação 

atual e sumarizar os trabalhos na área; b) reportar as principais áreas de aplicação 

industrial de extremófilos e seus metabólitos; c) relatar os desafios observados e quais 

as perspectivas futuras; 

• Investigar a comunidade microbiana presente nos ambientes geotermais 

de Whalers Bay e Fumarole Bay da Ilha Deception, Antártica, por meio de métodos 

dependentes de cultivo (isolamento) e independentes de cultivo (metagenômica 

Shotgun); 

• Avaliar a capacidade de isolados termofílicos antárticos em degradar 

hidrocarbonetos de petróleo; 

• Verificar a produção de biossurfactantes pelos isolados bacterianos 

degradadores de hidrocarbonetos de petróleo e testar a estabilidade dos 

biossurfactantes obtidos frente à alta temperatura (100ºC); 

• Caracterizar taxonomicamente os isolados bacterianos termofílicos 

degradadores de petróleo, bem como produtores de biossurfactante, através do 

sequenciamento parcial do gene que codifica a subunidade 16S do RNA ribossomal; 

• Sequenciar e analisar o genoma completo de bactérias termofílicas 

capazes de degradar petróleo e produzir biossurfactante; 
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• Analisar os metagenomas de ambientes geotermais da Ilha Deception, 

Antártica, com ênfase na classificação taxonômica e nos metabolismos de 

degradação de hidrocarbonetos de petróleo, bem como recuperar sequências do gene 

rrs a partir dos metagenomas e comparar com as sequências do gene rrs das estirpes 

bacterianas termofílicas isoladas dos mesmos ambientes. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS  

 

A metodologia empregada pode ser observada na Figura 14, no qual estão 

esquematizados, de forma simplificada, todos os processos realizados ao longo deste 

trabalho e que serão detalhados nos subtópicos seguintes. 

 

 

Figura 14. Fluxograma simplificado da metodologia utilizada no estudo. Fonte: 
Autores. 
 

 

4.1 ÁREA DE ESTUDO E AMOSTRAGEM 

 

Para a busca de bactérias termofílicas, dois ambientes geotérmicos foram 

amostrados. Todos os pontos de coleta estão localizados na Ilha Deception, 

pertencente ao arquipélago Ilhas Shetland do Sul, noroeste da Península Antártica 

(Figura 15). 
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Figura 15. Esquema do continente antártico (A), enfatizando a Península Antártica 
(B), Ilhas Shetland do Sul (C) e Ilha Deception (D), bem como indicando os pontos de 
amostragem Em Whalers Bay (E) e Fumarole Bay (F). Fonte: Autores. 

 

As coletas foram realizadas nos sítios geotérmicos de Whalers Bay e Fumarole 

Bay, localizados na Ilha Deception. Whalers Bay se situa próximo à única entrada à 

ilha e baía Port Foster, e nela estão presentes os resquícios da época de exploração 

baleeira e as antigas estações de pesquisa da Grã-Bretanha e Noruega. Enquanto em 

Fumarole Bay, estão presentes as duas bases de pesquisa científica que se 

encontram ativas, da Argentina e Espanha. 

C 

D 

E 

F 



47 
 

Os locais foram amostrados no verão austral de 2013/2014, 2015/2016 e de 

2016/2017, nas operações Antárticas (OPERANTAR) XXXII, XXXIV e XXXV. Na 

Tabela 1 pode-se observar os sítios geotérmicos amostrados e as características de 

cada ponto amostral. 

 

Tabela 1. Relação das amostras coletadas em diferentes locais da Península 
Antártica. 

 

 

Em cada ponto de amostragem, aproximadamente 500 g de sedimento (0-5 cm 

de profundidade) foram coletados e transferidos para sacos plásticos (Whirl Pack®) 

estéreis. O material coletado foi imediatamente estocado e acondicionado em duas 

temperaturas diferentes, mediante à sua finalidade. As amostras destinadas para 

análise molecular foram mantidas em ultrafreezer a -80ºC e as amostras para a 

realização de cultivo foram acondicionadas em geladeira a 4ºC. 

As amostras utilizadas neste trabalho foram coletadas durante a OPERANTAR 

e contou com apoio logístico do Navio Polar Almirante Maximiano, Marinha do Brasil 

Operação 

PROANTAR 

Ambiente 

geotermal 
Código Temperatura local Uso / análise 

XXXV 

Whalers Bay WB1, WB2, WB3 67ºC 

Sequenciamento 

de amplicons 

Whalers Bay WB4, WB5, WB6 50ºC 

Fumarole Bay FB1, FB2, FB3 110ºC 

Fumarole Bay FB4, FB5, FB6 112ºC 

Fumarole Bay FB7, FB8, FB9 85ºC 

XXXIV 

Whalers Bay WB1 50ºC 

Cultivo de bactérias 

termofílicas, 

bioprospecção e 

análises genômicas 

Whalers Bay WB2 60ºC 

Fumarole Bay FB1 55ºC 

Fumarole Bay FB2 70ºC 

Fumarole Bay FB3 80ºC 

Fumarole Bay FB4 100ºC 

XXXII 

Whalers Bay WBA1, 2, 3 54ºC 

Sequenciamento 

de metagenomas 

Whalers Bay WBB1, 2, 3 10ºC 

Whalers Bay WBC1, 2, 3 0ºC 

Fumarole Bay FBA1, 2, 3 98ºC 

Fumarole Bay FBB1, 2, 3 66-80ºC 

Fumarole Bay FBC1, 2, 3 0ºC 
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e com auxílio do projeto MICROSFERA, coordenado pela Dra. Vivian Helena Pellizari 

da Universidade de São Paulo (USP). 

 

4.2 CULTURA, ISOLAMENTO E IDENTIFICAÇÃO DE BACTÉRIAS TERMOFÍLICAS 

ANTÁRTICAS 

 

 Após a coleta e transporte das amostras, da Antártica para o Brasil, as amostras 

foram mantidas a 4ºC na geladeira do Laboratório de Ecologia Microbiana e Molecular 

(LEMM) da Universidade Federal do Rio de Janeiro (UFRJ), para posterior cultura e 

isolamento de bactérias termofílicas. 

 As amostras de sedimento dos diferentes pontos amostrados foram 

homogenizadas e 10 g foram transferidas para um Erlenmeyer contendo 90 mL de 

solução salina (0,85%) e 5 g de pérolas de vidro, e agitadas em shaker por 2 horas. 

Posteriormente foi realizada diluição seriada (1:10), de 10-1 a 10-3, em tubos Eppendorf 

contendo 900 µL de solução salina estéril, para em seguida realizar o plaqueamento 

pela técnica de spread plate. Foi realizado em duplicata, com placas de Petri contendo 

seis diferentes meios de cultura sólido: Lysogeny broth, Marine Agar, Glicose Yeast 

Malte, meio heterotrófico para Bacillus - DSMZ 260, Fitato de cálcio e National 

Botanical Research Institute's phosphate. A descrição dos meios se encontra no 

Quadro 1. 

 

Quadro 1. Meios de cultura utilizados e a descrição e quantidade dos componentes. 

Meio de cultura Componentes do meio 

Lysogeny broth (LB) 

(BERTANI, 1951) 

• Extrato de levedura – 5 g 

• Triptona – 10 g 

• NaCl – 10 g 

• Acréscimo de 15 g de ágar 
bacteriológico para o meio sólido 

• Para 1000 mL de água destilada 

Marine Agar - Difco 2216 (MA) 

(ZOBELL, 1941) 

• Peptona – 5 g 

• Extrato de levedura – 1 g 

• Citrato férrico – 0,1 g 

• Cloreto de magnésio – 8,8 g 

• Sulfato de sódio – 3,24 g 

• Cloreto de cálcio – 1,8 g 

• Cloreto de potássio – 0,55 g 

• Bicarbonato de sódio – 0,16 g 

• Brometo de potássio – 0,08 g 
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• Cloreto de estrôncio – 34 mg 

• Ácido bórico – 22 mg 

• Silicato de sódio – 4 mg 

• Fluoreto de sódio – 2,4 mg 

• Nitrato de amônio – 1,6 mg 

• Fosfato dissódico – 8 mg 

• Ágar bacteriológico – 15 g 

• Para 1000 mL de água destilada 

Glucose Yeast Malt (GYM) 

(MENDEZ et al., 1985) 

• Glicose – 4 g 

• Extrato de levedura – 4 g 

• Extrato de malte – 10 g 

• Carbonato de cálcio – 2 g 

• Ágar – 12 g 

•  Para 1000 mL de água destilada 

Meio heterotrófico para Bacillus 

(DSMZ* 260) 

* Deutsche Sammlung von Mikroorganismen 
und Zellkulturen GmbH. 

 

• Na2HPO4 x 2 H2O – 4 g 

• KH2PO4 – 1,5 g 

• NH4Cl – 1g 

• MnSO4 x H2O – 0,01 g 

• MgSO4 x 7 H2O – 0,2 g 

• CaCl2 x 2 H2O – 0,01 g 

• Citrato de amônia férrica – 5 mg 

• Solução traço SL-6 – 3 mL 

• Piruvato sódico – 1,5 g 

• Para 1000 mL de água destilada 

Fitato de cálcio 

(RICHARDSON et al., 2001) 

• Glicose – 10 g 

• (NH4)2SO4 – 0,5 g 

• KCl – 0,2 g 

• MgSO4 x 7 H2O – 0,1 g 

• Fitato de cálcio – 2 g 

• Extrato de levedura – 0,5 g 

• MnSO4 – 0,005 g 

• FeSO4 – 0,005 g 

• Ágar bacteriológico – 1,5 g 

• Para 1000 mL de água destilada 

National Botanical Research Institute's 

phosphate (NBRIP) 

(NAUTIYAL, 1999) 

• Glicose – 10 g 

• Fosfato de cálcio – 5 g 

• MgCL2 x 6 H2O – 5 g 

• MgSO4 x 7 H2O – 0,25 g 

• KCl – 0,2 g 

• (NH4)2SO4 – 0,1 g 

• Ágar bacteriológico – 1,5 g 

• Azul de bromofenol – 0,025 g 

• Para 1000 mL de água destilada 

 

As placas e frascos foram incubados por 48 h em estufa a 55ºC e realizada a 

contagem de colônias formadas em cada placa, seguida do esgotamento a fim de 
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purificar o isolado. A pureza das culturas foi verificada por meio da homogeneidade 

do morfotipo e pela técnica de coloração de Gram. 

As colônias isoladas e puras foram armazenadas em criotubos contendo 20% 

vv -1 de glicerol a -80ºC, para fins de estocagem. Estes estão incluídos na Coleção de 

Bactérias Antárticas do LEMM, possuindo código, descrição morfológica, informações 

de cultivo e de coleta. 

 

4.2.1 Identificação molecular dos isolados Antárticos 

 

 Com a finalidade de identificar os isolados bacterianos termofílicos da ilha 

vulcânica Deception, estes foram submetidos à amplificação e sequenciamento das 

regiões de DNA codificadoras de RNA ribossomal 16S (gene rrs). 

 Os isolados foram reativados do estoque de glicerol em meio caldo LB a 55ºC, 

por 48 h e sob agitação constante. As culturas tiveram seu DNA genômico extraído 

utilizando o kit comercial para isolados Wizard® Genomic DNA Purification Kit 

(PROMEGA, USA), seguindo as instruções fornecidas pelo fabricante. Após extração, 

o DNA foi quantificado usando o kit Qubit® 2.0 Fluorometer dsDNA (Invitrogen™, 

Carlsbad, CA, USA) e sua qualidade avaliada em gel de agarose 1% contendo DNA 

SYBR® Safe DNA gel Stain da Life Technologies™, e visualizado por transluminação 

de luz ultravioleta. 

Os iniciadores 27f (5′-AGA GTT TGA TCA TGG CTC AG-3′) e 1492r (5′-GTT 

TAC CTT GTT ACG ACT T-3′) (LANE, 1991) foram utilizados para a amplificação do 

gene que codifica a subunidade do RNAr 16S. A reação de PCR foi realizada em 

volume final de 25 μL, contendo 1 μL de BSA (1:20), 1 μL de cada primer (27f e 1492r 

a 10pM), DNA na concentração de 10 ng, 12,5 μL de MyTaq® (Bioline) que continha 

tampão, dNTPs, MgCl2 e enzima DNA polimerase. A amplificação foi realizada em 

termociclador com um ciclo de desnaturação inicial de 3 min a 95ºC, seguidos de 25 

ciclos de 30 seg a 95 ºC, 30 seg a 55ºC e 30 seg a 72ºC; um ciclo final de extensão 

por 5 min a 72ºC.  

Os produtos de PCR foram purificados com o kit SureClean Plus (Bioline 

GmbH), de acordo com recomendações do fabricante, posteriormente quantificado 

com Qubit 4.0 e Qubit® dsDNA HS Assay Kit (Life Technologies, USA) e a integridade 
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do amplicon verificada em gel de agarose 1.5% em tampão TBE 0,5X e corados com 

brometo de etídio e visualizado em luz UV. 

Após purificação, aproximadamente 25 ng do produto de PCR de cada isolado 

foi enviado para sequenciamento Sanger, realizado com os primers 27f e 1492Rr.  

 

4.2.1.1 Análises das sequências 

 

O processamento das sequências obtidas do sequenciamento foi realizado no 

programa Geneious Prime (www.geneious.com), no qual a qualidade das sequências 

foi checada, trimadas e a montagem das sequências de alta qualidade de cada isolado 

foram realizadas. Todos os isolados sequenciados foram depositados no banco de 

dados do SRA do NCBI (Sequence Read Archives – National Center for Biotechnology 

Information) obtendo número de depósito e informações de coleta e isolamento. 

As sequências reunidas foram comparadas com todas as sequências de DNA 

depositadas no banco de dados do Silva v.132 (QUAST et al., 2013), considerando a 

maior homologia entre a sequência obtida e as sequências depositadas como 

indicador na identificação molecular das espécies.  

 

4.3 SCREENING POR BACTÉRIAS DEGRADADORAS DE PETRÓLEO E 

PRODUTORAS DE BIOSSURFACTANTE 

 

4.3.1 Screening de bactérias degradadoras de petróleo 

 

Para selecionar bactérias com potencial em degradar hidrocarbonetos de 

petróleo para uso desse carbono como fonte de energia e nutrição, 100 isolados 

bacterianos termofílicos previamente cultivados, identificados e depositados na 

Coleção foram reativados do estoque de forma aleatória.  

Em câmara de fluxo laminar foi retirada uma alíquota de 3 µL da amostra do 

criotubo e transferida para um tubo de falcon contendo 5 mL de meio de cultura LB a 

55ºC por 48 h. Testou-se o grau de pureza e em seguida uma alíquota de 100 µL da 

cultura de cada isolado selecionado foi transferida para placas contendo meio 

Bushnell-Haas (BH) sólido com adição de 2% de óleo cru (Tabela 2). 
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Tabela 2. Composição do meio mineral Bushnell-Haas (BH) e do óleo cru (petróleo 
Marlim P-47). 

Componentes Concentração Fonte 

CaCl2 x 2 H2O 0,02 g L-1 

Atlas (1995) 

MgSO4 x 7 H2O 0,2 g L-1 

K2HPO4 1 g L-1 

KH2PO4 1 g L-1 

NH4NO3 1 g L-1 

FeCl3 x 2 H2O 0,05 g L-1 

Fator KUOP 

11,6 

(petróleo predominantemente 

naftênico e aromático) 

Cedido pela 

Petrobras 

 

 

Os isolados que apresentaram crescimento em placa com meio BH 

suplementado com óleo foram enriquecidos em tubos com 5 mL de caldo BH 

suplementado com extrato de levedura (2%) a 55ºC por 48 h. Em seguida, os isolados 

selecionados foram submetidos ao teste da gota, conforme descrito por Youssef et al. 

(2004). 

Para tanto, as células foram centrifugadas e ressuspendidas em solução salina 

três vezes sequencialmente, a fim de retirar qualquer resquício de fonte de carbono 

remanescente no meio. As células foram ressuspendidas em 5 mL de solução salina 

e inoculadas em poços de placas de cultivo contendo 24 poços por placa, no qual 

cada poço foi adicionado 2 mL do meio BH, 1 gota de óleo cru (aproximadamente 20 

µL) e 160 µL de cada isolado, nessa ordem. 

Todas as inoculações foram realizadas em triplicata, incluindo os controles 

negativo e positivo, e incubadas a 55ºC, com observação por até 21 dias. Diariamente 

as placas foram monitoradas para visualizar a evaporação do meio devido à alta 

temperatura da estufa. Resultados foram considerados positivos quando houve 

mudança no aspecto do óleo (Figura 16). 
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Figura 16. Exemplo de placa do teste da gota mostrando culturas testadas 
individualmente em triplicata; a) Controle negativo, sem inóculo bacteriano; b) 
Controle positivo para degradação. 

 

Esse teste foi realizado para avaliar de forma qualitativa a degradação do óleo 

pelos isolados bacterianos e para selecionar os que seriam utilizados para o screening 

de bactérias produtoras de biossurfactante, com base nos resultados mais 

significativos quando comparados aos controles. 

 

4.3.2 Screening de bactérias termofílicas produtoras de biossurfactante 

 

Com o intuito de verificar a capacidade dos isolados termofílicos em produzirem 

biossurfactante foi realizado o screening em 50 isolados da Coleção com diferentes 

técnicas, tais como: teste da espuma, teste da hemólise, teste do colapso da gota, 

teste de deslocamento da gota, teste de emulsificação (E24) e o teste da estabilidade 

da emulsificação em alta temperatura. Todas as metodologias empregadas estão 

descritas a seguir. 

Os isolados foram reativados do estoque em caldo LB, a 55°C por 48h e 

agitação constante, e então foram utilizados para o preparo do inoculo e obtenção do 

sobrenadante de cada isolado. Este foi obtido pelo cultivo de cada isolado, em 

triplicata, em Erlenmeyers com volume final de 150 mL de caldo Bushnell-Haas 

suplementado com 2% de extrato de levedura, e incubados em shaker a 55°C, por 7 

dias a 165 rpm (MANI et al., 2016). Após o crescimento, 1 mL de cada amostra passou 

por centrifugação durante 15 minutos a 13.000xg e seu sobrenadante foi utilizado na 

realização dos ensaios de screening. 

 

 

a b 
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4.3.2.1 Teste da produção de espuma 

 

A produção de espuma é um indicativo da presença de biossurfactante. O teste 

é simples e auxilia na confirmação da presença de biossurfactante quando realizado 

em conjunto com outras metodologias (ATUANYA et al., 2016). O resultado foi 

observado após o preparo do inoculo, por meio da agitação dos Erlenmeyers por 30 

segundos. É considerado um resultado positivo quando após a agitação ocorrer a 

formação de espuma e é interpretado como negativo quando houver ausência de 

espuma. 

 

4.3.2.2 Teste da hemólise 

 

Para verificar a produção de hemólise, 10 µL do sobrenadante de cada cultura 

crescida foi inoculado em forma de spots em placas contendo o meio sólido Agar 

Sangue (sangue desfibrinado de carneiro a 5% - Laborclin®), assim como os controles 

positivo (10 µL de SDS a 1%) e negativo (10 µL água destilada) (MULLIGAN et al., 

1984). As placas foram incubadas por 48 h a 55ºC e após o período de incubação, na 

presença de halo transparente (zona de hemólise), o resultado é positivo para 

produção de biossurfactante. 

 

4.3.2.3 Teste do colapso da gota 

 

Em uma lâmina de vidro, uma gota de óleo cru e 10 µL do sobrenadante 

centrifugado de cada isolado foram adicionados, assim como os controles positivo 

(SDS 1%) e negativo (água destilada). Na presença do biossurfactante, a gota do 

sobrenadante tenderá a se espalhar sobre a superfície oleosa devido à redução da 

tensão superficial do líquido, enquanto em resultado negativo, a gota permanece 

estável e sem apresentar nenhuma mudança em sua forma côncava. O resultado foi 

observado em até um minuto após a realização do teste, conforme recomendação de 

Jain et al. (1991). 
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4.3.2.4 Teste do deslocamento do óleo 

 

 Outra metodologia que fornece informação sobre a ação tensoativa no 

screening por bactérias produtoras de biossufactante é o teste do deslocamento na 

gota, descrito por Morikawa et al. (2000). Para o teste, 10 µL de óleo cru foram 

adicionados em uma placa de Petri contendo 40 mL de água destilada, formando uma 

fina camada de óleo. Em seguida, 10 µL do sobrenadante de cada isolado e controles 

positivo (SDS 1%) e negativo (água) foram adicionados no centro da camada de óleo. 

Na presença de biossurfactante, o óleo é deslocado e torna-se possível observar a 

formação de zona circular de cor mais clara. O diâmetro da zona circular é mensurada 

(Figura 17). 

 

 

Figura 17. Ilustração dos resultados negativo (A) e positivo (B) no teste de 
deslocamento do óleo. Fonte: Silva et al. (2014). 

 

4.3.2.5 Teste da emulsificação (E24) 

 

O teste de emulsificação seguiu o protocolo proposto por Wei et al. (2005), 

utilizando óleo cru e diesel. Toda a vidraria teve que estar estéril e livre de qualquer 

resíduo para que não houvesse comprometimento dos resultados.  

Foram transferidos 200 μL do sobrenadante de cada isolado para um tubo de 

vidro contendo 600 μL de água destilada e 1,2 mL de óleo cru ou diesel. O tubo 

contendo a mistura de sobrenadante-água-óleo foi agitado por 2 minutos em vórtex e 

os resultados foram analisados após 24 horas. O mesmo procedimento foi realizado 

com os controles (SDS a 1% e água destilada). 

Para o cálculo do índice de emulsificação a seguinte equação foi utilizada 

(Equação 1): 
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                        𝐼𝐸 (%) =
𝐴𝑙𝑡𝑢𝑟𝑎 𝑑𝑎 𝑐𝑎𝑚𝑎𝑑𝑎 𝑒𝑚𝑢𝑙𝑠𝑖𝑓𝑖𝑐𝑎𝑑𝑎 (𝑚𝑚)

𝐴𝑙𝑡𝑢𝑟𝑎 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑎 𝑐𝑎𝑚𝑎𝑑𝑎 𝑙í𝑞𝑢𝑖𝑑𝑎 (𝑚𝑚)
 x 100                            (1) 

 

De acordo com Sneha et al. (2012), o índice E24 corresponde à estabilidade 

da emulsificação produzida após 24 horas. Um exemplo de resultado do teste de 

emulsificação (E24) pode ser observado na Figura 18. 

 

 

Figura 18. Ilustração dos resultados positivo (a) e negativo (b) no teste de 
emulsificação. Fonte: Adaptado de Gutierrez e Banat (2015). 
 

 

4.3.2.6 Teste da estabilidade do biossurfactante a alta temperatura 

 

 Com o objetivo de verificar a resistência e a estabilidade do biossurfactante 

frente ao calor, o sobrenadante de cada isolado foi aquecido a 100ºC por 15 minutos 

(COUTO et al., 2015) e em seguida, submetidos ao teste de emulsificação (E24) com 

óleo cru e diesel, conforme descrito no subtópico 4.2.2.5. 

 

4.4 ANÁLISES GENÔMICAS DE BACTÉRIAS TERMOFÍLICAS DA ANTÁRTICA 

 

 O sequenciamento completo do genoma de 22 isolados bacterianos 

termofílicos foi realizado em plataforma Illumina Miseq, com o kit NEBNext Ultra II FS 

DNA para montagem da biblioteca, seguindo o protocolo do fabricante para um input 

de DNA inferior a 100 ng. Para tanto, primeiramente foi realizado o fingerprint com T-

RFLP (Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism) a partir do RAPD-PCR 

(Random Amplified Polymorfic DNA a partir da PCR) a fim de selecionar os isolados. 

a b 
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Foram utilizados 10 ng de DNA de cada isolado para reação de PCR com 17,5 µL de 

solução contendo MM HotStar Taq+ e primer AAWZS (10 pmol/µ) marcado com FAM. 

Os produtos de PCR foram observados em eletroforese em gel agarose 1,8% e 1X 

TBE, corados com brometo de etídio e visualizados em luz UV. Após, realizou-se a 

purificação com o kit NucleoSpin® Gel, o fragmento recuperado foi quantificado com 

Qubit dsDNA HS assay, calculado o volume de formamida para cada amostra (5 

ng/uL), precipitado com etanol e então submetido à análise de T-RFLP no 

equipamento Fragment Analyzer (MapMaker 1500 e duas corridas: fragmento longo e 

curto). O resultado dos fragmentos serviu de base para a escolha dos isolados a 

serem sequenciados. 

O preparo das 22 amostras para o sequenciamento consistiu em diferentes 

etapas. Primeiramente o DNA genômico foi fragmentado enzimaticamente em 

tamanhos de 300 a 700 pb, seguido da ligação dos adaptadores Illumina e purificação 

do DNA com beads magnéticos AMPure. O INDEX-PCR foi realizado com os primers 

i7 (Index primer) e i5 (primer de PCR universal) em um programa de PCR com um 

ciclo de desnaturação inicial de 98ºC por 30 seg, 5 ciclos a 98ºC por 10 seg, 65ºC por 

75 seg e um ciclo de 65ºC por 5 min. O DNA com os adaptadores e index foram 

purificados novamente com AMPure beads e o tamanho dos fragmentos foram 

avaliados em Bioanalyzer 2100 (Agilent Technologies) e chip Bioanalyzer DNA 1000 

(Agilent Technologies) (Figura 19).  

Em seguida, foi realizado PCR quantitativo com o kit JetSeq™ Library 

Quantification Lo-ROX (Bioline) nas diluições 1:10.000 e 1:100.000 e após cálculos, a 

biblioteca de cada isolado foi normalizada para concentração de 4 nM. Todas as 

bibliotecas diluídas foram colocadas em um único eppendorf (pooling) e então o DNA 

foi desnaturado com NaOH e adicionado 5% do controle interno PhiX devido à baixa 

complexidade (pouca variação de bases).  

O sequenciamento foi realizado na plataforma MiSeq juntamente com os 

reagentes e flow cell MiSeq v3, que gera reads de 301 pb, paired-end, por um total de 

600 ciclos de amplificação. O sequenciamento foi acompanhado por 65 horas até seu 

término, pela plataforma online BaseSpace® (Illumina). 

 Após o sequenciamento, os reads foram filtrados utilizando o software Sickle 

(JOSHI; FASS, 2011) com um mínimo de Phred score de 30, e em seguida, os contigs 

foram montados com o programa SPAdes 3.10.1 (BANKEVICH et al., 2012) e sua 
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completude e contaminação foram avaliadas com as ferramentas CheckM e RefineM 

(PARKS et al., 2015). Posteriormente, os contigs foram anotados no servidor online 

RAST (Rapid Annotation using Subsystem Technology) (AZIZ et al., 2008) e PGAP 

(Prokaryotic Genome Annotation Pipeline) do NCBI (TATUSOVA et al., 2016). 

 Para a escrita dos artigos de genomas apresentados na presente tese, apenas 

dois genomas foram utilizados do montante, e os dados foram depositados no banco 

de dados GenBank do NCBI sob os números de acesso VKJN00000000 e 

VKJO00000000. Os reads obtidos no sequenciamento Illumina para estes genomas 

estão disponíveis nos números de acesso SRR10040619 e SRR10040620. 

  

4.5 ANÁLISE METAGENÔMICA DE AMBIENTES GEOTERMAIS DA ANTÁRTICA 

 

Metagenômica é uma ferramenta que amplifica o DNA total de amostras 

ambientais. Assim, todos os genes de todos os organismos da comunidade 

microbiana presente são detectados, e pode-se inferir a taxonomia, bem como a 

funcionalidade destes no ambiente. 

 

4.5.1 Obtenção de sequências 

 

4.5.1.1 Extração de DNA total das amostras da Ilha Deception 

 

O DNA total foi extraído diretamente das 18 amostras de solo dos sítios 

geotérmicos (vide Tabela 1), utilizando kit comercial PowerMax Soil™ DNA (MoBio, 

USA), que fez uso de 10 g de cada amostra e seguiu-se o protocolo do fabricante. 

Posteriormente, o DNA foi purificado com o kit OneStep™ PCR Inhibitor Removal Kit™ 

(Zymo Research, USA), conforme o protocolo do fabricante. Em seguida, a integridade 

do DNA extraído e purificado foi observada por meio de eletroforese em um gel de 

agarose 1% em gel e 1X tampão TAE e a concentração de DNA de cada amostra foi 

determinada usando o fluorímetro Qubit® e kit Qubit® dsDNA HS Assay Kit (Life 

Technologies, USA). Adicionalmente, a fim de obter mais material genômico para o 

sequenciamento metagenômico Shotgun, uma vez que as concentrações foram 

baixas, foi realizada a concentração em 20X do DNA extraído com Amicon® Ultra 0.5 

(Merck, Germany), seguindo especificações do fabricante. 
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4.5.1.2 Sequenciamento metagenômico Shotgun 

 

A obtenção dos dados metagenômicos foi realizado através da colaboração 

com a Prof. Dra. Vivian H. Pellizari, do Instituto Oceanográfico da USP.  

O sequenciamento dos 18 metagenomas (6 amostras em triplicata) foi 

realizado em plataforma Illumina HiSeq 2500, em um sistema pairend 2 x 100 pb em 

3 lanes, totalizando aproximadamente 30 milhões de reads por amostra. O 

sequenciamento foi conduzido no Laboratório Central de Tecnologias de Alto 

Desempenho em Ciências da Vida, Unicamp. 

Primeiramente, as amostras de DNA total foram amplificadas (Whole Genome 

Amplification) com o kit illustra GenomiPhi V2 DNA Amplification (GE healthcare Life 

Sciences, EUA), seguindo o protocolo do fabricante, no intuito de obter DNA suficiente 

para o envio para o sequenciamento. Aproximadamente 2 µg de DNA foram obtidos 

e purificados com beads magnéticas (AMPure XP beads). Em seguida, o DNA 

purificado foi encaminhado ao Laboratório Central de Tecnologias de Alto 

Desempenho em Ciências da Vida, da Unicamp, Campinas – Brasil, onde as 

bibliotecas foram preparadas e o sequenciamento realizado em plataforma Illumina 

Hiseq. 

 

4.5.2 Análise taxonômica 

 

 A análise taxonômica ocorreu utilizando-se de duas ferramentas distintas: a 

recuperação de genomas a partir de metagenomas, com metodologia descrita nos 

tópicos 4.5.2.1 e 4.5.2.2, e pelo servidor online MG-RAST, descrito no tópico 4.5.3.  

 

4.5.2.1 Processamento e qualidade dos reads metagenômicos da Ilha Deception 

 

Os reads obtidos através da plataforma Illumina HiSeq para a análise do 

Metagenoma foram primeiramente filtrados utilizando o software SICKLE (JOSHI; 

FASS, 2011), utilizando um mínimo de Phred score de 30. O Metagenomics RAST 

server (MG-RAST) fornece um controle de qualidade das sequências, removendo 

sequências duplicadas e seleciona sequências de acordo com sua qualidade e 
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tamanho (MEYER et al., 2008). Foram selecionados os reads com tamanho maior que 

80 pb e Phred score maior que 30. 

Estes reads selecionados dos metagenomas estão depositados no servidor 

online MG-RAST sob os códigos de acesso mgm4670271 a mgm4670288, porém, 

ainda se encontram em armazenamento privado por não terem sido publicados até o 

momento, ficando disponíveis apenas para os que possuem acesso aos 

metagenomas. 

 

4.5.2.2 Recuperação de genomas montados a partir dos metagenoma (MAGs) e 

atribuição de taxonomia 

 

Os reads filtrados das amostras da Ilha Deception foram montados utilizando a 

ferramenta MetaSPAdes (NURK et al., 2017), um montador de novo, utilizando os 

parâmetros padrão. 

Após a montagem dos reads, os bins procarióticos foram recuperados 

utilizando-se da ferramenta DAS tool (SIEBER et al., 2018), usando parâmetros 

indicados pelos desenvolvedores. Os métodos de binning usados nessa abordagem 

foram CONCOCT (ALNEBERG et al., 2014), MaxBin2 (WU et al., 2015) e MetaBAT 

(KANG et al., 2015), e posteriormente refinados no DAS tool. A avaliação da qualidade 

dos bins recuperados, incluindo a estimativa de integridade e contaminação, foi 

realizada com CheckM (função “lineage_wf”) (PARKS et al., 2015).  

Neste estudo, um bin procariótico foi definido como um MAG de acordo com a 

definição proposta por Parks et al. (2018), no qual uma pontuação do bin é calculada 

subtraindo a taxa de integridade cinco vezes a taxa de contaminação. Bins com uma 

pontuação resultante acima de 50 foram considerados MAGs. 

A taxonomia dos diferentes MAGs obtidos foi atribuída utilizando o Genome 

Taxonomy Database (GTDB), versão 0.2.2 (PARKS et al., 2018). 

 

4.5.3 Análise taxonômica e funcional dos metagenomas da Ilha Deception pelo 

servidor online MG-RAST 

 

Para os metagenomas da Ilha Deception, também foi realizado a anotação por 

meio do servidor online MG-RAST. 
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Os reads filtrados, conforme descrito previamente no tópico 4.5.2.1, foram 

anotados com a versão 3.3 do pipeline do MG-RAST. Os perfis funcionais e 

taxonômicos foram gerados através das classificações de subsistemas e 

classificações com melhor hit, por meio do SEED subsystem e M5NR (Non-redundant 

protein database) (WILKE et al., 2012) e KEGG, disponíveis no MG-RAST. 

Foi gerada uma tabela contendo a frequência de hits para cada taxa individual 

(taxonomia) ou subsistema (função) para cada Metagenoma. Os valores foram 

normalizados para abundância relativa para remover possíveis vieses quanto aos 

diferentes tamanhos dos reads e esforços de sequenciamento. Para o presente 

trabalho, para análise funcional, selecionou-se apenas os dados vinculados ao 

metabolismo de degradação de compostos aromáticos. 

  

4.5.4 Recuperação do gene rrs dos metagenomas da Ilha Deception 

 

 Objetivando a comparação entre as informações do gene rrs obtidas do cultivo 

de isolados termofílicos da Ilha Deception, foi realizado a recuperação do gene rrs dos 

18 metagenomas antárticos utilizando o software MATAM (Mapping-Assisted 

Targeted-Assembly for Metagenomics) (PERICARD et al., 2018). De acordo com os 

autores, esta ferramenta reconstrói genes marcadores filogenéticos de interesse a 

partir de sequências curtas de metagenomas Shotgun e utiliza banco de dados de 

referência para identificação taxonômica, com um limite de identidade de 95%. Para 

melhor entender as análises empregadas no software MATAM, este está 

esquematizado de forma simplificada na Figura 19.  

As sequências obtidas pelo MATAM foram reunidas e comparadas com as 

sequências de DNA depositadas no banco de dados do Silva v.132 (QUAST et al., 

2013), conforme descrito no tópico 4.2.1.1. 
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Figura 19. Visão geral do software MATAM, apresentando as principais etapas do 
pipeline (esquerda) e ilustração das etapas quando a amostra possui duas espécies 
(direita). Por meio dos reads metagenômicos provenientes do sequenciamento 
shotgun, é realizado primeiramente a identificação dos reads de rRNA SSU e é feito 
o alinhamento em até 10 sequências a partir de um banco de dados de referência em 
cluster (1). Os alinhamentos são comparados entre eles para calcular reads alinhados 
em pares (2a). Uma sobreposição com 100% de identidade entre dois reads 
corresponde a uma borda (2b) no gráfico de sobreposição dos reads (3). Utilizando 
uma pesquisa por amplitude, o gráfico de sobreposição é então simplificado em um 
gráfico compactado e subgráficos (hubs, caminhos específicos, singletons) são 
identificados (4). Os reads de cada subgráfico são montados em contigs com SGA 
(montador genômico de novo usando gráficos de strings) (5). Contigs são alinhados 
no banco de dados de referência completo (6). Contigs alinhados na mesma 
referência são utilizados para construir scaffold e apenas os com comprimento maior 
de 500 bp são retidos (7). A última etapa consiste em estimar as abundâncias ao 
remapear rRNA reads nos scaffolds, e atribuindo a esse scaffold a um táxon usando 
o classificador RDP. Fonte: Pericard et al. (2018). 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

 O tópico de resultados e discussão desta tese de doutorado está separado em 

capítulos, no qual o capítulo I foi escrito pela necessidade de um material de revisão 

para dar suporte na condução do presente trabalho. Os capítulos II, IV e V são dados 

inéditos resultantes do delineamento experimental da presente tese. 

 

• Capítulo I é um artigo de revisão aceito para publicação em 2019 na revista 

Extremophiles (IF: 2.046), intitulado “Extreme environments: A source of 

biosurfactant for biotechnological applications”. 

 

• Capítulo II é um artigo a ser submetido à revista Systematic and Applied 

Microbiology (IF: 2.808), intitulado “Polyphasic analysis reveals petroleum 

hydrocarbon degradation and biosurfactant production of non-dominant 

thermophilic bacteria from Deception Island, an Antarctic volcano”. 

 

• Capítulo III é composto por dois artigos aceitos para publicação em 2019 na 

revista Microbiology Resource Announcements, intitulados “Draft-genome 

Sequence of Geobacillus sp. strain LEMMJ02, a thermophile isolated from an 

Antarctic volcano” e “Draft-genome Sequence of Brevibacillus sp. strain 

LEMMJ03 isolated from an Antarctic volcano sediment”. 

 

• Capítulo IV é um capítulo no formato tradicional de resultados e discussão de 

dados gerados durante a presente tese, resultante da análise de metagenomas 

da Ilha Deception, Antártica. 
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Abstract 

 

The surfactant industry moves billions of dollars a year and consists of chemically 

synthesized molecules, usually derived from petroleum. Surfactant is a versatile 

molecule and widely used in different industrial areas, with emphasis on the petroleum, 

biomedical and detergent industries. Recently, interest in environmentally friendly 

surfactants that are resistant to extreme conditions has been increased because of 

consumers' appeal for sustainable products and industrial processes that often require 

these characteristics. With this context, the need arises to search for surfactants 

produced by microorganisms coming from extreme environments and to mine their 

unique biotechnological potential. The production of biosurfactant is still incipient and 

presents challenges regarding economic viability, due to the high cost of the cultivation, 

production, recovery and purification. Advances can be made by exploring the 

extremebiosphere and bioinformatics tools. This review focuses on biosurfactants 
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produced by microorganisms from different extreme environments, presenting a 

complete overview of what information is available in the literature, advances, 

challenges and future perspectives, as well as showing the possible applications of 

extreme biosurfactants. 

 

Keywords 

Extremophiles. Extreme biomolecule. Biosurfactants. Industrial applications. 

 

Introduction 

 

Extremophiles are those microorganisms that require extreme conditions to 

grow optimally, and some require more than one extreme to develop, called 

polyextremophiles (Rothschild and Mancinelli 2001). They are found in different 

environments distributed around the Earth, either with physical extremes such as 

temperature, radiation and pressure, or chemical extremes such as pH, salinity, 

desiccation and redox potential (Stan-Latter 2012). As a consequence of the extreme 

environmental conditions of these sites, the microorganisms that live there have 

developed biological adaptations, mechanisms and strategies to remain metabolically 

active (Straub et al. 2017). 

Due to this, extremophiles have great biotechnological potential and are the 

targets of constant research in the search and discovery of new bioproducts due to 

their unique characteristics that allow them to act in such environmental conditions 

(Horikoshi and Bull 2011). One of the bioproducts targeted by the industries are the 

surfactants, which are amphipathic organic molecules with tensioactive and 

emulsification action (Pacwa-Płociniczak et al. 2011) and considered one of the most 

versatile compounds within industrial processes. 

Surfactants are an important class of industrial chemicals due to their properties, 

resulting in wide use in different sectors of modern industry (Banat et al. 2010), as in 

the pharmaceutical, food, cosmetics, toxic waste cleaning industry of industrial and 

agricultural origin, also in the health area, as antimicrobial agents, immunoregulators 

and immunomodulators (Basit et al. 2018; Camargo et al. 2018), and also, in the oil 

industry (remediation, reduction of waste in the pipelines and improved recovery of oil) 

(Shibulal et al. 2017).  
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As a result of the extensive use of surfactants, the global surfactant market in 

2014 showed a turnover of US$ 29.93 billion (Grand View Research 2016). The 

surfactant market is expected to fetch US$ 44.6 billion by 2020, based on the 2014-

2020 forecast period. The major contributors to this scenario are the household 

detergent, laundry and personal care industries, because 54% of the total surfactant 

production around the world is destined for these areas (Banat et al. 2010). 

Most commercially available surfactants are chemical surfactants, which are 

derived mainly from petroleum products (Jemil et al. 2016). With rapid advances in 

biotechnology and increased environmental awareness among consumers, there has 

been a general desire to find environmentally friendly surfactants that replace 

chemically synthesized compounds (Perfumo et al. 2018), such as products of 

biological origin (Banat et al. 2014), providing a new impulse for the use of biological 

surfactants as an alternative. Biosurfactants, which are surfactants produced by 

microorganisms, offer several advantages, such as low toxicity, high biodegradability 

and produced from renewable materials (residues), shows greater surface and 

interfacial activity in low concentration, and also, by being active and stable under 

extreme conditions of temperature, pH and salinity (Vijayakumar and Saravanan 2015; 

Jemil et al. 2016). 

Although microorganisms from extreme environments have attractive 

characteristics for the biotechnological application, as well as the use of biosurfactants 

as a sustainable alternative to chemical surfactants, these present some 

disadvantages and challenges to be overcome, such as the complexity of mimicking 

extreme environments in the laboratory (Adrio and Demain 2014) and the price of the 

biosurfactant due to the costs incurred for its production, but mainly recovery from the 

culture medium and purification (Najmi et al. 2018). Even in the face of challenges, 

researchers and industries continue to explore the extremebiosphere, searching for 

bioproducts from extreme environments for application in the most diverse 

biotechnological areas that have extreme conditions. Thus, the scientific community is 

committed to advancing the challenges of the cultivation of extremophiles, the 

production and purification of the biosurfactant for marketing purposes. 

This review aims to describe the groups of extremophilic microorganisms from 

different extreme environments and their capacity to produce biosurfactant, and to 

provide a current overview about the researches in the production, identification and 
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application of biosurfactants from extremophilic microorganisms. It also aims to 

discuss, based on recent literature, the challenges, advances and direction in the 

research and future perspectives in this field, from the search, production and the 

potential application of biosurfactants in the industry. 

 

Biosurfactants and their source in extreme environments 

 

In recent years, several organisms capable of inhabiting extreme environments 

considered lethal to man and any other form of life have been discovered, and 

increasingly the limits of life are overcome (Horikoshi 2011). These organisms are 

called extremophiles and require extreme conditions for their optimal growth and 

development (Rothschild and Mancinelli 2001). They are distributed in the three 

domains of life; however, they mainly include prokaryotic organisms – Bacteria and 

Archaea, which also exhibit adaptations to some extreme environmental conditions 

(Stan-Latter 2012).  

 Seeing as they are present in extreme environments, these organisms undergo 

selective pressure, in order to handle with the constant environmental challenges 

presented to them, and develop adaptations for local survival, providing a unique 

perspective on the fundamental characteristics of biological processes, such as limits 

biochemical parameters for macromolecular stability and genetic instructions for the 

construction of macromolecules that stabilize in one or more extreme conditions. 

These organisms exhibit a broad metabolic diversity and physiological capabilities, 

unique and versatile (Rampelotto 2013; Straub et al. 2017). Due to these 

characteristics, extremophiles are considered candidates with high potential to offering 

sources for (new) bioproducts, such as enzymes, biocides, metabolisms and genes, 

as well as metabolites, which can cite biosurfactants and emulsifiers. 

Biosurfactants are a heterogeneous group of organic molecules produced as 

metabolic byproducts of microorganisms, being present on the surface of the microbial 

cell or extracellularly excreted. These are amphipathic molecules and for this reason 

are considered tensioactive agents, with the capacity to reduce surface and interfacial 

tension at the interfaces between immiscible liquids, solids and gases, allowing the two 

distinct phases to mix and interact (Banat et al. 2010). As a result of the interaction 

between the two phases surfactant’s accumulation, have the formation of micelles, 
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which are the surfactant monomer agglomerates. Micelles allow the surfactant to 

decrease interfacial and surface tension and, therefore, increase the solubility and 

bioavailability of hydrophobic organic compounds (Varjani and Upasani 2017). 

The properties of surfactants make them one of the most promising and 

versatile chemical compounds (Banat et al. 2010), since their characteristics confer 

excellent emulsification, detergency and dispersion properties (Zhong et al. 2016), 

developing an important role in different fields of application, such as bioremediation, 

biodegradation, oil recovery – which are linked to the oil industry, pharmaceuticals, 

food, cosmetics, cleaners and many other biotechnological applications (Almeida et al. 

2016). 

Biosurfactants are characterized by their varied structures, such as glycolipids, 

lipopeptides, lipoproteins, fatty acids, neutral lipids, phospholipids, polymeric 

biosurfactants and particulates (Jemil et al. 2016), which can be divided into two main 

classes based on their biochemical nature – biosurfactant and bioemulsifiers (Fig. 1). 

Compounds that have low molecular weight are called biosurfactants, such as 

lipopeptides (e.g. surfactin and fengycins), glycolipids (e.g. rhamnolipids and 

sophorolipids) and phospholipids (e.g. phosphatidylethanolamine) (Janek et al. 2013; 

França et al. 2015), and efficiently reduce surface and interfacial tension. High 

molecular weight biosurfactants, such as lipoproteins, lipopolysaccharides, proteins, 

polysaccharides and complexes of biopolymers (e.g. emulsan and alasan) are more 

effective as emulsion stabilizing agents (Lovaglio et al. 2015). 

Compared to the chemically synthesized surfactants, where the great majority 

are derived from petroleum, biosurfactants offer several advantages in emulsification, 

dispersion, foam, detergency and wetting, depending the microorganism and 

conditions used to produce the biomolecule (Gudiña et al. 2015). Additionally, present 

low toxicity, high biodegradability and high ecological compatibility and present 

potential of application in environmental protection (Yu et al. 2014), capacity to be 

synthesized from renewable raw materials, specific activity at extreme temperatures, 

pH and salinity, and are compounds that reduce the surface tension with a very low 

critical micelle concentration (Jemil et al. 2016). 

Processes linked to industrial, medical and environmental applications often 

involve exposure to extreme temperatures, pressure, ionic strength, pH and organic 

solvents, and for this, require microorganisms and metabolites that support these 
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conditions (Cameotra and Makkar 1998). The search for new biosurfactants in 

extremophiles appears to be particularly promising, since they have particular 

adaptations to increase stability in adverse environments and their microbial products 

are highly stable. Hence, there is a continuing need to isolate microorganisms capable 

of developing and being active in extreme conditions (Cameotra and Makkar 1998; 

Sarafin et al. 2014). 

 

Biosurfactants from cold environments 

 

Microorganisms from cold environments, such as glaciers, alpine regions, snow, 

deep ocean environments, the polar oceans, ice caves and permafrost (Feller 2013), 

are seen as reservoirs of biotechnological molecules such as enzymes, antibiotics and 

biosurfactants (Perfumo et al. 2018). Biosurfactants from organisms adapted to cold 

can interact with multiple physical phases – water, ice, hydrophobic compounds and 

gases – at low temperatures, free from unsustainable products and low energy impact 

in bioprocesses, but there is little information available on biosurfactants from cold-

adapted microorganisms when compared with mesophiles (Perfumo et al. 2018).  

According to Vasileva-Tonkova and Gesheva (2004) and Vollú et al. (2014), the 

ability of psychrophiles to produce biosurfactants seems to be a common feature, since 

50% of the members of microbial communities in polar soils and sediments were 

positive at the screening. Pseudomonas, Burkholderia, Sphingomonas, Rhodococcus 

and Bacillus have also been described as biosurfactant producers, which also prevail 

in cold habitats (Gesheva et al. 2010; Janek et al. 2013). 

It has also been described marine bacteria found in polar, deep and polar marine 

sediments that have been described as biosurfactant producers, belonging to the 

genera Pseudomonas, Pseudoalteromonas, Marinomonas, Halomonas, Rhodococcus 

and Cobetia (Konishi et al. 2014). In the study developed by Cai et al. (2014), which 

they screened for biosurfactant-producing bacteria isolated from different marine 

environments of the Canadian Arctic, the authors observed that species of the genus 

Rhodococcus predominated, followed by Bacillus, had the capacity to produce 

biosurfactant at 4ºC, with maximum index of emulsification of 62.5%, which it is 

considered a good result. 
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Malavenda et al. (2015) also presented the production of biosurfactants at 4ºC 

by the genera Pseudomonas, Pseudoalteromonas and Rhodococcus, as well as the 

species Idiomarina loihiensis, which were collected from Antarctic and Arctic polar 

environments. The best results were shown by isolates of Rhodococcus, with index of 

emulsification between of 60% and surface tension to 27.3 mN m-1. Yakimov et al. 

(1999, 2004) observed that the psychrophilic strains belonging to Rhodococcus and 

Sphingomonas isolated from Ross Sea, Antarctica, besides being capable of 

degrading naphthalene and biphenyl as single sources of carbon, produced 

biosurfactant at low temperatures.  

From Antarctic marine samples, Jadhav et al. (2013) described the ability of the 

isolate Oceanobacillus sp. BRI 10 in produce biosurfactant (glycolipoprotein) under low 

temperatures (4 and 15ºC) and been stable under changes of temperature (15 to 

110ºC) and pH (2.0-12.0). Additionally, did not exhibit cytotoxicity against Vero cells at 

very high concentrations up to 4000 μg mL-1 and could be used in pharmaceutical and 

cosmetic industry. 

Perfumo et al. (2018) report that one of the most highly valued biosurfactant-

producing microorganisms currently is Moesziomyces antarcticus (formerly described 

as Candida antarctica). This microorganism was originally isolated from Lake Vanda 

in the Wright Valley, Antarctica, and it is a yeast known for the production of industrially 

relevant molecules, mainly for the cosmetics area, such as mannosylerythritol lipids, a 

type of glycolipid biosurfactants (Morita et al. 2013). It was observed by Morita and 

colleagues that this biosurfactant can be produced in high yields (up to 100 g L-1) from 

the vegetable oils substrate and by intermittent feeding of the bioreactor and could be 

synthesized under moderate conditions and at temperatures subzero, showing 

antiagglomeration activity. This achieve a high ice-packing factor and makes them very 

attractive for industrial application, such as ice–water systems (ice storage, industrial 

process cooling, refrigeration, and air conditioning) (Kitamoto et al. 2001). 

Another genus of yeast widely distributed in polar and glacial environments is 

Rhodotorula, which contains several species known to be hyperproducers of 

sophorolipid biosurfactants (carbohydrate-based) (Perfumo et al. 2018). According to 

the authors, it is necessary to explore the biosynthetic potential of psychrophilic 

eukaryotes valuable to expand the collection of producing organisms with new 

extremophilic strains. 
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Biosurfactants from thermophilic environments 

 

Another extreme environment that is little sought to verify the capacity of 

biosurfactants production by the microbial community, are the thermophilic 

environments, including natural environments, such as hot springs, volcanoes and 

deserts, as well as constructed, such as effluents treatment and composting (Herbold 

et al. 2014, Lopez-Vazquez et al. 2014). The majority of the works developed aiming 

the biosurfactants production were carried out under mesophilic conditions (Sharafi et 

al. 2014) and the few studies that describe the production of biosurfactants from 

microorganisms from thermophilic environments are those isolated from oil reservoirs 

(60 to 160ºC). 

Tabatabaee et al. (2005) worked with deep oil reservoirs from the southern part 

of Iran, where temperatures ranged from 65 to 110 °C. From the 35 strains isolated 

and selected to verify the biosurfactant production, 23 had the emulsification index of 

70%; of these, 8 showed ability to reduce surface tension below 40 mN m-1 and were 

characterized as strains belonging to the genus Bacillus. 

Daryasafar et al. (2016) isolated the bacterium Bacillus licheniformis from the 

Zilaei oil reservoir in the southwest of Iran. The authors found that the strain grew 

optimally at 50 °C and under this condition, the biosurfactant produced reduced the 

surface tension from 72 to 23.8 mN m-1 and the tension interface from 36.8 to 0.93 mN 

m-1. This same species was studied by El-Sheshtawy et al. (2015) and isolated from 

Niage field, located in Western desert, Egypt. It presented a maximum emulsification 

index of 96% and showed a reduction to 36 mN m-1 when incubated for 72 hours at 45 

°C, which it is considered a good result. 

Other thermophilic environments were also explored, such as a Antarctic 

volcano, where Coronel-León et al. (2015) collected the thermophilic bacterium 

identified as Bacillus licheniformis AL 1.1, which was isolated from uncontaminated 

Kroner lake soil in Whalers Bay (Deception Island). The authors verified the strain 

produced biosurfactant that decreases water surface tension to 28.5 mN m-1 and 

achieves the critical micelle concentration of 15 mg L-1, and presented stability in a 

wide range of pH (6.0-11.0), under high temperatures (up to 120ºC) and variable salt 

concentrations (concentration of NaCl up to 20 %). Its heat resistance and capacity to 

emulsify oils indicate a possible application in cosmetics industry. 
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Zarinviarsagh et al. (2017) isolated bacteria from the hot spring Gheynarje Nir, 

located in Ardebil, Iran, and verified if they were biosurfactant producers and if the 

compound was stable against changes in pH, temperature and salinity. The authors 

reported that the strain identified as Ochrobactrum intermedium strain MZV101 

produced biosurfactant and that it was stable in the presence of alkaline condition (pH 

10.0-13.0), with the average emulsification index (E24) of 65.58% and showed a 

decrease when the pH was reduced (pH 5-6) to 31.84% of emulsification. The same 

strain had high emulsification rates at low temperatures (4 °C, E24 = 66.25%) and at 

high temperatures (60 °C, E24 = 70.41, 70-90 °C, E24 = 69.34%). 

From desert soil and hot springs water, 47 samples of thermophilic bacteria 

were isolated and 11 of them shows as potent biosurfactants producers, belonging to 

the genera Achromobacter, Bacillus, Citrobacter, Lysinibacillus, Ochrobactrum and 

Pseudomonas (Joy et al. 2017). The authors, when conducting a chemical analysis of 

the bioproduct, showed for the first time the production of glycolipids by Achromobacter 

sp. PS1, and the biosurfactant showed emulsification of 69.9% at 24 h and reduction 

of surface tension at 30.43 mN m-1. Other significant results were observed with the 

genera Ochrobactrum (GREW1) and Bacillus (SB2), where both presented as 

lipopeptide biosurfactants producers with surface tension values of 31.14 mN m-1 and 

28.16 mN m-1 and emulsification of 59.51% and 61.35%, respectively. Also, from hot 

spring, but from Tuva-Timba, Gujarat, India, under temperatures ranging from 45 to 85 

°C, Joshi et al. (2013) observed that 34 bacterial isolates produced biosurfactant under 

these conditions. 

A study by Sharafi et al. (2014) with the thermophilic bacterium Aneurinibacillus 

thermoaerophilus strain MK01, isolated from thermophilic samples of an Iran landfill, 

was conducted to verify the ability of the isolate to produce biosurfactant and to test its 

stability at different temperatures and pH. As results, the authors observed that strain 

MK01 was particularly efficient in biosurfactant production, able to synthesize up to 2 

g L-1 biosurfactant after 24 h of culture and its maximum yield of approximately 5 g L-1 

was obtained after 120 h of culture, and the biosurfactant reduced the surface tension 

of water from 72 to about 43 mN m-1, which it is not characterized by being a good 

result. Additionally, biosurfactant was stable in different temperatures (range 20 to 

90ºC) and its preliminary characterization indicated that it is a lipopeptide, being the 

first report of these species. 
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Biosurfactants from extreme pH environments 

 

The best known biosurfactant producers are neutrophilic bacteria and there are 

very few data in the literature on the production of emulsifying or surfactant 

compounds, whose optimal functioning of the microorganism occurs with extreme pH 

values (Ivanova et al. 2016), and those that report were carried out in the last few 

years. 

Elazzazy et al. (2015) worked with Virgibacillus salarius strain KSA-T isolated 

from soil near to the Red Sea in the Jeddah region, Saudi Arabia. The biosurfactant 

production tests showed that the strain exhibited maximum biosurfactant production 

when the pH was increased from 5.0 to 9.0, it was stable in temperature (30 to 100ºC), 

pH (4.0-12.0) and salinity (1-10% of NaCl), and identified with a lipopeptide nature of 

a biosurfactant. With these results, the authors suggested the potential use in the 

pharmaceutical, cosmetics and food industries and for bioremediation in marine 

environment. 

Karwowska et al. (2015) studied the biosurfactant production by 

Acidithiobacillus thiooxidans and observed that at pH 2-3, the acidophilic bacteria 

produced a biosurfactant concentration of 7.0 to 11.0 mg L-1. Another study involving 

the biosurfactant production by acidophilic bacteria was developed by Arulazhagan et 

al. (2017), which isolated the species Stenotrophomonas maltophilia strain AJH1 from 

a mining site in Saudi Arabia and observed that the isolate produced a biosurfactant 

capable of reducing surface tension at 41.1 mN m-1, which it is not an impressive result, 

and efficiently degraded polycyclic aromatic hydrocarbon (PAH) under acidic 

conditions (pH 2) at 30 °C.  

Ivanova et al. (2016) reported the biodegradation of petroleum hydrocarbons 

and the production of stable biosurfactant under acidophilic conditions by mycobacteria 

AGS10 collected at a sulfur storage site for gas processing in Astrakhan, Russia, 

where the pH was below 3.0. The biosurfactant produced by the acidophilic 

mycobacteria showed stability in a wide range of pH values (1.0–9.0), with the 

maximum of activity at pH 1.0–3.0 (31.0–31.6 mN m-1); its activity did not decrease 

significantly with heating to up to 100ºC; and NaCl content ranging from 0 to 6% did 

not have any significant effect on the biosurfactant activity. Due to these properties, 

the authors cite that the AGS10 culture should be considered as a promising subject 
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for further research into the mechanisms underlying assimilation of hydrophobic 

substrates, because it was the first known acidophilic hydrocarbon-oxidizing surfactant 

producer. 

 

Biosurfactants from saline and hypersaline environments 

 

The search of biosurfactant producers in saline and hypersaline environments 

has been increasing in the recent years (Khemili-Talbi et al. 2015). Nercessian et al. 

(2015) carried out an exploration of halophilic microorganisms producing biosurfactant, 

among other bioproducts, isolated from two salterns from Argentina. It was verified that 

the Archaea Haloarcula argentinensis, Haloarcula japonica, Haloarcula vallismortis, 

Halorubrum tebenquichense, Halobacterium salinarum, Halobacterium sp., 

Halobacterium piscisalsi and the Bacteria Salinibacter ruber and Salicola sp. were 

present on these locations and were submitted to the biosurfactant production test on 

two substrates, olive oil and xylenes. The results showed that all strains, except 

Halobacterium sp., emulsified in olive oil and xylene, and were more active than the 

positive controls SDS (1%) and Triton X-100 (1%) in olive oil. The emulsions were 

stable for up to 45 days, and when submitted to high salt concentrations, they obtained 

results superior to the positive controls. 

According to Kebbouche-Gana et al. (2009), among the five isolates of 

halobacteria isolated from salterns in Ain Salah, Algeria, the genera Halovivax and 

Haloarcula showed to produce peptidoglycolipid biosurfactants, reducing the surface 

tension of the medium below 29 mN m-1 and with high emulsion stabilization capacity 

even at high salt concentration – up to 35% NaCl, being the first time the biosurfactant 

production at such a high concentration has been reported. In this same saltern, 

Kebbouche-Gana et al. (2013) studied the biosurfactant production by the species 

Natrialba sp. strain E21, which is considered extremely halophilic. The results show 

that Natrialba sp. was able to produce biosurfactant and that it maintained its 

emulsification of 50% in 24h and reduced the surface tension of the medium to 27 mN 

m-1. 

The strain Natrialba sp. C21, halophilic archaea, was also isolated from the 

Salin Ain Salah (Algeria) and studied by Khemili-Talbi et al. (2015), in order to verify 

its ability to grow on substrate containing aromatic hydrocarbons and at a saline 
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concentration of 25% NaCl, and to produce biosurfactant under these conditions. The 

strain was able to develop under these extreme conditions and produced biosurfactant 

with an emulsification index ranging from 81.9 (pyrene) to 86.9% (olive oil), and a 

reduction in surface tension was observed up to 28.3 mN m-1, 33.2 mN m-1 and 34.8 

mN m-1 when the strain was grown in phenol, naphthalene and pyrene, respectively. 

In addition, the biosurfactant presented stability at alkaline pH (8-12) and in different 

temperatures (30-100ºC). 

Couto et al. (2015) carried out the search for the production of biosurfactants by 

spore-forming bacteria from marine and hypersaline environments of an environmental 

protection area located in Rio de Janeiro, Brazil. The authors verified that Bacillus spp. 

predominated in all samples from saline and hypersaline environment and reported for 

the first time the biosurfactant production by Bacillus asahii, B. detrensis, Fictibacillus 

barbaricus, Paenisporosarcina indica. When studying species of the genus Bacillus, 

Yakimov et al. (1997) reported the production of biosurfactant by the BAS 50 strain of 

Bacillus licheniformis, in which it was able to grow and produce a lipopeptide surfactant 

when grown on a variety of substrates at salinities with a concentration of up to 13% 

NaCl. 

Another study developed in halophilic environments of Brazil was realized by 

Silva et al. (2015) in the Trindade Island, located in the state of Espírito Santo, where 

they identified and isolated biosurfactant producers such as Bacillus subtilis and 

showed stability and reduction of surface and interfacial tension in different salt 

concentrations (up to 175 g L-1), where the best result of reduction of water surface 

was found in concentration of 100 and 150 g L-1. According to the authors, one of the 

potential applications is for in situ MEOR. 

The Kokuria marina BS-15, a halophilic strain, isolated from Indian solar salt 

work, presented biosurfactant production under hypersaline conditions, and the 

authors identified two lipid compounds with surfactant properties, Cyclopropane and 

Nonanoic acid (Sarafin et al., 2014). Donio et al. (2013) worked with the same solar 

salt and isolated three different halophilic and biosurfactant-producing strains – 

Halomonas sp. BS4, Bacillus sp. and Bacillus subtilis, with emphasis on the BS4 strain, 

which presented the best results in the biosurfactant screening and also, inhibited the 

growth of important biomedical pathogenic bacteria and fungi, suggesting the use in 

the pharmacological industry. 



76 
 

 

Biotechnological applications of extreme biosurfactants 

 

Recently, biosurfactants have gained prominence and being recognized as the 

multifunctional materials of the 21st century, contributing significantly to the 

development of biotechnology in recent years (Marchant and Banat 2012). This is 

mainly due to the numerous potential industrial applications, highlighting the 

petroleum, cosmetic, detergent, food, nanotechnology and agriculture industries, as 

well as medical, pharmaceutical and environmental industries in the areas of 

bioremediation and waste and effluent treatment. Often these industries have 

processes that involve the exposure of extreme conditions, such as temperature, 

pressure, salinity, pH, organic solvents, among others (Cameotra and Makkar 1998).  

As a result of this new biotechnology context, researchers are concentrating 

their efforts on the isolation and selection of strains from extreme environments that 

are capable of producing biosurfactant under harsh conditions (Fig. 2). The Table 1 

summarizes studies of biosurfactant-producing microorganisms that have been 

isolated from different extreme environments and the potential application suggested 

by the authors. 

 

Application in oil industry 

 

Based on the studies cited in the previous topic and as showed in the Table 1, 

it is possible to state that the search for biosurfactants from extreme environments is 

for application in the petroleum industry. The versatility of the extreme microorganisms 

and their metabolisms and products with unique characteristics, besides having the 

intrinsic capacity to mediate the transformation of complex raw materials in a wide 

range under extreme conditions, make them important sources of biosurfactant for the 

petroleum industry, mainly for microbial enhanced oil recovery (MEOR) and 

bioremediation of environments contaminated by petroleum hydrocarbons, but also for 

cleaning oil sludge in storage tanks and to facilitate a better transport of heavy oil in 

the pipeline (Assadi e Tabatabaee 2010; Sobrinho et al. 2013). 

Due to the ability to reduce surface and interfacial tension, create emulsions and 

alter hydrophilic or hydrophobic properties of the microbial surface, biosurfactants 
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strengthen the interaction between pollutants and microorganisms, increase the 

solubility and availability of the hydrophobic organic compounds, and consequently the 

removal of these pollutants (Liu et al. 2017). Biosurfactants also help microorganisms 

to overcome the high toxicity of the compound and increase remediation efficiency 

(Zhong et al. 2016). 

For the bioremediation processes occuring in extreme environments, which 

have already been widely reported cases of environmental contamination by petroleum 

hydrocarbons (Jesus et al. 2015), the biosurfactants must to be active under these 

physicochemical conditions to perform their abilities. 

Sharafi et al. (2014) performed the isolation and identification of Aneurinibacillus 

thermoaerophilus from the thermophilic environment of the landfill in India and found 

that the strain was able to produce biosurfactant under extreme conditions of salinity 

and temperature. Nitschke and Pastore (2002) observed that Bacillus licheniformis JF-

2 lipopeptide can be stable at temperatures around 75 °C for up to 140 h. In the study 

of Banat (1993), the thermotolerant species of the genus Bacillus, which was able to 

grow at temperatures up to 50 °C in medium containing petroleum hydrocarbons, 

produced biosurfactants under these conditions. 

During the exploration in oil fields there is the contamination of sea water by 

compounds of high aliphatic and aromatic content, such as benzene and toluene, 

which are difficult to remedy (Das and Chandran 2011). In the study developed by 

Elazzazy et al. (2015), the authors stated that due to the characteristics of the 

biosurfactant produced by the thermophilic strain Virgibacillus salarius in vegetable oil 

to maintain its activity of wide temperature range (30-100ºC) and hypersalinity (10% 

NaCl), the biosurfactant could be used in different biotechnological aspects, including 

bioremediation in marine environments. The same conclusion was obtained by Gomes 

et al. (2018) when they observed the degradation of petroleum hydrocarbons, such as 

hexadecane, phenol, naphthalene, phenanthrene, pyrene and benzopyrene, as the 

sole carbon source, in a high salinity environment (9% NaCl) and the production of 

biosurfactant under these conditions by the Modicisalibacter sp. MOD 31.J, 

Brevibacterium sp. MOD 23.9 and Idiomarina sp. R2A 23.10. 

Silva et al. (2015), also aiming at bioremediation in saline environments, 

obtained bacterial isolates capable of producing surfactants and remain stable and 

active in salt concentrations up to 175 g L-1, while Couto et al. (2015) found spore-
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forming bacteria capable of degrading kerosene and hexadecane and producing 

biosurfactant under hypersaline condition (20% NaCl). Knowledge about halophilic 

microorganisms capable of degrading petroleum hydrocarbons and producing 

biosurfactant will help to design better bioremediation strategies in hypersaline 

environments (Fathepure 2014). 

It has also been found bacteria that perform bioremediation of environments 

impacted by petroleum hydrocarbons under acidic conditions (Sharma et al. 2016), 

such as the acidophilic bacterium Stenotrophomonas maltophilia, which degraded 

polycyclic aromatic hydrocarbons and produced biosurfactants at pH 2 (Arulazhagan 

et al. 2017). It has also been reported by Christen et al. (2012) the biodegradation of 

phenol by the acidophilic and hyperthermophilic archaea Sulfolobus solfataricus 98/2.  

In order for biosurfactants or microorganisms producing biosurfactants to assist 

in the different strategies of oil recovery, they must be able to be active under the 

severe environmental conditions of the oil reservoir, which present high temperature, 

pressure, salinity and low levels of oxygen (Cameotra e Makkar 1998). From this 

perspective, several works are reported in the literature of extremophiles with potential 

to be used in MEOR. 

According to the study developed by Dhanarajan et al. (2017), the lipopeptide 

biosurfactant produced by Bacillus megaterium could be used in conjunction with a 

biopolymer produced by thermophilic Bacillus licheniformis for application in improved 

oil recovery. The biosurfactant obtained after the acid precipitation reduced the surface 

tension of 70.5 to 28.25 mN m-1 and the interfacial tension between lubricating oil and 

water of 18.6 to 1.5 mN m-1 at a concentration of 250 mg L-1. Additionally, the 

biosurfactant presented a lubricating oil emulsification activity of 81.66% and, added 

to the biopolymer in a concentration of 3 g L-1, 45% recovery of the oil, characterizing 

a suitable alternative to traditional recovery. 

The thermophilic strain Bacillus atrophaeus 5-2a was studied by Zhang et al. 

(2016) aiming at the production of biosurfactant and its application in MEOR and 

observed that the strain produced a potent biosurfactant with high surface activity and 

emulsification property, reducing the surface tension to 26.52 mN m-1, and exhibited 

appreciable emulsification activity against paraffin oil (E24 = 59.49%). In addition, the 

bioproduct remained stable under severe pH, temperature and salinity conditions, and 
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recovered more than 90% crude oil in the experiment on contaminated filter paper and 

sand. 

 

Application in pharmaceutical industry 

 

It has been demonstrated in some studies (Gudiña et al. 2016; Balan et al. 

2017), that biosurfactants have therapeutic applications such as antibiotics, 

antifungals, antivirals and even antitumor activities, and that make them potential 

alternatives to conventional therapeutic agents. The compounds generally exhibit anti-

adhesive and anti-biofilm activities, rendering them useful to reduce adhesion and 

colonization by pathogenic microorganisms, as well as to remove preformed biofilms. 

The medical and pharmaceutical interest in surfactants from microorganisms has 

increased in recent years, as they are selective and good in extreme conditions (Desai 

and Banat 1997; Cortes-Sanchez et al. 2013). 

The studies of Llamas et al. (2012), Donio et al. (2013), Sarafin et al. (2014) and 

Nercessian et al. (2015) showed the application of biosurfactants produced by 

halophilic microorganisms, such as members of the genus Halomonas and Haloarcula 

in the pharmaceutical and biomedicine industry. In particular, Donio et al. (2013) 

conducted a study to verify the production of biosurfactant by the strain Halomonas sp. 

BS4, isolated from a solar salt work in India, and observed the antibacterial activity of 

the biosurfactant against some human pathogens, such as Staphylococcus aureus, 

Klebsiella pneumonia, Streptococcus pyrogenes and Salmonella typhi, the latter being 

the most inhibited. The authors also tested against some species of fungi and found 

that there was a high antifungal activity against Aspergillus niger and Fusarium sp. 

Thus, they concluded by stating that the next step would be the purification of 

surfactant compounds and the application in the pharmaceutical industry for the 

manufacture of new drugs. 

 

Application in detergents industry 

 

The biosurfactants can also be used in the detergent industry, which is 

considered one of the largest consumers of biosurfactant (Banat et al. 2010). The 

detergent field requires biosurfactant with characteristics of stability at alkaline pH and 
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thermophilic temperatures, because of the washing process and performance 

(Grbavčić et al. 2011).  

Aiming this application, Zarinviarsagh et al. (2017) observed that Ochrobactrum 

intermedium strain MZV101, isolated from Gheynarje Nir hot springs Ardebil, in Iran, 

produced biosurfactant with an index of emulsification of 62.2% at 60ºC and pH 10.0, 

and positive result for drop collapse assay and oil spreading assay. Also, the 

biosurfactant remained stable under alkaline conditions of pH (5.0-13.0), presenting 

the best results at pH 10.0 to 13.0 and high temperatures of 60 to 90ºC. 

In recent years, the detergent industry have assessing the environmental impact 

of their products and new directions have been established, such as the development 

of formulations of washing products containing biosurfactants for an effective 

detergency at lower temperatures, that will help laundry practices to save energy and 

reduce the environmental impact (Perfumo et al. 2018). Low-temperature microbiology 

has recently come into the scientific spotlight for this biotechnological application. 

 

Challenges and future directions 

 

 The production of biosurfactants from extremophiles presents challenges that 

must be overcome to make production and commercialization feasible on a 

commercial scale for application in the different biotechnological aspects. Some 

limitations are the same of mesophilic microorganisms and widely discussed, such as, 

costs of biosurfactant production, productivity in large-scale, foaming production and 

product lost in the recovery and purification processes and final price of the product 

(Winterburn and Martin 2012; Banat et al. 2014). 

Specifically, for the production of biosurfactant by extremophiles, it should be 

borne in mind that although microorganisms from extreme environments have 

attractive characteristics for biotechnological applications, it is difficult to find microbial 

strains that produce high yields when grown industrial applications. Part of this is due 

to the difficulty of mimicking extreme conditions in the laboratory and allowing these 

microorganisms to synthesize the target bioproducts (Adrio and Demain 2014). This 

attempt requires a large investment of funds, energy, development and adaptation of 

the necessary cropping methods, which makes the process more expensive and not 

marketed widely due to excessive cost (Coker 2016; Krüger et al. 2018). 
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Currently, in order to overcome the challenges of extremophiles cultivation and 

to verify the capacity of biosurfactant production by cultivated and non-cultivated 

species from extreme environments (Fig. 3), we have sought the assistance of omic 

tools, such as metagenomic and metatranscriptomic analysis (Perfumo et al. 2018), 

that has allowed us to make huge leaps in understanding the remarkable complexity 

and versatility of extremophiles (Cowan et al. 2015). These technologies allow rapid 

identification of the genetic potentials, new metabolites that can also be used for the 

generation of new synthetic products and knowledge of metabolic pathways with 

optimal performance, without the necessity to cultivate the microorganism (Khan and 

Kihara 2014). 

For the mining of (new) biosurfactants in metagenomes, the total DNA is directly 

extracted from the environmental sample and sequenced, offering the opportunity to 

explore all the operons and coding-genes for biosurfactant biosynthesis presented in 

the sample (Sachdev and Cameotra 2013). According to the authors, the gene related 

to biosynthesis of bacterial surfactants lie on gene cluster of approximately 3,000–

7,000 bp. With the technological advances and the evolution of tools for data 

processing and analysis, it is possible to analyze a substantial number of genes 

encoding bioproducts that are of interest for basic and applied research and 

bioinformatics tools, such as anti-SMASH, aid in the gene mining involved in the 

synthesis of biosurfactants in these metagenomes (Aleti et al. 2015). 

Research can also be carried out based on the similarity of the metagenomic 

sequences against a gene or protein database, requiring a complete and cured 

database of information relevant to biomolecule producers, such as biosurfactants. 

With this demand, Oliveira et al. (2015) developed BioSurfDB, a database designed to 

allow the modeling of key concepts and relations in the areas of biosurfactant 

production as well as biodegradation, providing data on 3736 genes, 3430 proteins, 

1077 organisms, 58 pathways and a list of 96 cured biosurfactants, grouped by 

producing microorganisms, name and class of the surfactant. 

The existence of cured databases for producers of biosurfactants and tools for 

analysis is an answer to the necessity for functional analysis of the microbial 

community and the screening of biosurfactant producers isolated from extreme 

environments, as it will aid in the development of pipelines for the mass analysis of 

metagenomes and will allow specificity in the search for this biomolecule. 
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Recently, it has been possible to recover genomes from metagenomes (MAG) 

by binning metagenomic contigs according to their coverage and tetranucleotide 

frequency, followed by an estimation of the bin quality (Ramos-Barbero et al. 2019), 

and bioinformatic tools allows linking specific microbes to their metabolic capacities 

(Sangwan et al. 2016). The first reconstructed MAG was Leptospirillum GII and 

Ferroplasma t.II from an acidophilic biofilm from acid mine drainage (Tyson et al. 2004). 

In the same way for the metagenomic analysis, the mining of the genetic 

capacities for the production of biosurfactant can be used in the MAGs. Currently our 

group is using different pipelines to perform the recovery of microbial genomes from 

thermophilic environments (volcanoes and hot springs) distributed on the planet and 

making the functional analysis of the recovered genomes using a database of genes 

and pathways involved in the production process of biosurfactants, specially created 

for this purpose to screen for the presence of biosurfactant producers. In the future, 

this tool may allow screening for biosurfactant producers in other extreme 

environments and will assist in strengthening understanding of the metabolic 

pathways, genes and potentials of biotechnological application (manuscript in 

preparation). 

There is also metagenomic library screening that provides access to new 

bioactive molecules, such as biosurfactants, but requires the combination of adequate 

host organism with a functional expression system and an effective screening pathway 

(Gabor et al. 2007). According to Sachdev and Cameotra (2013), this functional 

metagenomic approach seems a promising technique for the biosurfactant mining. The 

first study with this approach was developed by Thies et al. (2016), using Escherichia 

coli DH10b as host for the expression of metagenomic genes encoding biosurfactants, 

which was subsequently submitted to high-throughput screening for biosurfactant, 

producing clones to identify N-acyltyrosine. It was not noticed the use of this method 

with metagenomes from extreme environments, being an opportunity to be explored. 

When the cultivation of extremophiles is possible at the laboratory using culture 

medium that mimic the conditions of the extreme environment, complete sequencing 

of the isolates’ genome can be performed, and by mining techniques described above, 

the search for genes involved in the  biosurfactant production, visualizing the pathways 

and metabolisms related. Advances in biosurfactant knowledge at the genome level 

will also significantly improve our ability to interpret metagenomic data, since functional 
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metagenomics may lead to the discovery of unknown biosurfactants and is especially 

suitable for extreme habitats (Cowan et al. 2014; Jackson et al. 2015). 

Another alternative is to use genetic engineering tools, modifying 

microorganisms of industrial importance to acquire or improve new capacities, for 

example to increase the secretion of biosurfactants and reduce costs, as it is performed 

with mesophiles (Assadi and Tabatabaee 2010; Bachmann et al. 2014). This option is 

widely used for mesophiles in order to produce enzymes and could be used for 

extremophiles to improve the production of biosurfactant. 

 The use of multi-omics for the search of (new) biosurfactants is still very recent, 

and still incipient for the search in extreme environments or in microorganisms 

presented in these environments, needing extensive future work to accelerate the 

knowledge regarding genes involved in the production of biosurfactant from 

extremophiles, create specific pipelines to recovery information, and the development 

of strategies to analyze and explore data from the extreme biosurfactants. 

 

Conclusions 

 

Extreme environments and extremophiles are characterized by being a great 

source of novel biomolecules with unique properties, but they have so far attracted 

little attention for the biosurfactant field. There is a growing interest of the industries for 

ecological, biodegradable surfactants, low toxicity and active and stable biosurfactant 

in extreme conditions, which are often imposed during industrial processes. Hence, it 

is necessary to access underexploited areas with high biotechnology importance, such 

as the search for biosurfactants of microorganisms living in extreme environments and 

their potential use in the most diverse industrial applications. 

Based on the results found on this manuscript, many studies were developed 

focused on the selection of microorganisms producing biosurfactant, preliminary 

identification of the chemical composition of the bioproduct and the suggestion of 

application by the authors. Product yields, purification, complete biosurfactant 

identification, production optimization and industrial scale-up have rarely been reported 

or are not performed. Also, there were studies in which the organism was not strictly 

identified, or the chemical methods used were not suitable for screening or 

biosurfactant classification. 
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Aspects of extreme biosurfactants related to experimental and large-scale 

approaches need to be handle with greater effort to advance further with their 

biotechnological applications. The use of renewable and low-cost substrates, 

optimization of biosurfactant productivity, improved and cheaper bioprocesses for 

bioproduction, recovery and purification, added to genetic engineering techniques and 

bioinformatics tools, are some strategies that should be further developed to the 

advancement of this emerging technology. 

Despite the notorious advances, we can conclude that the current information 

is still preliminary and fragmented in relation to the biosurfactants from extreme 

environments and extremophiles, and the discovery of new types of biosurfactants 

from organisms of extreme environments and efficient production technology will 

increase the biotechnological potential and contribute to the dissemination of 

sustainable practices. 
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FIGURES 
 
 

 
 
Fig. 1: Structural formulas of the main representatives of biosurfactant types and the 
respective biosynthesis pathways. A. Rhamnolipid structure and biosynthetic pathway 
(adapted from Soberón-Chávez 2004); B. Sophorolipid structure and biosynthetic 
pathway (adapted from Van Bogaert et al. 2011); C. Trehalolipid structure and 
biosynthetic pathway (adapted from Lang and Philp 1998); D. Surfactin and fengycin 
structure and biosynthetic pathway (adapted from Chen et al. 2009, Shaligram and 
Singhal 2010 and Mongkolthanaruk 2012). 
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Fig. 2: Different extreme environments present around the Earth, such as cold 
environments in Antarctica and Arctic, salt desert of Atacama in Chile and geothermal 
sites in New Zealand, where extremophiles can be found and to explore biosurfactants 
producers. Also, the main representative of biosurfactant in this type of environment 
and the potential uses of biosurfactants from these extremes. Source: Authors. 
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Fig. 3: Schematic representation of screening possibilities by microorganisms 
producing biosurfactants in culture-dependent and culture-independent methods. 
Source: Authors.
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TABLE 
 
Table. 1: Studies with biosurfactants produced by microorganisms isolated from extreme environments. 
 

Biosurfactant Microorganism Environment 

Extreme 
condition of 

the 
environment 

Optimal 
growth 

(temperature, 
pH, salinity)   

Range for 
growth 

(temperature, 
pH, salinity)   

Suggested 
biotechnological 

application 
Reference 

Aneurinifactin 
Aneurinibacillus 
aneurinilyticus 

SBP-11 

Gulf of Mannar, 
India 

Halophilic 37 °C, pH 8.0 n.p 
Pharmaceutical 

industries 
Balan et al. 

(2017) 

Glycolipids 
Achromobacter sp. 
PS1, Bacillus sp. 

SLDB1 

Oil reservoir, 
India 

Thermophilic 30 ºC, pH 6.5 n.p 
Bioremediation 

processes 
Joy et al. (2017) 

Lipopeptides 
Ochrobactrum sp. 
GREW1, Bacillus 

sp. SB2 

Oil reservoir, 
India 

Thermophilic 30 ºC, pH 6.5 n.p 
Bioremediation 

processes 
Joy et al. (2017) 

Unidentified 
Ochrobactrum 

intermedium strain 
MZV101 

Hot spring 
Gheynarje Nir, 
Ardebil, Iran 

Thermophilic 
70 ºC, pH 

10.0 
70-90 ºC, pH 

10.0-13.0 
Detergent 
industry 

Zarinviarsagh et 
al. (2017) 

Unidentified 
Bacillus 

licheniformis 

Zilaei oil 
reservoir, 

southwest of Iran 
Thermophilic 

37 °C, pH 7.0, 
1% of salinity 

40-70 ºC, pH 
7.0, 1-7% of 

salinity 
MEOR 

Daryasafar et al. 
(2016) 

Unidentified 
Stenotrophomonas 
maltophilia AJH1 

Mining Company, 
Saudi Arabia 

Acidophilic 30 ºC, pH 2.0 
30 ºC, pH 2.0-

5.0 

Environmental 
wastewater 
treatment 

Arulazhagan et 
al. (2017) 

Unidentified 
Mycobacteria 

AGS10 
Astrakhan, 

Russia 
Acidophilic 30 ºC, pH 2.5 n.p Unspecified 

Ivanova et al. 
(2016) 

Surfactin 

Bacillus asahii, B. 
detrensis, 

Fictibacillus 
barbaricus, 

Paenisporosarcina 
indica 

Saline and 
hypersaline 

environments, 
Rio de Janeiro, 

Brazil 

Halophilic 
32 ºC, 3.5% of 

salinity 
n.p 

MEOR and 
bioremediation 

processes 

Couto et al. 
(2015) 

Unidentified 
Haloarcula 

argentinensis, 
Haloarcula 

Colorada Grande 
and Salitral 

Halophilic 
37 °C, 25% of 

salinity 
n.p 

Pharmaceutical 
industries 

Nercessian et al. 
(2015) 
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japonica, 
Haloarcula 
vallismortis, 
Halorubrum 

tebenquichense, 
Halobacterium 

salinarum, 
Halobacterium 

piscisalsi, 
Salinibacter ruber, 

Salicola sp. 

Negro, saltern in 
Argentina 

Unidentified 
Bacillus subtilis, 

Bacillus sp. 
Trindade Island, 

Brazil 
Halophilic 

37 °C, 5% of 
salinity 

n.p 

Oil industry 
(MEOR, 

bioremediation, 
cleaning of oil 
storage tanks 

and oil transport) 

Silva et al. (2015) 

Unidentified Natrialba sp. C21 
Solar saltern, Ain 

Salah, Algeria 
Halophilic 

40 ºC, pH 7.0, 
1.25% of 
salinity 

50 ºC, pH 4.0-
12.0, 5-35% of 

salinity 

Bioremediation 
processes 

Khemili‑Talbi et 
al. (2015) 

Lipopeptide 
Bacillus 

licheniformis 

Niage field, 
Western desert, 

Egypt 
Thermophilic 30 ºC, pH 7.5 n.p MEOR 

El-Sheshtawy et 
al. (2015) 

Unidentified 
Virgibacillus 

salarius 
Red Sea, Saudi 

Arabia 

Alkalinophilic, 
Halophilic and 
Thermophilic 

30 ºC 
25-60 ºC, pH 

4.0-12.0, 1-10% 
of salinity 

Pharmaceutical, 
cosmetics and 
food industries 

and for 
bioremediation in 

marine 
environment 

Elazzazy et al. 
(2015) 

Lichenysin 
Bacillus 

licheniformis AL 1.1 
Deception Island, 

Antarctica 

Thermophilic 
and 

Psychrophilic 
30 ºC, pH 7.0 30-60 ºC 

Cosmetics 
industry 

Coronel-León et 
al. (2015) 

Glycolipids 

Rhodococcus sp., 
Pseudomonas 

sp., 
Pseudoalteromonas 

Byers Peninsula, 
South Shetlands 

Islands 
(Antarctica) and 

the Kongsfjorden, 

Psychrophilic 
4 ºC, pH 7.6, 
3% of salinity 

n.p Unspecified 
Malavenda et al. 

(2015) 
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sp. and Idiomarina 
sp. 

Svalbard Islands 
(Norwegian 

Arctic) 

Unidentified 
Bacillus sp., 

Paenibacillus sp., 
Sporocarcina sp. 

King George 
Island, Admiralty 

Bay, Antartica 
Psychrophilic 12 ºC 4-32 ºC Unspecified Vollú et al. (2014) 

Unidentified 

Alcanivorax, 
Exiguobacterium, 

Halomonas, 
Rhodococcus, 

Bacillus, 
Acinetobacter, 
Pseudomonas, 
Streptomyces 

North Atlantic 
Canada 

Psychrophilic 30 ºC n.p 
Bioremediation 

processes 
Cai et al. (2014) 

Lipopeptide 
Kocuria marina BS-

15 

Condenser pond 
of Kovalam, solar 

saltern, India 
Halophilic 

37 ºC, pH 9, 
10% of salinity 

5-10% of 
salinity 

Pharmaceutical 
industries 

Sarafin et al. 
(2014) 

Glycolipoprotein 
Oceanobacillus sp. 

BRI 10 
Antarctic coast Psychrophilic 30 ºC, pH 7.0 

15-37 ºC, pH 
5.0-9.0 

Food, 
pharmaceutical 
and cosmetics 
industry, and 

bioremediation 
processes 

Jadhav et al. 
(2013) 

Unidentified 
Haloferax volcanii 

MSNC14 

Hypersaline 
pond, Salins de 
Giraud, France 

Halophilic 
40 ºC, pH 7.5, 

22.5% of 
salinity 

n.p Unspecified 
Djeridi et al. 

(2013) 

Glycolipids, 
polymeric 

substances and 
lipopeptides 

Halomonas sp. BS4 
Solar saltern, 

Thamaraikulam, 
India 

Halophilic 
37 ºC, pH 6.0-

8.0, 8% of 
salinity 

15-45 ºC, pH 
5.0-10.0, 2-20% 

of salinity 

Pharmaceutical 
industries 

Donio et al. 
(2013) 

Glycoproteins, 
glycolipids or 
lipopeptides 

Natrialba sp. 
Solar saltern, Ain 

Salah, Algeria 
Halophilic 

40 ºC, pH 7.0, 
12.5% of 
salinity 

pH 5.0-10.0, 5-
35% of salinity 

Bioremediation 
processes 

Kebbouche-Gana 
et al. (2013) 

Ramnolipids 

Thermus aquaticus 
CCM 3488, 

Thermus sp. CCM 
2842, Meiothermus 

ruber CCM 4212 

Czech Republic Thermophilic 65 ºC n.p Unspecified 
Rezanka et al. 

(2011) 
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Pseudofactin II 
Pseudomonas 

fluorescens BD5 

Arctic 
Archipelago of 

Svalbard 
Psychrophilic 28 ºC 10-37 ºC Unspecified 

Janek et al. 
(2010) 

Unidentified 
Rhodococcus 
fascians A-3 

Wilkes Land, 
Antarctica 

Psychrophilic 
and Halophilic 

4 ºC, pH 7.0 n.p 
Bioremediation 

processes 
Gesheva et al. 

(2010) 

Peptidoglycolipid 
and 

glycoproteins 

Halovivax sp. A21 
Haloarcula sp. 

D212 

Solar saltern, Ain 
Salah, Algeria 

Halophilic 
40 ºC, pH 7.0, 
15% of salinity 

40-50 ºC, pH 
5.0-10.0, 5-35% 

of salinity 

Oil industry 
(mobilizing heavy 

crude oil, oil 
pollution control, 

cleaning oil 
sludge from oil 

storage facilities, 
oil/sand 

bioremediation 
and MEOR) 

Kebbouche-Gana 
et al. (2009) 

Glycolipid 
Pantoea sp. strain 

A-13 

Dewart Island 
(Frazier Islands), 

Antarctica 
Psychrophilic 25º C 4-28 ºC Unspecified 

Vasileva-Tonkova 
et al. (2007) 

Unidentified 
Unidentified 

bacterial isolates 
Czechowice Oil 
Refinery, Poland 

Thermophilic 65º C 37-100 ºC 
MEOR and oil 
tank cleanups 

Plaza et al. 
(2006) 

Glycolipid 
Halomonas sp. 

ANT-3b 
Ross Sea, 
Antarctica 

Psychrophilic 
and Halophilic 

15 ºC 4-30 ºC Unspecified Pepi et al. (2005) 

Unidentified 
Unidentified 

bacterial isolates 
Oil reservoirs, 
west of Iran 

Thermophilic 30 ºC, pH 7.2 n.p 
MEOR and 

bioremediation 
processes 

Tabatabaee et al. 
(2005) 

Lipopeptides: 
bacillomycin L, 
plipastatin, and 

surfactin 

Bacillus subtilis 
BBK-1 

Salty soils, sands, 
seawater, 
Thailand 

Halophilic 
30 ºC, pH 7.5, 
5% of salinity 

n.p Unspecified 
Roongsawang et 

al. (2002) 

Trehalose lipids 
Rhodococcus sp. 

GA-05 

Terra Nova Bay, 
Ross Sea, 
Antarctica 

Psychrophilic 
and Halophilic 

30 ºC n.p 
Bioremediation 

processes 
Yakimov et al. 

(1999) 

Lipopeptide 
Bacillus 

licheniformis BAS 
50 

Oil reservoirs, 
Germany 

Thermophilic 
and Halophilic 

50 ºC n.p MEOR 
Yakimov et al. 

(1997) 

 
n.p = not provided. 
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Abstract 

Polar volcanoes harbor unique conditions of extreme temperature gradients capable 

of selecting different types of extremophiles. Deception Island is a marine 

stratovolcano located at Maritime Antarctica that is notable for its pronounced 

temperature gradients over very short distances, reaching values up to 100ºC in the 

fumaroles, and subzero temperatures next to the glaciers. Due to these characteristics, 

Deception Island is an interesting source for a variety of bioproducts to apply in 

different biotechnological areas, such as, oil industry. In this study, we aimed to isolate 

thermophilic bacteria from sediments associated to fumaroles from two geothermal 

sites in Deception Island, comprising temperatures between 50 and 100ºC. Further, 
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we evaluated the capacity of such isolates to degrade petroleum hydrocarbons and 

produce biosurfactants under thermophilic conditions. After incubation at 55ºC for 48 

h and 3 purification steps, 159 thermophilic bacterial strains were isolated, and their 

genus was identified based on their 16S rRNA gene sequence. The isolates were 

mainly affiliated to Geobacillus, Anoxybacillus and Brevibacillus within the Firmicutes 

phylum. Eighty-one of our isolates grew in medium culture supplemented with crude 

oil as only carbon source and 25 showed the higher degradation results in plate. From 

50 strains tested for biosurfactant production, 14 showed the best results in the 

screening, presenting emulsification index of 50% or more in one of the petroleum 

hydrocarbons sources (crude oil and diesel) and emulsification stability at 100ºC. Also, 

these strains showed positive results in drop-collapse, oil spreading and hemolytic 

activity. Of these, four isolates also showed the ability to degrade crude oil; 

respectively, FB2_38 (Atopococcus), FB3_54 (Geobacillus), FB4_88 (Geobacillus) 

and WB1_122 (Anoxybacillus). To determine if our isolates belong to the dominant 

bacteria from the sites where they were collected, we reconstructed the 16S rRNA 

gene from metagenomes recovered from the same sites in Deception Island. This 

analysis indicated that our isolates do not belong to the dominant fraction of the 

community. Our data suggest that thermophilic bacteria from the Antarctic polar 

volcano have the potential for application in the petroleum industry, for a possible 

extreme environment bioremediation approach and for microbial enhanced oil recovery 

(MEOR) in reservoir.  

 

1 Introduction 

 

Antarctica is characterized by being a mosaic of extreme ecosystem. These 

ecosystems are predominantly cold. However, Antarctica harbors four active 

volcanoes, three located in continental sites (Mount Erebus, Mount Melbourne, Mount 

Rittmann) and one in maritime Antarctica (Deception Island) (Herbold et al. 2014). 

These are unique volcano habitats, in particular Deception Island, a stratovolcano with 

fumarolic emissions, thermal springs and hot soils that can reach temperatures to 

110ºCand it is under marine influence (Caselli et al. 2004). These characteristics 

provide the ideal conditions and opportunities to select a versatile and extremely 

diverse community of thermophilic microorganisms. 

The microbial diversity of Deception Island has been studied over the last 

decades. Previous studies on bacterial cultivation indicate the presence thermophilic 

bacteria belonging to Geobacillus, Bacillus, Brevibacillus and Thermus genera (Muñoz 

et al. 2011; Bendia et al. 2018a). Through the development of DNA sequencing 
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technologies, several extremophiles-related sequences (psychrophiles, thermophiles 

and hyperthermophiles) were evaluated using metagenomic analysis and 16S rRNA 

gene amplicon sequencing. Bendia et al. (2018b) identified the prevalence of the 

phylum Proteobacteria (43,75%), followed by Bacteroidetes (17,11%) among 

environmental gradients in Deception Island (Bendia et al. 2018b). Phylum Firmicutes 

was represented with a relative abundance of 0,38%.  

Metagenomic approaches, in which the total DNA is completely sequenced 

(Kunin et al. 2008), have been used to investigate microbial communities and their 

functions in different extreme environments, such as thermal pools (Wilkins et al. 

2019), desert biological soil cruts (Nunes da Rocha et al. 2015), permafrost (Woodcroft 

et al. 2018) and Antarctic mat and soil (Zaikova et al. 2019). Near-complete genomes 

have been assembled from shotgun-sequenced metagenomes of these environments. 

Though, it has been difficult to assemble genomes for populations below 1% relative 

abundance using current metagenome sequencing and assembly approaches 

(Albertsen et al. 2013). Using these approaches, only genomes of the dominant taxa 

are recovered from a low complexity microbial community (Tyson et al. 2004). 

Despite the advent of omics analysis, cultivation studies are still relevant to 

assess the physiological properties of bacterial cells and to estimate limits of detection 

of independent-culture methods (Prakash et al. 2013; Nunes da Rocha et al. 2015). In 

addition, it allows us to understand their survival strategies, metabolic adaptations and 

to explore them as potential candidates to apply in different areas of biotechnology 

(Satyanarayana et al. 2013).  

Bacterial thermophiles are a source of different kinds of bioproducts. However, 

to date only a few studies attempted to isolate thermophilic microorganisms from 

Deception Island, Antarctica, to assess their potential use in industrial processes. Two 

studies were developed by Muñoz et al. (2013, 2015) and had the objective of exploring 

the production of lipases from previously cultivated bacterial isolates belonging to the 

genus Geobacillus, Bacillus, Brevibacillus and Thermus. It has also been partially 

characterized a thermophilic microorganism identified as Bacillus gelatini, which 

showed a stable glutamate dehydrogenase activity in high temperature (Flores et al. 

2018). Márquez and Blamey (2019) isolated a new thermophile identified as 

Albidovulum sp. SLM16 presenting aminetransaminase activity.  
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The discovery and study of new microorganisms from this extreme continent, 

particularly thermophiles, is important not only for the contribution to the knowledge of 

microbial biodiversity but also as a source of novel biocompounds with potential use in 

industrial, medical and commercial applications (Perfumo et al., 2018). Due to their 

thermal and chemical stability as well as structural and molecular modifications, 

thermophiles can be used for processes that require high temperatures, e.g. 

bioenergy, bioconversion, pharmaceutical, medical, detergent, agriculture and oil 

industry (Rampelotto, 2016; Straub et al. 2017). 

In oil industry, thermophiles have been received increasing attention for two 

main applications: microbial enhanced oil recovery (MEOR), a tertiary oil recovery 

technique (Marchant and Banat 2012), and bioremediation of extreme environments 

contaminated by crude oil and its derivatives (Sobrinho et al. 2013). For bioremediation 

strategies, it is necessary to know the structure and diversity of the microbial 

community present in the contaminated site capable of degrading petroleum 

hydrocarbons, because the effectiveness of bioremediation will depend on the 

functionality of indigenous microorganisms in degrading the oil compounds. Also, in 

produce substances that aid in these processes, such as biosurfactants – amphipathic 

organic molecules with tensioactive and emulsification action (Pacwa-Płociniczak et 

al. 2011).  

Extreme biosurfactants (e.g. biosurfactant from thermophiles) can be potentially 

applied in MEOR, due to the ability to be an active and stable molecule in high 

temperature, as founded in oil reservoirs (Cameotra and Makkar 1998). Thus, there is 

a need to bioprospect more hostile environments, especially geothermal environments 

with high temperatures, similar to the oil reservoir, which may reveal microorganisms 

to be harnessed in MEOR. 

Here, we hypothesize that bacteria isolated from thermophilic Antarctic 

sediments contain as-yet-undescribed and biotechnologically relevant metabolic 

capacities, such as for oil degradation and biosurfactant production that are screenable 

in tests and reveal insights for potential application in oil industry. To test this 

hypothesis, this study aimed to isolate thermophilic bacteria from sediments 

associated to fumaroles from two geothermal sites in Deception Island, comprising 

temperatures between 50 and 100 ºC with the purpose to evaluate their capacity to 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC6385771/#B136
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degrade petroleum hydrocarbons and produce biosurfactants/bioemulsifiers under 

thermophilic conditions. Finally, we relate the phylogenetic relationship of the isolates 

recovered in this study to those of the reconstructed SSU rRNA gene sequences from 

metagenomes of the same sampling site, to determine what fraction of the bacterial 

diversity was recovered by isolation using simple modifications to existing cultivation 

methods. 

 

2 Material and methods 

 

2.1 Study site and sampling strategy 

 

Sampling was performed during the XXXIV Brazilian Antarctic Expedition 

(December 2015–January 2016) in Deception Island volcano, Antarctica, at the 

geothermally active sites of Whalers Bay (WB) (-62.979611, -60.555778) and 

Fumarole Bay (FB) (-62.967417, -60.710111) (Fig. 1a, 1b). In Whalers Bay, samples 

were collected in fumaroles with temperatures of 50°C (WB1) and 60°C (WB2) (Fig. 

1c). In Fumarole Bay, we collected samples in fumaroles with temperatures of 55ºC 

(FB1), 70ºC (FB2), 80ºC (FB3), and 100ºC (FB4) (Fig. 1d). Distances between the 

fumaroles were less than 2 m. Whalers Bay and Fumarole Bay transects were 

approximately 10 km apart. All fumaroles were in the intertidal zone, with exception of 

fumarole with 80°C from Fumarole Bay (FB3), which was in the subtidal zone 

(submerged at 50 cm depth in the water column). 

Approximately 500 g of sediment were collected from each sampling point, from 

0 to 5 cm depth. The samples were placed in sterile plastic bags and immediately 

transferred to the laboratory, where they were stored at 4ºC until arrival at the Federal 

University of Rio de Janeiro, Brazil, in April 2016. 

 

2.2 Isolation of thermophiles from environmental samples 

 

Summary of the experimental design is available from the Supplementary 

Figure 1. To isolate thermophiles from the fumaroles in Deception Island, we 

inoculated the samples in six different culture media at 55ºC growth temperature. First, 
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sediment samples were homogenized, and 10 g were added to 90 mL of saline solution 

(0.85%) with glass beads and agitated for 2 h. Serial tenfold dilutions (10-1-10-3) were 

prepared in the same diluent and triplicates (0.1 mL of each dilution) were spread six 

different culture agars. The different media used for isolation were lysogeny agar 

(Bertani 1951), marine agar (Zobell 1941), glycose yeast malt (Mendez et al. 1985), 

DSMZ 260 medium (DSMZ GmbH), calcium phytate medium (Richardson et al. 2001) 

and NBRIP (National Botanical Research Institute's Phosphate) medium (Nautyal 

1999). Plates were incubated at 55ºC for 48h. 

After incubation, we randomly selected three colonies of each culture for 

isolation procedure. A total of 159 colonies were successfully isolated after purification 

and then selected for subsequent molecular analyses. The pure strains were stored at 

-80°C with 20% vv-1 of glycerol and deposited in the Antarctic Culture Collection of 

Microbial Molecular Ecology Laboratory, in Federal University of Rio de Janeiro. 

 

2.3 DNA extraction, 16S rRNA gene sequence analysis and taxonomic 

identification 

 

Samples were cultured in lysogeny broth for 48 h, at 55ºC and constant shaking. 

Bacterial genomic DNA was extracted using the Wizard® Genomic DNA Purification 

Kit (Promega, USA) in accordance with the manufacturer’s instructions. Isolates were 

taxonomically identified based on their 16S rRNA gene sequence. A 1450-bp long 

fragment of the bacterial 16S rRNA gene was amplified using primers 27F (5’-AGA-

GTT-TGA-TCM-TGG-CTC-AG-3’) and 1492R (5’-TAC-GGY-TAC-CTT-GTT-ACG-

ACT-T-3’) (Lane, 1991). The PCR reaction consisted of 10 pM of each primer, 10 ng 

of DNA, Bovine serum albumin (1:20), 2x MyTaq® reagent containing buffer Taq 

polymerase, dNTPs and MgCl2 (Bioline, USA) in a final volume of 25 µL. The 

amplification was performed in a thermocycler with an initial denaturation at 95°C for 3 

min, followed by 25 cycles at 95ºC for 30 sec, 55ºC for 30 sec and 72ºC for 30 sec, 

and a final extension at 72ºC for 5 min. PCR products were purified using the 

SureClean Plus reagent (Bioline, USA). DNA amount of purified amplicons were 

quantitated with Qubit 4.0 with the Qubit® dsDNA HS Assay Kit (Life Technologies, 

USA) and examined by electrophoresis on 1.5% agarose gels. Approximately 25 ng of 
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each amplicons were sent for sequencing using Sanger’s chain termination technique 

(Eurofins, Göttingen, Germany) (Sanger et al. 1977). 

Sequences were quality trimmed, primer sequences were clipped and contigs 

were produced by merging overlaps from both, the forward and reverse sequence, 

using Geneious Prime®. All sequences were deposited in National Center for 

Biotechnology Information Sequence Read Archives under Bioproject number 

PRJNA554144. 

 

2.4 Metagenome sequencing 

 

The DNA used to perform the metagenomic sequencing was extracted from 

samples collected in the same area as was used for bacterial isolation. DNA extraction 

was performed using PowerMax Soil™ DNA (MoBio, USA), following the 

manufacturer’s protocol. The extracted DNA was concentrated and purified using 

OneStep™ PCR Inhibitor Removal Kit™ (Zymo Research, USA), and further quantified 

using Qubit dsDNA HS Assay (Thermo-Fisher Scientific, United States) and Qubit 

Fluorimeter 1.0 (Thermo-Fisher Scientific, United States). Approximately 2 µg of DNA 

were obtained after amplification using Illustra™ GenomiPhi V2 DNA Amplification Kit 

(GE Health Life Sciences, USA). DNA was purified using the AMPure XP beads kit 

(Beckman Coulter, USA) and sent to Central Laboratory of High-Performance 

Technologies in Life Sciences, Unicamp, Brazil, where the libraries were prepared 

sequenced on an Illumina HiSeq 2500 platform on three lanes using 2 x 100 bp paired-

ends. 

Reads were quality-checked using SICKLE software (Joshi and Fass 2011) with 

a minimum Phred score of 30. Metagenomics RAST server (MG-RAST) provides a 

sequence quality control by removing duplicate sequences and selecting sequences 

larger than 80 bp and Phred score greater than 30 for analysis (Meyer et al. 2008). All 

the metagenomic sequences were deposited in the MG-RAST server under accession 

numbers mgm4670271-mgm4670288. 
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2.5 Reconstruction of SSU of rRNA genes from metagenome reads and 

comparisons of SSU rRNA genes from isolates  

 

Near-full-length SSU rRNA sequences were reconstructed from metagenomes 

sequences with MATAM (Mapping-Assisted Targeted-Assembly for Metagenomics) 

(Pericard et al. 2018). Paired-end reads where both reads were at least 60 nucleotides 

in length after trimming were used as inputs. The reads were mapped to the release 

132 of the Silva SSU Ref NR database (Quast et al. 2013), clustered at 97% similarity, 

using the tool SortMeRNA (Kopylova et al. 2012). To the SILVA database v.132, we 

added the SSU rRNA gene sequences of the isolates cultivated in this study. Chimeric 

sequences were removed by UCHIME algorithm (Edgar et al. 2011) implemented in 

VSEARCH (Rognes et al. 2016) and querying the Silva 132 SSU Ref database. 

We attempted to determine the bacterial fraction of the metagenomes that were 

also recovered by cultivation. For that, we clustered sequences with more than 97% 

similarity here defined as the same Operation Taxonomic Unit (OTU). To determine 

which sequences were more than 97% similar, we used the tool UCLUST from the 

USEARCH package (Edgar 2010) where we clustered the SSU rRNA gene sequences 

of all isolates with those of the SSU rRNA genes reconstructed from metagenomes. 

Briefly, the fasta files containing the sequences of all isolates were concatenated into 

the fasta files containing the ribosomal sequences reconstructed by MATAM. 

Sequences were then sorted by length prior to OTU clustering using UCLUST.  

The fractional abundance of the microbial diversity in the metagenomes that 

also was represented in our isolate pool was denoted as the sum of the relative 

normalized abundance of the different reconstructed OTUs that were more than 97% 

similar to the SSU rRNA genes of isolates. The isolate with the longest sequence was 

chosen as cluster representative when comparing isolates and metagenomes.  

As MATAM reconstructed SSU rRNA genes are hypothetical sequences, they 

were not submitted to a public database. 
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2.6 Screening for oil-degrading thermophilic bacteria 

 

We randomly selected 100 isolates previously taxonomically identified through 

16S rRNA gene sequencing to test their capacity to degrade petroleum hydrocarbons 

to use as a carbon source. We reactivated the strains in LB broth medium at 55ºC for 

48 h in constant agitation, and then, a total volume of 100 μL of each culture was 

transferred to plates containing solid Bushnell-Haas (BH) medium medium (0.02 g L-1 

CaCl2 x 2 H2O, 0.2 g L-1 MgSO4 x 7 H2O, 1 g L-1 K2HPO4, 1 g L-1 KH2PO4, 1 g L-1 

NH4NO3, 0.05 g L-1 FeCl3 x 2 H2O, 1 g L-1 agar) supplemented with 2% of crude oil 

(Atlas, 1995). Isolates that showed growth on plate with BH supplemented with oil were 

enriched in BH broth supplemented with yeast extract (2%) at 55ºC for 48 h and 

submitted to the oil drop test in well-plate, as described by Youssef et al. (2004) – a 

qualitive test of degradation (Supplementary Figure 1).  

Briefly, the cells were centrifuged and resuspended in saline solution (0.85%) 

to remove any remaining carbon source remnants in the medium. Cells were 

resuspended in 5 mL of saline and inoculated into wells of 24 well-plates, where in 

each well 2 mL of BH broth medium were deposited, 20 μL of crude oil and 160 μL 

bacterial suspension of each isolate. All inoculations were performed in triplicates, 

including negative control (BH broth with oil and without inoculation) and positive 

control (Geobacillus sp.), and incubated at 55ºC, with observation for up to 21 days. 

Results were considered positive when the oil aspect changed in visual comparison 

with the controls. 

 

2.7 Screening for biosurfactant production 

 

In order to verify the capacity for biosurfactant production by thermophilic oil-

degrading bacteria, 50 isolates were randomly selected based on the positive results 

of oil-degraders. Bacteria were grown aerobically in 250 mL Erlenmeyer flask with 100 

mL of BH broth supplemented with 2% yeast extract and were maintained at a shaker 

at 55ºC for 7 days with constant shaking (165 rpm) (Mani et al. 2016). After incubation, 

the bacterial culture from each flask was centrifuged for 15 minutes at 13,000xg and 
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the cell-free culture supernatant was used for the screening assays. All the screening 

experiments were performed in triplicates and the mean values were used as results. 

 

2.7.1 Drop-collapse test 

 

The drop-collapse test followed the protocol proposed by Jain et al. (1991). One 

crude oil drop was pippeted on a glass slide and 10 μL of the bacterial culture 

supernatant was added onto the oil surface. The same was performed for the controls 

(SDS 1% as positive control and distilled water as negative control). When the oil drop 

became flat 1 min after adding of the supernatant, the result was taken as to be 

positive, otherwise, it was scored as negative. 

 

2.7.2 Oil spreading assay 

 

This assay was performed as described by Morikawa et al. (2000). Briefly, an 

aliquot of 10 μL of oil was added to a Petri dish containing 40 mL of distilled water, 

forming a thin layer of oil. Then, an aliquot of 10 μL of the supernatant from each isolate 

and positive and negative controls (as mentioned in 2.7.1) were added to the center of 

the oil layer. The diameter of the clear zone on the oil surface was measured and 

compared with those on the negative and positive controls. 

 

2.7.3 Hemolysis test 

 

The hemolysis test was carried out as described by Mulligan et al. (1984), where 

10 μL of the supernatant culture and controls (as mentioned in 2.7.1) were inoculated 

as spots on Petry dish containing blood agar medium (5% defibrillated sheep's blood - 

Laborclin®). The plates were incubated for 48 h at 55°C and after the incubation 

period, in the presence of a clear halo (hemolysis zone), the result was considered 

positive for biosurfactant production. 
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2.7.4 Emulsification assay 

 

The emulsification assay was performed according to Cooper and Goldenberg 

(1987), using crude oil and diesel. Cell-free culture broth (200 μL) was transferred to a 

glass tube containing 600 μL of distilled water and 1.2 mL of crude oil or diesel. The 

supernatant-water-oil mixture was shaken for 2 min in vortex and the results were 

analyzed after 24 h, applying the emulsification index (EI) calculation: EI (%) = (height 

of the emulsion layer / total height) x 100. The same procedure was performed with 

the controls.  

The resistance and stability of the biosurfactant against heat were evaluated by 

heating the supernatant at 100 ºC for 15 minutes (Couto et al. 2015) and submitted to 

the emulsification assay with crude oil and diesel. 

 

3 Results 

 

3.1 Thermophiles isolated from Deception Island and molecular identification 

 

 We attempted to purify 245 thermophilic bacterial strains growing at 55ºC from 

all media. From those, 159 were successfully purified to single colonies, isolated from 

two geothermal environments of Deception Island, 38 strains from Whalers Bay and 

121 strains from Fumarole Bay. The largest number of strains (60 isolates) were 

recovered from FB4, a Fumarole Bay’s sample, where the environmental temperature 

was 100ºC (Supplementary Table 1). 

 Firmicutes were the only one bacterial phylum that the sequences of the 16S 

rRNA gene of 159 isolates were affiliated. The majority of isolates was assigned to the 

genus Geobacillus (36.5%, 58 isolates), followed by Brevibacillus (17%, 27 isolates), 

Anoxybacillus (23.3%, 37 isolates) and Unclassified (22.6%, 36 isolates), and only 1 

strain of the genus Atopococcus, isolated from FB2 (70ºC). Geobacillus-related 

isolates could be found in every collection site and were predominant in the fumaroles 

hotter than 80ºC. However, Brevibacillus was not isolated from FB3 (80ºC), but it was 

representative in samples from Whalers Bay (Fig. 2). 
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3.2 Representation of isolates within the thermophilic bacterial community: 

Comparison between isolates and metagenomes 

 

To determine what fraction of the total phylotype diversity (OTUs weighted by 

relative abundance in the community) in our metagenomes was recovered as isolates, 

we determined the overlap between isolate sequences and OTUs derived from 

metagenome sequences. It was recovery 52 rRNA 16S from the metagenomes and 

was observed two representants of phylum Firmicutes (genera Sporosarcina and 

Murdochiella) (Fig. 3) and no matches with the genera isolated from the sediment. This 

result indicate that the isolates cultivated are not dominant in the samples and the 

cultivation methods used, selected a specific part of the bacterial community. 

 

3.3 Screening of oil-degrading bacteria and biosurfactant producers 

 

A large fraction of our thermophilic isolates from Antarctica showed potential to 

degrade crude oil and to use it as a carbon source. Of the 100 thermophilic strains 

tested, a total of 81 isolates grew in culture medium containing oil as the only carbon 

source, showing potential for the degradation of petroleum hydrocarbons (Tab. 1). The 

81 isolates were submitted to the drop test, in which 31 showed good degradation 

results when compared visually with the controls. From them, nine strains showed the 

best results, seven of them were identified as Geobacillus from Fumarole Bay 

(FB3_47, FB3_50, FB3_54, FB4_79, FB4_85, FB4_88, FB4_93), one isolate was 

identified as Atopococcus from Fumarole Bay (FB2_38) and one isolate belonged to 

Anoxybacillus genus, from Whalers Bay (WB1_122) (Fig. 4a). 

 For the screening of biosurfactant production, 50 isolates capable of degrading 

oil were tested by different methodologies (Tab. 2). Emulsification tests were 

performed using crude oil and diesel. Sixty six percent of the thermophilic isolates (33 

out of 50) were able to emulsify at least one of the hydrocarbons used. Emulsion values 

(%) of the strains using crude oil were mainly higher than those obtained with diesel, 

except for the FB4_89 strain (Geobacillus), that showed higher emulsification index in 

diesel (EI=56% in diesel and 35% in crude oil). In total, 24 of the 50 isolated 

thermophilic bacterial strains presented and IE% higher than 30%, being 21 from 
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Fumarole Bay and 3 from Whalers Bay. The great majority of strains presenting EI% 

higher than 30% belonged to the genus Geobacillus, and most of them from the 

Fumarole Bay environment, 12 isolates from a total of 13, followed by Anoxybacillus 

with 8 isolates (2 from Whalers Bay). Strains belonging to other genera were found 

only in Fumarole Bay, one Atopococcus strain and one unclassified strain (Fig. 4b). 

 Biosurfactant producing isolates that showed emulsification higher than 30% in 

the E24 assay were also tested for emulsification stability at high temperature (100ºC). 

For this analysis, 24 samples were tested in tubes containing crude oil and diesel. 

Emulsion values (%) of strains using crude oil were usually higher than those obtained 

with diesel at 100°C. Biosurfactant stability in crude oil presented better results (Fig. 

4b) in strains isolated from sediments of geothermal environments with higher 

temperatures (FB3 and FB4), with a decrease in emulsification index in strains isolated 

from other sampled environments of this study. For the biosurfactant stability in diesel 

at 100ºC, the results were similar or higher to those found at room temperature, 

indicating a higher emulsifying activity at high temperatures, however, it was not higher 

than observed for crude oil. Promising results for crude oil and diesel emulsification at 

room temperature and high temperature (100ºC) were obtained from strains FB2_38, 

FB4_88, FB4_89, FB4_81, FB4_119 and WB2_153 (Tab. 2). 

 All strains that did not show emulsification activity also presented negative 

results in drop- collapse, oil spreading and hemolytic activity tests. From the 50 

thermophilic strains analyzed, 62% were positive for oil spreading assay and 40% 

positive for drop-collapse test. For hemolytic activity, 42% of the isolates showed 

positive results in blood agar plates, with Geobacillus being the genus that 

predominantly presented hemolytic activity (n = 12) (Tab. 2). 

 In total, 14 thermophilic isolates showed the best results in the search for 

biosurfactant producers, with IE of at least 50% in one of the petroleum hydrocarbon 

source, positive results in the other methodologies applied and high temperature 

emulsification stability, corresponding to the isolated strains of Fumarole Bay (n = 11): 

FB2_36, FB2_38, FB2_49, FB3_54, FB4_67, FB4_68, FB4_88, FB4_91, FB4_101, 

FB4_105, FB4_119, and Whalers Bay (n=3): WB1_122, WB1_128 and WB2_153. Of 

these, 4 isolates also showed the ability to degrade crude oil: FB2_38, FB3_54, 
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FB4_88 and WB1_122, identified as belonging to the genera Atopococcus, 

Geobacillus, Geobacillus and Anoxybacillus, respectively. 

 

4 Discussion 

 

Here, we report the first attempt to assess the cultivated thermophilic bacteria 

from Deception Island volcano with capacity to degrade petroleum hydrocarbon and 

produce biosurfactant under thermophilic conditions. To this end, we isolated 159 

bacteria from two geothermal sites using different culture media, and based on the 

phylogenetic analysis, all isolates were affiliated to Firmicutes. The bacterial phylum 

Firmicutes contains members with different morphological and physiological 

characteristics, and the formation of heat-resistant endospores is a specific property of 

Firmicutes, which makes them able to inhabit extreme environments, such as Antarctic 

volcano. 

Partial sequencing of the 16S rRNA gene revealed that the 159 cultured 

thermophilic isolates belong mainly to the genera Geobacillus, Brevibacillus and 

Anoxybacillus. These groups have been previously described in sediments associated 

with fumaroles from Deception Island (Llarch et al. 1997; Muñoz et al. 2011), as well 

as in glaciers present in these locations (Bendia et al. 2018a). Additionally, several 

species of Bacillus, Alicyclobacillus, Brevibacillus, Aneurinibacillus and Anoxybacillus 

have been isolated from other geothermal environments in Antarctica (Bargagli et al. 

2004). We also isolated an Atopococcus strain, grown under aerobic conditions and 

Marine agar culture medium from the Fumarole Bay sediment, where the ambient 

temperature was 70ºC. The genus Atopococcus has only one known species, 

Atopococcus tabaci, which is aerobic, halotolerant and non-spore (Collins et al. 2005). 

Also, it was observed in the present study that 22% of the isolates could not be affiliated 

to a known taxon (unclassified), suggesting that they may possibly be novel species, 

and an effort should be made to further describe and classify new and poorly 

characterized bacteria into appropriate taxa. 

We tested the isolates for their ability to degrade crude oil to use as a carbon 

source, and over 50% of the isolates were able to grow in oil under thermophilic 

condition. Firmicutes also exhibit petroleum hydrocarbon degrading bacterial groups 



 

  

 

113 
 
 

and have been widely observed in abundance in oil-contaminated environments 

(Beazley et al. 2012; Engel et al. 2017). Species found among the isolates from 

Deception sediments are also well known as to be capable of degrading petroleum 

hydrocarbons. The genus Geobacillus is widely distributed in different environments, 

especially at high temperatures, such as geothermal environments and oil reservoirs. 

Many species of the genus Geobacillus have recently been described as degraders of 

different hydrocarbons and may use a wide variety of hydrocarbons, especially crude 

oil, kerosene and phenanthrene (Marchant and Banat 2010). Bacterial strains of 

Brevibacillus and Anoxybacillus have also been identified as hydrocarbon degraders 

under thermophilic condition (Xia et al. 2015), such as Brevibacillus sp. PDM-3 that 

degraded phenanthrene as a carbon source (Reddy et al. 2010). 

We also tested the ability of thermophilic bacterial isolates to produce 

biosurfactant. These amphipathic molecules from extreme environments are 

increasingly being investigated for potential application in bioremediation and MEOR 

processes, as they are sustainable alternatives to chemical surfactants and exhibit 

activity and stability under extreme conditions (Darvishi et al. 2011). The results 

showed that 14 of the 50 strains tested were considered biosurfactant producers, 

presenting good emulsification property (IE> 50%) of crude oil and diesel. Good 

emulsification is essential for biosurfactants to be considered promising for 

environmental and industrial applications (Banat et al. 2000). In addition, other 

properties of biosurfactants, such as oil drop-collapse and oil spreading, and hemolytic 

activity, were tested. As previously observed by Couto et al. (2015), a close relationship 

was not observed in these tests, in which strains that presented emulsification ability 

did not show significant results in oil spreading or hemolytic activity. 

Biosurfactant production was found in all identified genera, being Geobacillus the 

predominant genus. In a previous review, Marchant and Banat (2010) mention that no 

studies have been reported showing biosurfactant production by Geobacillus species, 

showing that studies with these microorganisms are very recent. Xia et al. (2016) 

isolated a new strain of Geobacillus, which showed biosurfactant production and high 

emulsification rates in different petroleum hydrocarbons (e.g. crude oil, kerosene and 

hexane). For strain G. thermoleovorans Ir1 a maximum crude oil emulsification of 68% 

was observed (AL-Jailawi et al. 2015). Jara et al. (2013) isolated G. stearothermophilus 
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from an oil contaminated soil that produced biosurfactant with 87% emulsifying activity 

for oil. The results found in the present study corroborate with those found in the 

literature, in which Geobacillus has a high potential for application in bioremediation of 

oil contaminated environments and MEOR. 

Good emulsification capacity of isolates belonging to genera Anoxybacillus and 

Brevibacillus has also been reported. According to Pakpitcharoena et al. (2008), the 

production of biosurfactants by thermophilic isolates of Anoxybacillus is very scarce. 

One of the papers reporting Anoxybacillus biosurfactant was developed by Xia et al. 

(2015), in which Anoxybacillus sp. WJ-4 showed the production of an oligosaccharide 

– lipid – peptide bioemulsifier and exhibited a higher emulsification index of 60%. 

Brevibacilus brevis strain was isolated from an oil reservoir and produced lipopeptide-

classified biosurfactant with 80% emulsification index (Mouafi et al. 2016). The isolate 

identified as Atopococcus also showed the ability to grow in crude oil and produce 

biosurfactant in thermophilic condition, to our knowledge the first report for these 

abilities in this genus, requiring further tests to confirm this metabolic potential. 

Emulsification remained stable under high temperature condition. This feature is 

widely observed in biosurfactants, which are generally more effective under conditions 

of high salinity, pH and temperature compared to synthetic surfactants (Cameotra et 

al. 2010). High temperature is a key parameter affecting emulsifying activity and oil 

reservoirs present this condition (Uad et al. 2010), being a desired feature for MEOR. 

As observed for the potential degradation of crude oil, biosurfactant production, 

and high temperature emulsification stability by members of the phylum Firmicutes in 

the present study, it is noteworthy that Firmicutes is not commonly found in substantial 

proportion in Antarctic environments (Bottos et al. 2014). The same result was 

observed in Deception Island through the recovery of the 16S gene from metagenomic 

samples. of the samples were rather dominated by Protobacteria and Bacteroidetes, 

what confirms data from Bendia et al. (2018b), who analyzed the microbial community 

through 16S rRNA gene sequencing. 

 Through these sequencing techniques (amplicon and metagenomics), it is 

possible to sequence all the DNA present in the sample and obtain information from 

the present microorganisms. However, it is known that it is difficult to obtain the 

genomic information of low abundant microorganisms (Tyson et al. 2004; Albertsen et 
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al. 2013). It has been suggested that Firmicutes, by unrepresentatively in independent 

culture analyzes, is not the dominant phylum in Deception Island sediments and may 

become dominant under optimal growing conditions or under some environmental 

interference (e.g. oil contamination). 

Thus, it is concluded that, through cultivation techniques, thermophilic isolates 

were obtained from two geothermal environments of Deception Island at temperatures 

ranging from 50 to 100ºC, and identified as belonging mainly to the genera 

Geobacillus, Anoxybacillus and Brevibacillus, which are bacterial spore-forming 

genera, suggesting the importance of spore formation for the local resistance. 

Thermophiles capable of degrading petroleum and producing biosurfactants have 

been described for the first time on Deception Island, an active Antarctic polar volcano, 

with four strains with the most promising results: FB2_38 (Atopococcus), FB3_54 

(Geobacillus), FB4_88 (Geobacillus) and WB1_122 (Anoxybacillus).  

In addition, according to Lynch and Neufeld (2015), it has been reported that the 

rare biosphere rate in a given environmental has important ecological roles and are 

reservoirs of genetic and functional diversity. It was reported here that non-dominant 

microorganisms can potentially play an important role in hydrocarbon degradation and 

biosurfactant production in the Deception Island volcano sediments. These initial data 

suggest that thermophilic bacteria from the Antarctic polar volcano have the potential 

to be further exploited for application in the petroleum industry, for a possible extreme 

environment bioremediation approach and for microbial enhanced oil recovery 

(MEOR) in reservoir. 
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FIGURES 

 

 
Fig. 1. Sampling map, adapted from Bendia et al. (2018a). Location of Antarctic 

Peninsula (a) and Deception Island, with Fumarole Bay and Whalers Bay geothermal 

sites highlighted (b). Distribution of collected samples across environmental gradients 

at studied geothermal sites, in (c) Whalers Bay and (d) for Fumarole Bay. Values of in 

situ temperatures are represented in yellow (fumaroles until 70ºC) and red (fumaroles 

over 80ºC). 
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Fig. 2. Relative abundances of the taxonomic groups assigned to the isolates grown 

at 55ºC at the maximum classification level. Environmental temperatures of each 

sampling site are represented. Sequences were assigned with 97% similarity against 

the SILVA database v. 132. 

 

Fig. 3. Relative abundances of the taxonomic groups assigned to the SSU rRNA, 

reconstructed from metagenomes. 
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Fig. 4. Relative abundances of taxonomic groups to which the isolates grown at 55ºC 

belong. Shown is the maximum classification level, capable of oil degrading (a) and 

biosurfactant producing (b). Environmental temperatures of each sampling site are 

represented. Sequences were assigned with 97% similarity against the SILVA 

database v. 132. 

 

 

 

 

TABLES 

 

Tab 1. List of thermophiles from Deception Island, Antarctica, capable of degrading 

crude oil and use as a carbon source, and their molecular identification. 

Isolate code 
Growth in 
crude oil 

Oil drop test 
(triplicate) 

SILVA v. 132 classification 

FB1_1 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_2 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_3 Yes ++ / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_6 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_7 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_8 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_12 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_13 Yes + / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_14 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 
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FB1_16 Yes - / - / - Unclassified  

FB1_17 No n.t. Unclassified  

FB2_23 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_25 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_26 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_27 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_29 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_31 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_32 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_33 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_35 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_36 Yes ++ / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_37 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_38 Yes +++ / ++ / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Lactobacillales; 

Carnobactericeae; Atopococcus 

FB2_39 No n.t. Unclassified  

FB2_40 No n.t. Unclassified  

FB2_41 Yes + / - / - Unclassified  

FB3_43 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_44 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_45 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_47 Yes ++ / ++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_48 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_49 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_50 Yes ++ / ++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_51 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_54 Yes +++ / - / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_55 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_58 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_59 No n.t. Unclassified  

FB3_61 No n.t. Unclassified  

FB4_62 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 
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FB4_65 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_66 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_67 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_68 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_69 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_70 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_71 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_72 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_73 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_74 Yes - / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_75 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_76 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_77 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_79 Yes ++ / ++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_80 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_81 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_82 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_84 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_85 Yes +++ / +++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_86 Yes - / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_87 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_88 Yes +++ / +++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_89 Yes - / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_90 Yes - / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_91 Yes - / +++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_93 Yes ++ / ++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_94 Yes ++ / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_95 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 
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FB4_96 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_99 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_100 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_101 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_102 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_103 Yes + / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_104 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_105 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_115 Yes - / - / - Unclassified  

FB4_116 Yes + / + / + Unclassified  

FB4_117 No n.t. Unclassified  

FB4_119 Yes - / - / - Unclassified  

WB1_122 Yes ++ / ++ / +++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_123 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_124 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_125 Yes ++ / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_126 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_127 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_128 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_133 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_134 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_135 Yes + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_136 Yes + / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_137 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_138 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

WB1_140 No n.t. Unclassified  

WB2_144 Yes - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_145 Yes + / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_150 Yes + / - / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_152 No n.t. 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 
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WB2_153 Yes + / + / ++ 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_159 No n.t. Unclassified  

 

n.t. = not tested. 

Strains in bold are those selected for biosurfactant production screening. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



128 
 

Tab 2. Strains isolated from different geothermal sites in Deception Island, their capacity to produce biosurfactant using different 

methodologies for screening (all in triplicate) and their molecular identification. 

Isolate 

code 

E24 –  

Crude oil  

EI (%) 

E24 –  

Diesel 

EI (%) 

E24 – Crude oil  

EI (%) – 100ºC 

E24 – Diesel 

EI (%) – 

100ºC 

Drop-

collapse 

test 

Oil 

spreading 

assay 

Hemolysis 

test 
SILVA v. 132 classification 

FB1_1 35 15 11 15 - / - / - + / + / +  + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_3 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_12 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_13 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_14 35 4 35 12 + / + / + + / + / +  + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_25 30 5 20 15 + / + / + + / + / + + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_26 -- 10 n.t. n.t. - / - / - + / + / +  - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_27 -- -- n.t. n.t. - / - / - + / + / +  - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_31 -- -- n.t. n.t. - / - / - + / + / +  - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_35 30 6 20 30 + / + / + + / + / + - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_36 50 12 25 20 + / + / +  + / + / + + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_38 50 40 50 40 + / + / +  + / + / +  - / - / - 

Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Lactobacillales; Carnobactericeae; 

Atopococcus 

FB3_44 20 -- n.t. n.t. + / + / + + / + / +  - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_47 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_49 50 30 50 30 + / + / + + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 
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FB3_50 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_54 50 4 50 6 - / - / - + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_66 45 10 45 15 - / - / - + / + / +  + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_67 50 4 50 10 - / - / - + / + / +  + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_68 50 8 45 10 - / - / - + / + / +  + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_69 35 11 30 15 - / - / - - / - / - + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_70 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_71 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_75 -- 10 n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_77 40 25 40 25 + / + / +  + / + / +  - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_79 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_80 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_85 35 20 40 20 + / + / +  + / + / + + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_88 50 40 50 40 + / + / +  + / + / + + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_89 35 56 100 60 + / + / +  + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_91 50 35 50 35 + / + / + + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_93 40 8 50 14 + / + / +  + / + / +  + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_94 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 
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FB4_95 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_100 15 -- n.t. n.t. + / + / + + / + / + - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_101 50 20 50 20 - / - / - + / + / + + / + / +  
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_103 10 -- n.t. n.t. + / + / + + / + / + - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_105 55 8 100 10 + / + / + + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_116 20 -- n.t. n.t. + / + / + + / + / + - / - / - Unclassified  

FB4_119 40 40 40 40 + / + / + + / + / + + / + / + Unclassified  

WB1_122 60 6 55 8 - / - / - + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_125 -- -- n.t. n.t. + / + / + + / + / + - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_128 40 8 40 23 - / - / - + / + / + - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_134 -- 10 n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_135 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_136 10 5 n.t. n.t. - / - / - - / - / - + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_137 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_145 10 6 n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_150 -- -- n.t. n.t. - / - / - - / - / - - / - / - 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_153 55 30 60 30 + / + / + + / + / + + / + / + 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; Bacillales; 

Bacillaceae; Geobacillus 

 

-- = negative result for emulsification. 

n.t. = not tested (EI = < 30%). 

Strains in bold are those with the better results in the screening for biosurfactant production (EI ≥ 50% for one petroleum hydrocarbon source). 
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SUPPLEMENTARY MATERIAL 

 

Supplementary Figure 1. Scheme representing cultivation steps (for description, see text). 
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Supplementary Table 1. List of Deception thermophiles isolated from two geothermal 

sites, which were identified through 16S rRNA gene sequencing, including the 

environmental temperature of the sample (Celsius), percentage of sequence identity 

with database and their assigned taxonomy using SILVA v. 132 database. 

Isolate 

code 
Local 

Environmental 

temperature 

(ºC) 

Identity 

(%) 
SILVA v. 132 classification 

FB1_1 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_2 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_3 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB1_4 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_5 Fumarole Bay 55ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_6 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_7 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB1_8 Fumarole Bay 55ºC 88 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_9 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_10 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_11 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_12 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_13 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_14 Fumarole Bay 55ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB1_15 Fumarole Bay 55ºC 80 Unclassified  

FB1_16 Fumarole Bay 55ºC 55 Unclassified  

FB1_17 Fumarole Bay 55ºC 61 Unclassified  

FB1_18 Fumarole Bay 55ºC 74 Unclassified  

FB1_19 Fumarole Bay 55ºC 40 Unclassified  

FB1_20 Fumarole Bay 55ºC 59 Unclassified  

FB2_21 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_22 Fumarole Bay 70ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_23 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_24 Fumarole Bay 70ºC 93 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 
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FB2_25 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_26 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_27 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_28 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_29 Fumarole Bay 70ºC 100 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB2_30 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_31 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_32 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_33 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB2_34 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_35 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_36 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_37 Fumarole Bay 70ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB2_38 Fumarole Bay 70ºC 99 

Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Lactobacillales; Carnobactericeae; 

Atopococcus 

FB2_39 Fumarole Bay 70ºC 82 Unclassified  

FB2_40 Fumarole Bay 70ºC 73 Unclassified  

FB2_41 Fumarole Bay 70ºC 46 Unclassified  

FB2_42 Fumarole Bay 70ºC 57 Unclassified  

FB3_43 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_44 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_45 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB3_46 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_47 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_48 Fumarole Bay 80ºC 100 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_49 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_50 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_51 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 
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FB3_52 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_53 Fumarole Bay 80ºC 96 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_54 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_55 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_56 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_57 Fumarole Bay 80ºC 100 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_58 Fumarole Bay 80ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB3_59 Fumarole Bay 80ºC 58 Unclassified  

FB3_60 Fumarole Bay 80ºC 60 Unclassified  

FB3_61 Fumarole Bay 80ºC 66 Unclassified  

FB4_62 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_63 Fumarole Bay 100ºC 100 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_64 Fumarole Bay 100ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_65 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_66 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_67 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_68 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_69 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_70 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_71 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_72 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_73 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

FB4_74 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_75 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_76 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_77 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

FB4_78 Fumarole Bay 100ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 
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FB4_79 Fumarole Bay 100ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_80 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_81 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_82 Fumarole Bay 100ºC 97 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_83 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_84 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_85 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_86 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_87 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_88 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_89 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_90 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_91 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_92 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_93 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_94 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_95 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_96 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_97 Fumarole Bay 100ºC 93 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_98 Fumarole Bay 100ºC 55 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_99 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_100 Fumarole Bay 100ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_101 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_102 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_103 Fumarole Bay 100ºC 97 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_104 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 
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FB4_105 Fumarole Bay 100ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

FB4_106 Fumarole Bay 100ºC 60 Unclassified  

FB4_107 Fumarole Bay 100ºC 50 Unclassified  

FB4_108 Fumarole Bay 100ºC 72 Unclassified  

FB4_109 Fumarole Bay 100ºC 60 Unclassified  

FB4_110 Fumarole Bay 100ºC 56 Unclassified  

FB4_111 Fumarole Bay 100ºC 82 Unclassified  

FB4_112 Fumarole Bay 100ºC 55 Unclassified  

FB4_113 Fumarole Bay 100ºC 59 Unclassified  

FB4_114 Fumarole Bay 100ºC 64 Unclassified  

FB4_115 Fumarole Bay 100ºC 78 Unclassified  

FB4_116 Fumarole Bay 100ºC 59 Unclassified  

FB4_117 Fumarole Bay 100ºC 44 Unclassified  

FB4_118 Fumarole Bay 100ºC 79 Unclassified  

FB4_119 Fumarole Bay 100ºC 51 Unclassified  

FB4_120 Fumarole Bay 100ºC 70 Unclassified  

FB4_121 Fumarole Bay 100ºC 51 Unclassified  

WB1_122 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_123 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_124 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_125 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_126 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_127 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_128 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_129 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB1_130 Whalers Bay 50ºC 91 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_131 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_132 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_133 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_134 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_135 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_136 Whalers Bay 50ºC 88 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 
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WB1_137 Whalers Bay 50ºC 92 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB1_138 Whalers Bay 50ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB1_139 Whalers Bay 50ºC 61 Unclassified  

WB1_140 Whalers Bay 50ºC 73 Unclassified  

WB1_141 Whalers Bay 50ºC 44 Unclassified  

WB2_142 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB2_143 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Anoxybacillus 

WB2_144 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_145 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_146 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_147 Whalers Bay 60ºC 95 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_148 Whalers Bay 60ºC 95 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_149 Whalers Bay 60ºC 95 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_150 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Brevibacillus 

WB2_151 Whalers Bay 60ºC 95 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_152 Whalers Bay 60ºC 98 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_153 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_154 Whalers Bay 60ºC 99 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_155 Whalers Bay 60ºC 100 
Bacteria; Firmicutes; Bacilli; 

Bacillales; Bacillaceae; Geobacillus 

WB2_156 Whalers Bay 60ºC 63 Unclassified  

WB2_157 Whalers Bay 60ºC 74 Unclassified  

WB2_158 Whalers Bay 60ºC 74 Unclassified  

WB2_159 Whalers Bay 60ºC 69 Unclassified  
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5.4 CAPÍTULO III 

 

DRAFT-GENOME SEQUENCE OF GEOBACILLUS SP. STRAIN LEMMJ02, A 

THERMOPHILE ISOLATED FROM AN ANTARCTIC VOLCANO 

 

Running Head: Draft-genome of an Antarctic thermophilic Geobacillus sp. 
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The thermophilic Geobacillus sp. strain LEMMJ02 was isolated from Fumarole Bay’s 

sediment, in Deception Island, an active Antarctic volcano. Here, we report its draft-

genome, which consists of 3,160,938 bp with 52.8% G+C content and 3,523 protein-

coding genes. 

 

The genus Geobacillus is a member of the phylum Firmicutes, consisting of 

Gram-positive, aerobic or facultative anaerobic, heterotrophic and obligatory 

thermophilic bacteria (1). It was identified from different thermophilic habitats, such as 

hot springs, volcanoes and man-made thermophilic biotopes (2, 3). The Geobacillus 

species can have biotechnological importance, mainly bioremediation, second-

generation biofuel and enzymes production (4, 5). 

Here, we present the draft-genome sequence of Geobacillus sp. strain 

LEMMJ02, isolated from Antarctic volcano sediment collected near to a fumarole vent 

(500 g of sediment from 0-5 cm deep and environmental temperature of 100ºC) in 

Fumarole Bay, Deception Island (62º58'02,7"S; 60º42'36,4"W). Sediment sample was 

homogenized and 10 g was added to 90 mL of saline solution (0.85%) with glass beads 
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and agitated for 2 h. Serial tenfold dilutions (from 10-1 to 10-3) were prepared in the 

same diluent and 0.1 mL of each dilution was spread over Glucose Yeast Malt medium 

plates.  

After incubation at 55ºC for 48 h, a single colony was used to extract the 

genomic DNA using Wizard® Genomic DNA Purification Kit (Promega, Madison, USA) 

and posteriorly, quantified using Qubit fluorometer (Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

USA). The NEBNext Ultra II FS DNA library kit (New England Biolabs, Ipswich, USA) 

was used to prepare a paired-end 300 bases library, which was sequenced on an 

Illumina MiSeq system. Sequences were quality-checked and trimmed with Sickle 

(Phred quality score of >30) (6) and assembled with SPAdes (7). Assembled scaffolds 

were quality-checked with CheckM and RefineM (8), and the coding DNA sequences 

(CDSs) were predicted and annotated using NCBI Prokaryotic Genome Annotation 

Pipeline (PGAP) (9) and Rapid Annotation using Subsystem Technology (RAST) 

server (10). Default settings were used for all software. 

The assembly of Geobacillus sp. LEMMJ02 resulted in 433 contigs with a total 

length of 3,436,274 bp and a coverage of 36X. The completeness, obtained by CheckM 

and RefineM, was 98.91%, 0.0% of contamination, and 52.8% GC content. In total, it 

was predicted, by PGAP, 3,799 genes, among those 3,523 protein-coding genes, 84 

tRNA genes, 29 rRNA genes, 5 nonconding RNA genes, 158 pseudogenes and also, 

3 CRISPR arrays were predicted. The annotation results from RAST revealed genes 

coding for terpenoids biosynthesis and aromatic degradation of fluorene, naphthalene 

and anthracene were predicted from the genome using RAST. Genes related to the 

production of secondary metabolites were detected with anti-SMASH (11), highlighting 

the presence of fengycin – an antifungical lipopeptide, as well as bacteriocin and 

terpene. The presence of resistance genes was verified by ResFinder 2.1 (12) and no 

match for resistance genes was found. 

Data availability. This Whole Genome Shotgun project has been deposited at 

DDBJ/ENA/GenBank under the accession VKJO00000000 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/VKJO00000000). Raw data are available in the 

NCBI Sequence Read Archive with the accession number SRR10040620, which is 

part of BioProject number  PRJNA554144. 

 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/VKJO00000000
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/bioproject/PRJNA554144
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Here, we announce the draft-genome sequence of Brevibacillus sp. LEMMJ03, 

isolated from Whalers Bay’s sediment, Deception Island, Antarctica. In total, 4,500 

CDS, among those 102 coding for tRNAs and 5 for ncRNAs, were predicted from the 

4.64 Mb genome. Functions were predicted for bacteriocin and degradation of aromatic 

compounds.  

 

Members of the genus Brevibacillus (phylum Firmicutes) are rod-shaped Gram-

positive, spore-forming, mostly strict aerobes with ubiquitous distribution in soils, 

including Antarctica (1, 2).  

Geothermal habitats in Antarctica typically consist of heated mineral soils found 

near fumarolic vents and are exclusively associated with geologically active volcanoes, 

such as Deception Island; a marine polar volcano with temperatures ranging from 0 to 

120ºC and gradients of salinity and geochemistry (2, 3). These unique characteristics 

make the thermophiles of Antarctica an untapped resource for bioprospecting new 

enzymes, cosmetical products and other biotechnological applications (4, 5). 

Brevibacillus sp. strain LEMMJ03 was isolated from a thermophilic sediment 

(50ºC) collected near to a fumarole vent in Whalers Bay (62º58'788"S; 60º33'464"W), 

Deception Island. Briefly, the sediment (500 g) was collected (0-5 cm depth), placed in 
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sterile plastic bag and stored at 4ºC. For bacterial isolation, the sample was 

homogenized, and 10 g was added to 90 ml of saline (0.85% NaCl) in a flask with glass 

beads and kept stirring at 2×g for 2 h. Serial tenfold dilutions were prepared, where 0.1 

mL of each dilution was spread over Bacillus schlegelii heterotrophic medium (DSMZ 

260) plates and incubated at 55ºC for 48 h. 

 Single colony was isolated, and the genomic DNA extraction was performed 

using a Wizard® Genomic DNA Purification Kit (Promega, Madison, USA) and 

quantified using Qubit fluorometer (Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA). For the 

genome sequencing on an Illumina MiSeq platform, a NEBNext Ultra II FS DNA library 

kit (New England Biolabs, Ipswich, USA) was used to prepare a paired-end 301-bp 

library, following manufacturer's instructions. Sickle (6), with a Phred quality score of 

>30, was used for the quality control and to trim the sequences. De novo assembled 

was performed using SPAdes (7) and used CheckM and RefineM (8) for the quality 

checked and to provide completeness and contamination information. Annotation was 

carried out with the NCBI Prokaryotic Genome Annotation Pipeline (PGAP) (9) and on 

the Rapid Annotation using Subsystems Technology (RAST) server (10). Default 

parameters were used for all software. 

The draft assembly of Brevibacillus sp. LEMMJ03 resulted in a length of 

4,646,831 bp with 53X coverage, 98.66% completeness and 1.51% of contamination, 

142 contigs and a GC content of 58.7%. Annotation by PGAP predicted, in total, 102 

tRNA genes, 5 nonconding RNA genes, 34 rRNA genes and 4,500 CDS. The 

annotation by RAST identified 29 genes for metabolism of central aromatic 

intermediates and peripheral pathways for catabolism of aromatic compound, such as 

for naphthalene, anthracene, toluene and xylene degradation. No resistance genes 

were identified by ResFinder 2.1. (11). In addition, genes coding for potential 

production of bacteriocin and ectoine were detected with anti-SMASH (12), highlighting 

the biotechnological interest on this strain LEMMJ03 for bioremediation of 

contaminated environments with hydrocarbons and new antimicrobial products.  

Data availability. This Whole Genome Shotgun project has been deposited at 

DDBJ/ENA/GenBank under the accession VKJN00000000 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/VKJN00000000). The version described in this 

paper is VKJN01000000. Raw data are available in the NCBI Sequence Read Archive 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/VKJN00000000
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with the accession number SRR10040619, which is part of BioProject number 

PRJNA554144. 
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5.4 CAPÍTULO IV – RESULTADOS E DISCUSSÃO DA ANÁLISE METAGENÔMICA 

 

Conforme mencionado anteriormente, a metagenômica aplica um conjunto de 

tecnologias genômicas e ferramentas de bioinformática para acessar diretamente o 

conteúdo genético de todos os organismos presentes na amostra, não apenas 

aqueles que são mais propensos ao cultivo. Isso resulta em uma grande quantidade 

de informações, sendo necessário selecioná-las de acordo com o objetivo de cada 

trabalho. No presente estudo, o emprego da análise metagenômica foi utilizada com 

o intuito de avaliar a taxonomia e o potencial metabólico das comunidades 

microbianas de ambientes geotermais da Ilha Deception, com ênfase na degradação 

de compostos aromáticos.  

Para facilitar a discussão, os tópicos foram subdivididos em: resultados gerais 

do sequenciamento, classificação taxonômica por MG-RAST e montagem de 

genomas a partir dos metagenomas, e análise funcional dos metagenomas da Ilha 

Deception. 

 

5.4.1 Resultados gerais do sequenciamento Shotgun da Ilha Deception 

 

Para a obtenção dos dados metagenômicos foi utilizado o sequenciamento 

Shotgun do DNA total das amostras da Ilha Deception na plataforma Illumina HiSeq. 

As concentrações obtidas após extração de 10 g de cada amostra, purificação e 

concentração em 20X. Após a concentração do DNA, os valores apresentaram-se 

entre 0,034 e 21,6 ng/μL, em um volume total de 200 μL. Este procedimento foi 

realizado por Bendia (2016), do grupo da Prof. Dra. Vivian H. Pellizari, do Instituto 

Oceanográfico da USP). 

Esta baixa concentração de DNA obtida, mesmo após concentração, está 

dentro dos valores esperados, uma vez que as condições ambientais extremas dos 

sítios geotermais limitam a permanência de grupos microbianos, onde apenas os 

adaptados a estas condições se desenvolvem.  

De acordo com Bendia (2016), o esforço de sequenciamento em Illumina Hiseq 

gerou um total de 567.410.264 reads. Após a filtragem por qualidade, 475.895.996 

reads foram selecionados para as anotações taxonômicas e funcionais. Os valores 

correspondentes ao número de reads obtidos por amostra e o número de reads após 
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os filtros de qualidade encontram-se na Figura 20. O número de reads brutos variou 

entre 12 milhões (FBA2) a 60 milhões (FBB1, FBB2, WBB2) por amostra, enquanto 

que para os reads filtrados, variou entre 10 milhões (FBA2) a 53 milhões (WBB2). 

 

 

Figura 20. Resultados do sequenciamento do metagenoma shotgun pela plataforma 
Illumina HiSeq quanto ao número de reads totais obtidos e número de reads após os 
filtros de qualidade. Fonte: Autores. 
 

5.4.2 Análise taxonômica dos metagenomas da Ilha Deception 

 

 A análise taxonômica dos metagenomas provenientes dos sedimentos da Ilha 

Deception foi realizada por duas maneiras: no servidor online MG-RAST e pela 

anotação taxonômica de genomas reconstruídos a partir dos metagenomas. 

No MG-RAST, a taxonomia foi atribuída através das classificações dos genes 

funcionais com o melhor hit com o banco de dados do M5NR. Estes estão 

apresentados nas Figuras 21 e 22, ilustrando a classificação a nível de domínio e filo, 

respectivamente. 

 O domínio Bacteria prevaleceu em todas as amostras, com exceção de uma 

das triplicatas amostrais (FBA3). Esta triplicata apresentou também a presença de 

Archaea, o que condiz com o ambiente amostrado, uma vez que se refere à amostra 
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próximo à fumarola no sítio geotermal de Fumarole Bay, cuja temperatura ambiental 

obtida foi de 98ºC. 

 

 

Figura 21. Número de hits para os Domínios detectados na classificação taxonômica 

com o banco de dados do M5NR, pelo MG-RAST. Fonte: Autores. 

 

Foram selecionados para as análises seguintes apenas os reads que se 

classificaram como pertencentes ao domínio Bacteria. Na Figura 23, pode-se observar 

o heatmap gerado com os filos bacterianos anotados.  

Houve a predominância dos Filos Proteobacteria e Bacteroidetes em todas as 

amostras, sendo o filo Bacteroidetes o que apresentou a maior abundância nas 

amostras FBB, FBC, WBA, WBB e WBC. Já na triplicata de Fumarole Bay com 

temperatura ambiental de 98ºC (FBA), apresentou a elevada abundância do Filo 

Firmicutes. Os demais Filos apresentaram distribuição homogênea entre as amostras 

e baixa abundância. 
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Figura 22. Filos bacterianos dos sedimentos da Ilha Deception classificados através 
banco de dados do M5NR, disponível no MG-RAST, exibidos em Heatmap. Fonte: 
Adaptado de Bendia (2016). 

 

 

Quanto à reconstrução de genomas através dos metagenomas da Ilha 

Deception, foram recuperados ao total 43 genomas (MAGs). Na Tabela 3 pode ser 

observada a identificação dos MAGs e a taxonomia atribuída por Genome Taxonomy 

Database (GTDB), e na Figura 23, o número de genomas encontrados em cada Filo 

detectado. 
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Tabela 3. Identificação dos genomas reconstruídos a partir dos metagenomas (MAGs) da Ilha Deception, Antártica, por GTDB 
(Genome Taxonomy Database). 

ID 

MAG 
Domínio Filo Classe Ordem Família Gênero Espécie 

1 d__Archaea p__Crenarchaeota c__Nitrososphaeria o__Nitrososphaerales f__UBA213 g__ s__ 

2 d__Archaea p__Crenarchaeota c__Thermoprotei o__Desulfurococcales f__Acidilobaceae g__ s__ 

3 d__Archaea p__Crenarchaeota c__Thermoprotei o__Desulfurococcales f__Pyrodictiaceae g__ s__ 

4 d__Archaea p__Nanoarchaeota c__Woesearchaeia o__ f__ g__ s__ 

5 d__Bacteria p__Aquificota c__Aquificae o__Hydrogenothermales f__Hydrogenothermaceae g__ s__ 

6 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__AKYH767 f__b-17BO g__ s__ 

7 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Chitinophagales f__Chitinophagaceae g__65-1 s__ 

8 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Chitinophagales f__Chitinophagaceae g__Ferruginibacter s__ 

9 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Chitinophagales f__Saprospiraceae g__GCA-2698985 s__GCA_002698985.1 

10 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Chitinophagales f__Saprospiraceae g__ s__ 

11 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Cytophagales f__Cyclobacteriaceae g__ s__ 

12 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Cytophagales f__Thermonemataceae g__Thermonema s__T. rossianum 

13 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Crocinitomicaceae g__ s__ 

14 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Arenitalea s__ 

15 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Eudoraea s__ 

16 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Flaviramulus s__ 

17 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Flavobacterium s__ 

18 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__GCA002733185 s__ 

19 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__GCA-2747695 s__ 

20 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Gelidibacter s__ 

21 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__HC6-5 s__ 

22 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__ s__ 

23 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__Flavobacteriaceae g__Ulvibacter s__ 

24 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__ g__ s__ 
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25 d__Bacteria p__Bacteroidota c__Bacteroidia o__Flavobacteriales f__koll-22 g__ s__ 

26 d__Bacteria p__Calditrichota c__Calditrichia o__RBG-13-44-9 f__ g__ s__ 

27 d__Bacteria p__Campylobacterota c__Campylobacteria o__Campylobacterales f__Thiovulaceae g__Sulfurimonas s__ 

28 d__Bacteria p__Chloroflexota c__Anaerolineae o__Anaerolineales f__envOPS12 g__ s__ 

29 d__Bacteria p__Chloroflexota c__Anaerolineae o__Caldilineales f__Caldilineaceae g__ s__ 

30 d__Bacteria p__Chloroflexota c__Anaerolineae o__Promineofilales f__Promineofilaceae g__GCA-2699125 s__ 

31 d__Bacteria p__Firmicutes c__Bacilli o__Bacillales_A f__Planococcaceae g__Sporosarcina_C s__ 

32 d__Bacteria p__Patescibacteria c__Paceibacteria o__UBA9983 f__Nomurabacteraceae g__UBA9973 s__ 

33 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Alphaproteobacteria o__Rhodobacterales f__Rhodobacteraceae g__Amylibacter s__ 

34 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Alphaproteobacteria o__Rhodobacterales f__Rhodobacteraceae g__Roseovarius s__ 

35 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Alphaproteobacteria o__Rhodobacterales f__Rhodobacteraceae g__Sulfitobacter s__ 

36 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Betaproteobacteriales f__Gallionellaceae g__Gallionella s__ 

37 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Enterobacterales f__Alteromonadaceae g__GCA-2401725 s__ 

38 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Enterobacterales f__Alteromonadaceae g__ s__ 

39 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Enterobacterales f__GCA-002770795 g__ s__ 

40 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Enterobacterales f__Kangiellaceae g__ s__ 

41 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__ f__ g__ s__ 

42 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Thiotrichales f__Thiotrichaceae g__ s__ 

43 d__Bacteria p__Proteobacteria c__Gammaproteobacteria o__Xanthomonadales f__Marinicellaceae g__ s__ 

 
* ID MAG: Identificação do Genoma reconstruído a partir de metagenoma 

# Local: FB = Fumarole Bay; WB = Whalers Bay. 

FBA1, 2, 3 = 98ºC 

FBB1, 2, 3 = 66-80ºC 

FBC1, 2, 3 = 0ºC 

WBA1, 2, 3 = 54ºC 

WBB1, 2, 3 = 10ºC 

WBC1, 2, 3 = 0ºC 
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Figura 23. Identificação a nível de Filo dos genomas reconstruídos a partir dos 

metagenomas (MAGs) da Ilha Deception, Antártica. Fonte: Autores. 

 

Ao total, foram recuperados 43 genomas, sendo 39 caracterizados como 

pertencentes ao Domínio Bacteria. Compostos por 8 filos, sendo que Bacteroidetes 

seguido por Proteobacteria, foram predominantes, corroborando com os dados 

obtidos pela análise no MG-RAST. É a primeira vez que a estratégia de reconstrução 

de genomas através de sequências metagenômicas é empregada em amostras de 

ambientes geotermais da Antártica. Na Antártica, os trabalhos também são escassos 

e pode-se citar um estudo publicado recentemente, no qual foram reconstruídos 

genomas de metagenomas provenientes do lago Vanda, em Wright Valley (ZAIKOVA 

et al., 2019). Os autores recuperaram 16 MAGs com completude >90% e 

contaminação <5%, e estes foram identificados como pertencentes a quatro filos 

bacterianos, Actinobacteria, Bacteroidetes, Proteobacteria e Firmicutes. 

Os Filos predominantes detectados na Ilha Deception por metagenômica, 

também foram observados pela análise de amplificação do gene RNAr 16S, realizado 

por Bendia et al. (2018b), onde foi detectado a abundância de 48% de Proteobacteria 

e 19% de Bacteroidetes.  

Os filos encontrados na análise metagenômica e a maior abundância dos filos 

Proteobacteria e Bacteroidetes é consistente com os relatos anteriores em ambientes 

antárticos e geotermais. Na Antártica foram descritos a presença dos Filos 

Proteobacteria, Actinobacteria, Acidobacteria, Bacteroidetes, Cyanobacteria, 

Firmicutes, Planctomycetes, Verrucumocrobia e Chloroflexi, detectados em diferentes 
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ecossistemas por Yergeau et. (2007), Bottos et al. (2014) e mais recentemente por 

Shivaji et al. (2017) e Lambrechts et al. (2019), assim como demostraram a ampla 

distribuição e predominância dos Filos Proteobacteria e Bacteriodetes. O mesmo é 

reportado nos trabalhos de Strazzulli et al. (2017) e Power et al. (2018), que 

analisaram a composição e diversidade microbiana de sítios geotermais dos Estados 

Unidos, Méximo, Itália, Islândia e Nova Zelândia por meio de análises metagenômicas 

e de sequenciamento de amplicon (gene RNAr 16S), e observaram a prevalência de 

membros dos Filos Proteobacteria e Bacteriodetes.  

O Filo Bacteroidetes é composto por membros que habitam os mais diversos 

ambientes, como solos, sedimentos e coluna d’água e são membros importantes do 

bacterioplâncton (FERNÁNDEZ-GÓMEZ et al., 2013; SINHA et al., 2017). É possível 

que a ampla distribuição do Filo Bacteroidetes nos sedimentos da Ilha Deception seja 

também devido à influência marinha forte sobre os ambientes geotermais amostrados. 

Nos metagenomas analisados pelo MG-RAST, também houve destaque para 

o Filo Firmicutes nas amostras da fumarola de Fumarole Bay, com temperatura 

ambiente de 98ºC. Adicionalmente, quando comparado aos dados obtidos pelo 

isolamento bacteriano nesta mesma amostra (discutidos no Capítulo 3), recuperou-se 

apenas membros pertencentes ao Filo Firmicutes, assim como em todas as demais 

amostras analisadas. 

Membros do Filo Firmicutes não são comumente encontrados em proporção 

substancial em ambientes Antárticos (BOTTOS et al., 2014), de acordo com métodos 

dependentes e independentes de cultivo, apenas em solos associados à raízes das 

plantas existentes na Antártica (TEIXEIRA et al., 2010). Já em ambientes geotermais 

antárticos, que apresentam alta temperatura juntamente com diferentes estresses 

ambientais, há a prevalência de Firmicutes, detectados por técnica independente de 

cultivo (MUÑOZ et al., 2011), que utilizou DGGE (Denaturing Gradient Gel 

Electrophoresis) para avaliar a estrutura das comunidades microbianas, e métodos 

dependentes de cultivo (LLARCH et al., 1997; MUÑOZ et al., 2011; SCHULTZ et al., 

dados não publicados).  

Isso se deve ao fato de que representantes do Filo Firmicutes possuem 

diferentes adaptações estruturais e metabólicas, e uma delas é a capacidade de 

formar endósporos e resistirem ao ambiente extremo (WÖRMER et al., 2019), como 

relatado por Medrano-Santillana et al. (2017) e Strazzulli et al. (2017), que observaram 
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maior abundância de Firmicutes nos ambientes termofílicos do México (vulcão) e 

Malásia (fonte termal), respectivamente, onde as temperaturas variavam de 56 a 

110ºC. Dessa maneira, os membros de Firmicutes resistem a condições de altas 

temperaturas e é provável que, por este motivo, foram mais abundantes na fumarola 

de 98ºC na análise metagenômica. 

Os três grupos taxonômicos mais abundantes nos sedimentos da Ilha 

Deception possuem representantes com capacidades de degradação de uma 

variedade de frações dos hidrocarbonetos de petróleo e em produzir biossurfactantes 

com diferentes propriedades, como é apontado por diferentes trabalhos, que citam a 

presença desses grupos, principalmente Proteobacteria, em eventos de 

derramamento de petróleo em solo e ambiente marinho (HEAD et al., 2006; 

BROOIJMANS et al., 2009), reservatórios de óleo (PANNEKENS et al., 2019) e 

também em ambientes extremos, como a Antártica (GREER et al., 2010; CURY et al., 

2015).  

 

5.4.3 Análise funcional dos metagenomas da Ilha Deception 

 

Os perfis funcionais para o nível I da classificação do SEED subsystem, 

detectados através do MG-RAST, estão apresentados na Figura 24. 

Observa-se que as amostras agruparam-se em três grupos: as amostras que 

compreendem a fumarola com temperatura ambiental de 98ºC, mais distante; as 

amostras com temperatura de 0ºC, compreendendo as amostras de geleiras, tanto de 

Fumarole Bay quanto Whalers Bay; e as amostras de fumarolas com temperaturas 

variando de 10 a 80ºC.  

 

 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1871678418316935#!
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Figura 24. Perfis funcionais das comunidades microbianas de Deception, 
classificadas em nível I do SEED Subsystem, disponível no MG-RAST e exibidos em 
Heatmap. Fonte: Adaptado de Bendia (2016). 
 

Quanto aos perfis funcionais, pode-se observar uma maior abundância de 

genes relacionados ao metabolismo de proteínas, RNA e DNA nas amostras de 98ºC, 

quando comparada às demais amostras. Também nota-se que o metabolismo de 

aminoácidos e derivados apresenta elevada abundância relativa em todas as 

amostras, bem como o metabolismo de carboidratos, porém, ainda exibe uma maior 

abundância nas amostras de 0ºC em relação às amostras das fumarolas. As demais 

funções classificadas distribuem-se de forma homogênea entre as amostras.  

A partir do nível I do SEED subsystem, focou-se no metabolismo de compostos 

aromáticos, devido à relevância da degradação de compostos aromáticos neste 

trabalho, mesmo não sendo uma das categorias metabólicas mais abundantes.  
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 Para o número de genes relacionados ao metabolismo de compostos 

aromáticos presentes na Ilha Deception, as triplicatas foram agrupadas, e o resultado 

pode ser observado na Figura 25. Nota-se que o número de genes se manteve 

aproximado nas amostras, exceto para a amostra de fumarola de Fumarole Bay com 

temperatura de 98ºC, que apresentou a presença de menos genes em relação aos 

demais.  

 

 

Figura 25. Número de genes presentes para o metabolismo de compostos aromáticos 

(nível I do SEED subsystem). Fonte: Autores. 

 

 Estes genes estão vinculados a três diferentes metabolismos (nível II da 

classificação do SEED subsystem): vias periféricas para catabolismo de compostos 

aromáticos, metabolismo de intermediários aromáticos centrais e degradação 

anaeróbica de compostos aromáticos. A abundância relativa dos genes para essas 

funções nos ambientes amostrados pode ser observada na Figura 26. 
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Figura 26. Abundância relativa para as sequências vinculadas ao nível II do SEED 

subsystem do metabolismo de degradação de compostos aromáticos. Fonte: Autores. 

 

Todas as amostras apresentaram maior abundância de sequências 

relacionadas ao metabolismo de degradação anaeróbica de compostos aromáticos, 

porém, nas amostras da fumarola de 98ºC (FBA1 e FBA2), a abundância relativa foi 

mais proeminente. Este aumento pode estar possivelmente vinculado à degradação 

de compostos aromáticos em condição anaeróbica pelo grupo Archaea, visto que 

apresentou maior abundância na análise taxonômica nesta amostra e também foi 

relatado por Bendia et al. (2018b) a presença de arqueias do grupo Desulfurococcales, 

que possuem membros essencialmente hipertermofílicos (85 a 106ºC) e vivem em 

condições principalmente anaeróbias (HUBER; STETTER, 2001). Já a diferença entre 

as triplicatas pode ter ocorrido pela formação de micro-nichos em decorrência dos 

gradientes ambientais acentuados em curta distância, fazendo com que os 

microrganismos se distribuam e se aglomerem nesses nichos, conforme suas 

características fisiológicas (CAO et al., 2012). 

Nas amostras de Fumarole Bay (66-80ºC), houve uma diminuição do 

metabolismo anaeróbico e um aumento na presença de genes para vias periféricas 

para catabolismo de compostos aromáticos, que se refere a uma série de reações 

enzimáticas para degradar compostos para que sejam mais eficientemente 
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metabolizados por vias metabólicas centrais (PÉREZ-PANTOJA et al., 2012). Para as 

demais amostras, com temperaturas ambientais mais baixas, observa-se uma 

homogeneidade. 

A predominância de degradação anaeróbica pode estar, possivelmente, 

relacionada à composição físico-química do local. Um dos principais gases que 

compõem as fumarolas dos ambientes geotermais de Fumarole Bay e Whalers Bay 

na Ilha Deception é o sulfeto de hidrogênio (H2S) (BENDIA et al., 2018b). O H2S pode 

ser metabolizado por uma grande variedade de grupos bacterianos e de arqueias, 

dando origem a compostos oxidados de enxofre, como o sulfato (SO4
2-) (MADIGAN et 

al., 2016). De acordo com Pereira et al. (2011), o metabolismo de redução de sulfato 

consiste na obtenção de energia pela oxidação de compostos orgânicos 

(quimiorganotróficos) ou hidrogênio molecular (quimiolitotróficos), a partir da redução 

de sulfato (SO4
2-) em sulfeto de hidrogênio (H2S). Como mencionado, tanto bactérias 

quanto arqueias são capazes de realizar este metabolismo, sendo a maioria destes 

microrganismos estritamente anaeróbios. 

 No que diz respeito à degradação do petróleo, vários subsistemas envolvidos 

no metabolismo de compostos aromáticos foram detectados a partir da análise dos 

perfis funcionais para o nível III da classificação do SEED subsystem e estão 

apresentados na Figura 27. Ao total, as sequências foram enquadradas em 32 

subsistemas. 
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Figura 27. Abundância relativa da anotação funcional para os genes vinculados ao nível III do SEED subsystem do metabolismo de 
degradação de compostos aromáticos. Fonte: Autores.



 

  

 

160 
 

No nível III do SEED subsystem estão importantes vias relacionadas à 

degradação de compostos aromáticos, podendo-se citar: a degradação do bifenil, 

degradação do benzoato, degradação do fenol, degradação do naftaleno e antraceno, 

degradação do ácido n-fenilalcanóico e outros. Dentro deste nível, observou-se que a 

maior abundância e atividade foram relacionadas à degradação do ácido n-

fenilalcanóico, em todas as amostras. 

Para esta degradação, foi observada a presença das enzimas ligase coenzima 

A de ácido graxo de cadeia longa (EC 6.2.1.3), enoil-CoA hidratase (EC 4.2.1.17), 3-

OH-acil-CoA desidrogenase (EC 1.1.1.35), cis-trans-D3-D2-enoil-CoA isomerase (EC 

5.3.3.8), 3-OH-butiril-CoA epimerase (EC 5.1.2.3) e 3-cetoacil-CoA tiolase (EC 

2.3.1.16), que são proteínas relacionadas à via da β-oxidação, responsável pela 

degradação de ácidos graxos. Sua indução ocorre pelo crescimento em ambientes 

contendo ácidos graxos de cadeia longa como fonte de carbono e energia (DIRUSSO, 

1990). Adicionalmente, Oliveira et al. (2001) relatou que os genes e as enzimas 

envolvidas na β-oxidação do ácido n-fenilalcanóico em Pseudomonas putida também 

demonstraram papel essencial na síntese de novos poliésteres aromáticos 

biodegradáveis (bioplásticos), que pode ser utilizado como fonte de carbono quando 

a do ambiente tiver sido esgotada.  

Dentre todas as sequências gênicas encontradas no metagenoma, as que 

codificam a proteína ligase CoA de ácido graxo de cadeia longa (EC 6.2.1.3) foi a mais 

abundante, em todas as amostras. Esta proteína desenvolve um papel importante em 

vários processos metabólicos e regulatórios, catalizando a formação de acil-CoA 

através do processo que requer ácido graxos, ATP e coenzima A como substratos 

(FAERGEMAN et al., 1997). Para a degradação de petróleo, Yao et al. (2013) 

observaram a presença deste gene que codifica para a enzima ligase (EC 6.2.1.3) no 

genoma bacteriano de Geobacillus thermodenitrificans NG80-2 e a ausência do 

mesmo no genoma de Geobacillus thermodenitrificans DSM465, a qual é incapaz de 

degradar alcanos. De acordo com Verde (2014), a proteína ligase CoA de ácido graxo 

de cadeia longa pode estar envolvida no passo inicial da degradação de petróleo. 

Em seguida, houve a abundância da degradação anaeróbia do benzoato 

(metabolismo anaeróbico), degradação de composto aromático heterocíclico e vias 

homogentisato da degradação de compostos aromáticos (metabolismo central). 

Entretanto, para as amostras da fumarola de 98ºC, a abundância foi maior para 
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degradação do ácido n-fenilalcanóico, seguido da degradação de gentisare e 

degradação de clorobenzoato. 

Vale destacar também que o catabolismo de benzoato, catabolismo de 

salicilato e gentisato (metabolismo central), e degradação de hidroxibenzoato (via 

periférica) apresentaram maior abundância nas amostras da fumarola de 98ºC quando 

comparadas com as demais amostras, enquanto que para os genes relacionados ao 

cluster de degradação de carbazol, degradação de quinato, via catabólica de 

fenilacetil-CoA, ramo catecol da via β-cetoadipato e via central de meta-clivagem de 

compostos aromáticos, estiveram mais abundantes nas amostras com temperaturas 

inferiores a 80ºC. 

A abundância de sequências associadas às vias de degradação do benzoato 

pode ser explicada pelo fato que o benzoato é um composto intermediário central no 

processo anaeróbico e aeróbico de vários compostos aromáticos, como por exemplo 

tolueno, xileno, carbazol e bifenil (KIM; HARWOOD, 1991). A enzima chave envolvida 

na degradação do benzoato via hidroxilação é o catecol 1,2-dioxigenase (EC 

1.13.11.1), que foi observada na anotação funcional. O benzoato é convertido em 

benzoil-Co-A seguindo as vias de degradação aeróbica e anaeróbica (SHINODA et 

al., 2004). Conforme Valderrama et al. (2012), a degradação bacteriana do benzoato 

no meio ambiente reflete a estratégia biológica das comunidades microbianas para 

aumentar a aptidão das células contra os contaminantes aromáticos.  

Quanto às demais sequências encontradas, a via central de meta-clivagem é 

utilizada por muitos organismos que degradam grande quantidade de fenol 

(MAHIUDDDIN et al., 2012). Já o salicilato e gentisato são reconhecidos como 

intermediários no metabolismo do naftaleno (BALACHANDRAN et al., 2012).  

Algumas das principais vias de clivagem de anéis para compostos aromáticos 

foram observadas nos metagenomas de Deception: a via β-cetoadipato com seus 

ramos de catecol, ramo protocatechuate da via do β-cetoadipato, via do gentisato, via 

homogentisato, via fenilacetil-CoA e via benzoil-CoA. Com essas informações, pode-

se inferir que os compostos aromáticos são degradados em Deception, gerando 

compostos mais facilmente metabolizados pelas bactérias.  

Juntamente com a identificação da abundância das vias de degradação do 

ácido n-fenilalcanóico, degradação de benzoato e degradação de salicilato e 

gentisato, e as enzimas envolvidas, mencionadas anteriormente, sugere-se que os 
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sedimentos da Ilha Deception apresentam um alto potencial de degradação de 

hidrocarbonetos. 

Esses dados dão insights da capacidade de degradação de hidrocarbonetos 

de petróleo pela comunidade microbiana na Ilha Deception em caso de contaminação 

ambiental, oferecendo direcionamentos para a implementação de estratégias de 

biorremediação, como por exemplo, adicionar grupos microbianos específicos para a 

degradação, adição de estratégias de bioestímulo ou da atenuação natural dos 

compostos pela comunidade microbiana existente. 

Entretanto, vale ressaltar que análises aprofundadas com genes específicos 

marcadores de degradação de hidrocarbonetos de petróleo devem ser realizados com 

amostras da Ilha Deception, tanto com análises in silico, minerando essas informações 

nos metagenomas, quanto a execução de análises de cultivo utilizando diferentes 

hidrocarbonetos de petróleo como fonte de carbono e observando a resposta e a 

modulação da comunidade microbiana frente ao contaminante. 

 

5.4.4 Considerações  

 

Esse capítulo teve o objetivo de avaliar, em caráter inicial, a estrutura da 

comunidade microbiana de dois ambientes geotermais da Antártica e o seu potencial 

genético para degradação de hidrocarbonetos de petróleo. Isso foi alcançado por meio 

do uso da análise metagenômica, que permite a exploração da composição 

microbiana e as funções associadas e de interesse, sem a necessidade de cultivo. 

Sumarizando os resultados encontrados nesse capítulo: 

• A análise taxonômica dos metagenomas da Ilha Deception mostrou a abundância 

dos Filos Bacteroidetes e Proteobacteria nas amostras com temperatura 

ambiental inferior a 80ºC, e de Firmicutes nas amostras de fumarola com 

temperatura de 98ºC, do sítio geotermal Fumarole Bay; 

• A análise funcional revelou a prevalência da degradação anaeróbica dos 

compostos aromáticos em todas as amostras; 

• Houve a presença de um total de 32 vias metabólicas diferentes para a 

degradação de compostos aromáticos nos metagenomas da Ilha Deception, e que 

indicaram a maior abundância para degradação do ácido n-fenilalcanóico e 

degradação do benzoato; 
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• Foram identificadas sequências associadas às principais vias de degradação de 

compostos aromáticos e de enzimas-chave no processo, indicando o potencial 

metabólico para degradação pela comunidade microbiana existente nos 

ambientes geotermais de Deception; 

• A capacidade de degradação de hidrocarbonetos de petróleo pela comunidade 

microbiana da Ilha Deception deve ser estudada de forma mais aprofundada, com 

ferramentas in silico nos metagenomas e com métodos de cultivo. 

A identificação taxonômica e funcional da comunidade microbiana fornece 

informações relevantes quanto ao potencial de degradação de compostos aromáticos, 

podendo auxiliar na elaboração de uma estratégia eficiente para a aplicação da 

técnica de biorremediação em ambientes contaminados. Adicionalmente, as 

informações sobre a composição da comunidade microbiana que está dominante e foi 

obtida dos ambientes geotermais por meio de método independente de cultivo, podem 

abrir caminhos para o isolamento exaustivo e a caracterização de espécies potenciais 

com as funções para biorremediação de ambientes contaminados. 
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6. CONCLUSÃO GERAL 

 

Objetivou-se com a proposta do presente trabalho a avaliação da composição 

e diversidade das comunidades bacterianas termofílicas presentes em ambientes 

geotermais do vulcão ativo Ilha Deception, localizado na Antártica, e analisar o seu 

potencial metabólico para degradação de hidrocarbonetos de petróleo e produção de 

biossurfactante, no intuito de bioprospectar aplicação em processos de 

biorremediação e recuperação avançada do óleo. 

 Para atingir o objetivo, primeiramente foi realizado um levantamento para 

averiguar o potencial de aplicação biotecnológica que os ambientes extremos os 

microrganismos extremofílicos fornecem. 

Com base nos dados encontrados, foi possível concluir que os microrganismos 

que habitam a extremobiosfera possuem grande potencial biotecnológico, pois 

apresentam características únicas que lhes permitem atuar em condições ambientais 

extremas; e esses diferenciais podem ser amplamente utilizados em diferentes 

aplicações industriais que utilizam condições extremas no processo. Os dados 

também sugeriram que, apesar do conhecimento de que ambientes extremos e 

extremofílicos são fonte de novas biomoléculas com propriedades únicas, como por 

exemplo os termofílicos, pouca atenção foi atraída para a área de produção de 

biossurfactante. Pelas suas propriedades emulsificantes e ação tensioativa, os 

biossurfactantes podem ser utilizados em diferentes vertentes industriais, sendo que 

a maioria dos estudos realizados visa a aplicação na indústria do petróleo. Verificou-

se também que existe um interesse crescente das indústrias por surfactantes 

ecológicos biodegradáveis, com baixa toxicidade, e por biossurfactante ativo e estável 

em condições extremas. Portanto, torna-se imprescindível acessar áreas 

subexploradas com alta importância biotecnológica, como a busca por 

biossurfactantes de microrganismos que vivem em ambientes geotermais e seu 

potencial de aplicação em diferentes setores industriais. 

Vindo de encontro com o atual cenário da bioprospecção do potencial 

biotecnológico de extremofílicos e de explorar ambientes únicos para busca de 

bioprodutos, como um vulcão polar ativo da Antártica, a presente tese enfrentou esta 

questão com duas abordagens complementares, por meio de análises 

metagenômicas, bem como por isolamento bacteriano e análise genômica. 
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Na análise metagenômica, realizada em amostras com diferentes temperaturas 

em dois ambientes geotermais da Ilha Deception, verificou-se a presença de 

diferentes Filos, mas com abundância de Bacteroidetes e Proteobacteria nas 

amostras com temperatura ambiental inferior a 80ºC, e de Firmicutes nas amostras de 

fumarola com temperatura de 98ºC, localizado no sítio geotermal Fumarole Bay. A 

recuperação de genomas a partir dos metagenomas corroboraram com os dados de 

abundância de `Bacteroidetes e Proteobcteria. 

Por meio da análise dos metagenomas, com o foco na degradação de 

compostos aromáticos, também foi possível observar a prevalência da degradação 

anaeróbica desses compostos e 32 vias metabólicas diferentes para a degradação de 

compostos aromáticos nos metagenomas da Ilha Deception foram identificados. 

Adicionalmente, a maior abundância encontrada das sequências anotadas foi para a 

degradação do ácido n-fenilalcanóico, e foram observadas as principais vias de 

degradação de compostos aromáticos e de enzimas-chave no processo, indicando o 

potencial metabólico para degradação pela comunidade microbiana existente nos 

ambientes geotermais de Deception. 

Através de métodos dependentes de cultivo, 159 isolados bacterianos 

termofílicos foram obtidos de dois ambientes geotérmicos da Ilha Deception, no qual 

as temperaturas ambientais variaram de 50 a 100ºC. Estes foram identificados, em 

sua grande maioria, como pertencentes aos gêneros Geobacillus, Anoxybacillus, 

Brevibacillus, que são gêneros bacterianos formadores de esporos, sugerindo a 

importância da formação de esporos para a resistência local. Também houve a 

detecção de um isolado caracterizado como Atopococcus, que, até onde se tem 

conhecimento, é a primeira vez que o gênero foi isolado de amostra Antártica.  

Termofílicos capazes de degradar petróleo (óleo cru) e produzir 

biossurfactantes em condições de temperatura elevada foram reportados de forma 

inédita para a Ilha Deception, com 4 estirpes apresentando as duas habilidades e com 

os resultados mais promissores: 3 estirpes bacterianas isoladas de Fumarole Bay – 

FB2_38 (Atopococcus), FB3_54 (Geobacillus), FB4_88 (Geobacillus) e 1 estirpe de 

Whalers Bay – WB1_122 (Anoxybacillus). 

Todas as estirpes isoladas, utilizando diferentes meios de cultura, foram 

classificadas como pertencentes ao Filo Firmicutes, e este Filo é encontrado em baixa 

abundância nos sedimentos da Ilha Deception, conforme técnicas de sequenciamento 
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do RNAr 16S e de metagenomas (Shotgun). Dessa maneira, mostrou-se o potencial 

de degradação de petróleo e de produção de biossurfactantes por bactérias que não 

são dominantes no ambiente geotermal Antártico. 

Por meio das análises genômicas das duas estirpes bacterianas termofílicas 

que tiveram seu genoma completo sequenciado, Geobacillus sp. LEMMJ02 e 

Brevibacillus sp. LEMMJ03, pode-se verificar a presença de genes anotados para a 

degradação de compostos aromáticos, como fluoreno, naftaleno, antraceno, tolueno 

e xileno, assim como para metabólitos secundários, como terpenos, bacteriocinas, 

fengicina em Geobacillus e ectoína em Brevibacillus. Adicionalmente, nenhum gene 

de resistência foi detectado. Dessa maneira, pode-se explorar o potencial dessas 

bactérias termofílicas para outras áreas além da indústria do petróleo, como produção 

de novos fármacos e utilização na indústria alimentícia. 

Os resultados do presente trabalho demonstram o potencial da abordagem 

combinada de metagenômica e de cultivo para investigar a diversidade bacteriana em 

ambientes extremos, como ambientes geotermais Antárticos, e obter informações 

sobre as funcionalidades destes no ambiente.  

Estes resultados representam os primeiros avanços sobre a diversidade 

taxonômica autóctone da Ilha Deception e seu potencial metabólico para degradação 

de hidrocarbonetos de petróleo e na produção de biossurfactantes. Estas são 

informações iniciais e relevantes visando a bioprospecção para aplicação em 

processos de biorremediação de ambientes extremos e para a recuperação 

microbiana avançada do óleo (MEOR) no reservatório, pois fornecem direcionamentos 

sobre as estratégias que devem ser implementadas para que sejam eficientes. 

Este trabalho é precursor na exploração do potencial metabólico para a 

degradação de hidrocarbonetos de petróleo e produção de biossurfactante por 

bactérias termofílicas da Antártica e espera-se a continuidade e aprofundamento do 

estudo visando a aplicação em biorremediação de ambientes extremos contaminados 

por petróleo e da recuperação avançada do óleo em reservatórios. 
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7 PERSPECTIVAS 

 

A partir da realização do presente trabalho, observou-se a necessidade de 

novos estudos visando o avanço da compreensão do potencial biotecnológico da 

diversidade extremofílica presente na Ilha Deception. Também ressalta-se a 

necessidade da continuidade do projeto para aplicação de termofílicos do vulcão 

Antártico, Ilha Deception, nas estratégias de biorremediação de ambientes extremos 

contaminados por hidrocarbonetos de petróleo, bem como da utilização de 

bioprodutos desses termofílicos nos processos de MEOR nos reservatórios de 

petróleo.  

Dessa maneira, a partir dos resultados obtidos neste trabalho, propõe-se: 

• Aprofundamento e refinamento das análises taxonômicas e funcionais dos 

genomas recuperados a partir dos metagenomas da Ilha Deception, como 

anotação funcional específica com genes e vias de interesse para degradação 

de hidrocarbonetos de petróleo e produção de biossurfactantes, associando 

com a comunidade microbiana presente na Ilha Deception; 

• Análises dos genomas completos sequenciados (99 isolados bacterianos 

termofílicos), explorando o potencial metabólico, com ênfase na degradação de 

hidrocarbonetos e produção de metabólitos secundários; 

• Comparação entre os metagenomas vulcânicos da Ilha Deception, na Antártica, 

com os demais metagenomas de vulcão disponíveis em base de dados, a fim 

de elucidar a composição microbiana e suas funcionalidades nesses ambientes 

termofílicos para a degradação de hidrocarbonetos de petróleo; 

• Análise da degradação de diferentes frações do petróleo pelas bactérias 

termofílicas da Antártica; 

• Desenvolvimento de um consórcio microbiano degradador de hidrocarbonetos 

de petróleo e produtor de biossurfactante para testes em microcosmos para 

biorremediação de ambiente termofílico contaminado por petróleo; 

• Purificação, identificação e quantificação de biossurfactante produzido pelas 

bactérias termofílicas; 

• Construção de microcosmos para experimento do processo de MEOR em 

reservatórios com o biossurfactante produzido; 
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• Otimização da produção de biosurfactante utilizando diferentes substratos e 

condições ambientais; 

• Desenvolvimento de novos meios de cultura e diferentes estratégias de cultivo 

para o isolamento de microrganismos ainda não cultivável em laboratório ou 

que estão em baixa abundância nas amostras termofílicas antárticas, através 

das informações obtidas com os metagenomas; 

• Utilização de técnicas baseadas em RNA, como a metatranscriptômica, para 

responder se os genes detectados na análise metagenômica, que é baseada 

em DNA, estavam ativos e exercendo às funções encontradas em Deception. 

Até a presente data, nenhum trabalho utilizou a metatranscriptômica para 

avaliar a atividade microbiana nos ambientes geotermais da Antártica. 

Adicionalmente, a presente tese focou apenas no potencial de bioprospecção 

de termofílicos das amostras de sedimentos do vulcão ativo Ilha Deception e verificou-

se a capacidade de microrganismos degradarem óleo e produzirem biossurfactante 

estável frente à presença de óleo cru e diesel em condições termofílicas. Com isso, 

abre-se a possibilidade de estudar diferentes grupos de extremofílicos presentes 

nessas amostras e explorar o potencial metabólico destes organismos para aplicação 

em outras áreas industriais, como por exemplo a busca por enzimas termoestáveis. 
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9.2.6 Outras atividades 
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Microbiana Molecular da Universidade Federal do Rio de Janeiro 

(LEMM/UFRJ) durante os quatro anos de Doutorado (2015 a 2019). 
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Diniz, Sheila da Silva, Júnia Schultz, Alexandre Soares Rosado, Andrew 
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Professor Andrew Macrae. 


