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Prefacio

Los eventos de floraciones algales nocivas (FAN) productoras de toxinas constituyen una amenaza para la salud
publica y para la explotacién de recursos marisqueros y la pesca artesanal en zonas de arrecifes coralinos. Los
reportes de impactos socio-econémicos de las FAN en los pafses de América Latina y el Caribe estdn creciendo
en paralelo con la creciente explotacién de sus zonas costeras por las actividades turisticas y la acuicultura.

En 1992, ante la alarma de los pafses miembros de la Comisién Oceanografica Intergubernamental (COI) de la
UNESCO por el creciente impacto de las floraciones algales nocivas, se estableci6 el programa internacional
Harmful Algal Blooms (HAB). El objetivo global del programa HAB es «promover el manejo efectivo y la investigacion
cientifica sobre las floraciones algales nocivas con el objeto de comprender sus cansas, predecir su aparicion y mitigar sus efectos». El
programa HAB consta de elementos educativos, de investigacién y operacionales. Los objetivos de los elemen-
tos operacionales del programa son: a) Proteccién de los recursos: desarrollar y mejorar los métodos que
minimicen las consecuencias ambientales y econdémicas de las FAN; b) Monitoreo: promover y facilitar el
desarrollo e implementacién de programas adecuados de monitoreo y ¢) Salud Publica y Seguridad Alimentaria:
proteger la salud publica y asegurar la calidad de los productos marinos de consumo humano.

El OIEA ha desarrollado técnicas radiactivas que constituyen potentes herramientas, muy sensibles y selectivas,
para la investigacién y control de las FANs. Estas técnicas se transfieren a los estados miembros a través de los
programas de Cooperaciéon Técnica.

En el ano 2009, el OIEA inici6 un proyecto de 4 aflos sobre «Disesio ¢ implementacion de sistemas de alerta temprana

Y evalnacion de la toxicidad de los florecimientos de algas nocivas (FAN) en la region del Caribe aplicando técnicas nucleares»
(RLA/7/014). El objetivo del proyecto es: Transferir el uso de técnicas basadas en is6topos radiactivos para su
aplicacion en: a) Deteccién temprana y cuantificacioén de toxinas paralizantes (PSP) y ciguatera (CFP); b) Recons-
truccién de la historia de aparicién de eventos téxicos en la regién mediante el fechado de sedimentos e
identificacién de quistes fosiles presentes en ellos. Este proyecto esta alineado con los objetivos del OIEA en
medio ambiente, en particular «facilitando el uso sostenible de los recursos naturales mediante la aplicacién de
técnicas radioactivas que mejoren el conocimiento de sistemas naturales y que permita la prediccién de tenden-
cias futuras globales a pattir del pasado y la evaluacion global de recursos». En el proyecto RLA/7/014 parti-
cipan Chile, Colombia, Costa Rica, Cuba, Repiblica Dominicana, El Salvador, Haiti, Honduras, México, Nica-
ragua, Uruguay y Venezuela, con el apoyo de Espafia y Estados Unidos, y en colaboracién con la COL. Se
espera que los resultados del proyecto ayuden a reforzar las capacidades de los paises de América Latina y el
Caribe para el manejo de las FAN y la mitigacion de sus efectos.

Hste manual ha sido elaborado para los cientificos latinoamericanos responsables de implementar programas
de monitoreo de la presencia de microalgas potencialmente toxicas en sus aguas dedicadas a explotaciones de
mariscos y peces, y de la presencia de las toxinas producidas por éstas en los productos marinos destinados al
consumo humano. Constituye una introduccion a las técnicas fundamentales a aplicar y a los criterios a conside-
rar para disefiar un plan homogéneo de muestreo de microalgas (planctonicas y bentédnicas) y factores ambien-
tales. Esto permitira obtener datos comparables entre los pafses de la regiéon y una mejor evaluacion del riesgo
de episodios de algas potencialmente téxicas.

Para ello, el OIEA organiz6 el «Curso de formaciin OIEA-COI sobre identificacion taxondmica de microalgas potencialmente
tdxcicas y diseiio e inplementacion de programas de seguimientor. El curso se desarrollé en la UNAM (México, Mazatlan),
coordinado por Ana Carolina Ruiz y Rosalba Alonso, del 26 de Octubre al 6 de Noviembre de 2009. Este
manual recoge las enseflanzas practicas impartidas asi como los protocolos de muestreo acordados para el
disefio e implementacién del programa de monitoreo. Se utiliza un lenguaje sencillo y didactico de forma que
las actividades aprendidas se puedan reproducir facilmente incluso por expertos colaboradores en el proyecto
que no tuvieron la oportunidad de asistir al curso.

El OIEA quiere expresar su agradecimiento a los expertos de Colombia (Laura Victoria Perdomo y Andrés
Leonardo Malagén), El Salvador (Jaime Espinoza) y Guatemala (Leonel Carrillo) por la revision y critica
constructiva de este manual. Al COI-IEO Centro Cientifico y de Comunicacion sobre Algas Nocivas (Vigo, Espafia) por
la edicién técnica y montaje del documento. German Ramirez-Reséndiz (UNAM, Mazatlan) contribuyé con su
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pericia en informatica y estadistica a la comparacién de resultados de los conteos de microalgas durante el curso
y a la preparacién de anexos de este documento.

Agradecemos la revisioén de algunos apartados del manual por los expertos Isabel Bravo (seccién 2.3), José M.
Franco y Pilar Riobé (seccién 2.4) y Ménica Lion (seccién 2.2.5) de Vigo (Espafia).

Esta guia fue producida dentro del proyecto de cooperacion técnica del OIEA «Diserio e implementacion de sistemas
de alerta temprana y evaluacion de la toxicidad de los florecimientos de algas nocivas (FAN) en la region del Caribe aplicando
técnicas nucleares» RLLA/7/014 en colaboracion con la COL, con la Sra. Jane Gerardo-Abaya, del Departamento
de Cooperacion Técnica de Viena, como Oficial de Manejo del Programa y la Sra. Florence Boisson, del
Laboratorio de Medio Marino del OIEA en Mdnaco, como Oficial Técnico.

Carlos M. Alonso-Herniandez

Coordinador Regional del Proyecto ARCAL RLA/7/014

Este documento no ha sido editado por el personal de los servicios editoriales del OIEA
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1. Introduccion

1.1. Floraciones Algales Nocivas

Las microalgas pigmentadas del fitoplancton son los princi-
pales productores primarios y constituyen la base de las redes
tréficas marinas. Las floraciones, o crecimiento explosivo del
fitoplancton, son un fenémeno natural que contribuye a sos-
tener la produccion de bivalvos y de pequefios peces pelagicos,
como la sardina y la anchoa. Mediante la fotosintesis, el
fitoplancton sintetiza materia organica a partir de la energfa
solar, macronutrientes —el CO, atmosférico y los nitratos,
fosfatos, silicatos, disueltos en el agua— y oligoelementos
(metales traza, vitaminas). De esta forma, el crecimiento del
fitoplancton actia como una «bomba bioldgica de carbono»
que ayuda a mitigar el efecto invernadero. Ademas, las pobla-
ciones de fitoplancton excretan a la atmosfera dimetil-sulfuro
(DMS), gas que favorece la formacion de nicleos de conden-
sacion de agua que dan lugar a las nubes, y por tanto contra-
rrestan el exceso de radiacién solar.

Sin embargo, no todas estas floraciones son beneficiosas. Las
Floraciones Algales Nocivas (FAN, en inglés HAB = Harmful
Algal Blooms), es un término adoptado por la Comision
Oceanografica Intergubernamental (COI) de la UNESCO y
aceptado internacionalmente para denominar cualquier proli-
feracion de microalgas (independientemente de su concentra-
ci6n) percibida como un dafio por su impacto negativo en la
salud publica, la acuicultura, el medio ambiente y las activida-
des recreativas.

Las mareas rojas son coloraciones o manchas del agua de
mar debido a la presencia de concentraciones elevadas —1 o
mas millones de células por litto— de microalgas plancténicas
(Fig. 1). El color, que dependera de los pigmentos de la
microalga, puede ser verdoso, pardo, rojizo, naranja, etc. Enla
mayor parte de los casos, las mareas rojas estan formadas por
microalgas inocuas y no constituyen ningun peligro para el
ecosistema si se dan en zonas abiertas con buena tasa de reno-
vacion del agua. No obstante, éstas pueden resultar perjudi-
ciales si se forman en bahifas y ensenadas confinadas con escasa
circulacion y se da alguna de las siguientes circunstancias:

— La elevada biomasa de fitoplancton que no es consumida,
sedimenta y se descompone, lo que conduce a la forma-
ci6én de fondos anoxicos, pestilencias y a la muerte de orga-

nismos que viven fijos en el fondo (benténicos). Se deno-
minan eutréficos a los sistemas de este tipo, en los que
existen desequilibrios por el exceso de produccion prima-
ria en relacién con el consumo.

— Se forman manchas en pequefias playas y bahfas visitadas
por los turistas, creando contaminacién visual, y alarma
social si el pablico no esta debidamente informado (Fig 2).

— Si se desatrollan en zonas con cultivos de peces en jaulas, la
muerte de los peces puede sobrevenir por: a) cambios brus-
cos de condiciones fisicoquimicas asociadas con la elevada
biomasa de microalgas, tales como anoxia,

hiperoxigenacién, descenso del pH, excrecién de altas con-

centraciones de amonio; b) la excreciéon de substancias
mucilaginosas por las microalgas, que provoca un aumen-
to de viscosidad del agua, atascos en la branquias y dificul-

tad en la adsorcion de oxigeno; c) la presencia de espinas y

otros apéndices de las microalgas que erosionan las agallas

de los peces y aumentan su susceptibilidad a las infecciones

bacterianas y viricas.

Algunas especies de microalgas producen potentes venenos o
toxinas. Cuando estas microalgas son filtradas por los
mejillones y otros bivalvos, las toxinas se acumulan en sus
tejidos y se transmiten a niveles superiores de la red alimenta-
ria, incluyendo a los seres humanos. Las toxinas son tan po-
tentes, que incluso a bajas concentraciones de microalgas
(10°-10*cel L) y sin que se formen manchas en el agua, pue-
den convertir a los bivalvos en no aptos para el consumo. A
estas proliferaciones, que raras veces van acompafadas de pro-
duccién de elevada biomasa, las denominaremos Episodios
de Algas Toxicas. Se producen asi las Intoxicaciones por
consumo de Bivalvos (Shellfish Poisoning), que en casos ex-
tremos pueden causar hospitalizaciones e incluso pérdida de
vidas humanas. Las intoxicaciones o sindromes se clasifican
de acuerdo con los efectos biol6gicos en los organismos. Los
mas conocidos en la region son el PSP (Paralytic Shellfish
Poisoning), el DSP (Diarrbetic Shellfish Poisoning), el ASP
(Ammnesic Shellfish Poisoning) y el NSP (Neurotoxic Shellfish
Poisoning).

Los bivalvos no son los unicos vectores de toxinas
microalgales. Otra posible via de transmision es la que, a tra-
vés de pequefios peces pelagicos planctéfagos (sardinas, an-
choas), afecta a aves y mamiferos marinos causandoles
intoxicaciones de distinta intensidad, desde efectos subletales
hasta la muerte. Ademds, si bien no se trata de fitoplancton,

Fig. 1. Marea roja (izda.) del ciliado fotosintético Mesodininm rubrum (dcha.) en la Bahia de Mazatlan, Sinaloa, México. Esta discoloracion, sin
efecto nocivo aparente sobre la biota, se observé del 11 al 20 de enero de 2009 (Foto R. Alonso).
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hay que mencionar que existen FANs causadas por microalgas
bentonicas, que viven adheridas a macroalgas (epifitas) o a
otro tipo de substratos. Las mas conocidas son las causantes
del envenenamiento por consumo de peces llamado Cigua-
tera (CFP = Ciguatera Fish Poisoning), sindrome endémico de
regiones tropicales y subtropicales, causado por microalgas
(Gambierdiscus spp.) que viven asociadas a los arrecifes de coral
y se trasmiten, a través de pequefios peces herbivoros, a peces
comestibles de mayor tamafio (barracudas y otros). Otro ejem-
plo de FAN bentonicas son las floraciones de Ostregpsis spp.
cuyas toxinas, liberadas al agua de mar, pasan al aerosol mati-
no y causan irritaciones de la vias respiratorias y la piel de los
bafiistas. Por dltimo, hay que mencionar el impacto de las
floraciones de cianobacterias en ambientes dulceacuicolas y
salobres.

Los grupos de toxinas de origen microalgal causantes de los
sindromes mencionados son:

— Toxinas de tipo paralizante (PST = Paralytic Shellfish
Toxins), producidas por dinoflageladas de los géneros

Alexcandrinm, Gymnodininm y Pyrodinium.

— Toxinas lipofilicas (DST = Diarrhetic Shellfish Toxins, pec-
tenotoxinas y yesotoxinas). Las toxinas diarreicas (acido
ocadaico y dinophysistoxinas) son producidas por
dinoflageladas del género Dingphysis y especies benténicas
del género Prorocentrumy las pectenotoxinas por Dinophysis
spp. v las yesotoxinas por Gonyaulax spinifera, Lingulodinium
polyedrum y Protoceratinm reticulatum.

— Toxinas de tipo amnésico (AST = _Ammnesic Shellfish Toxins),

producidas por diatomeas del género Pseudo-nitzschia.

— Toxinas neurotéxicas INST = Neurotoxic Shellfish Toxins),
producidas por especies del género Karenia, tales como K.
brevis en el Golfo de México.

— Ciguatoxinas (CTX = Cignatoxins), producidas por di-
noflagelados benténicos del género Gamsbierdiscus.

— Cianotoxinas producidas por cianobacterias.

Existen también floraciones microalgales ictiotoxicas,
productoras de toxinas hemoliticas o de substancias oxidantes
(ROS = Reactive Oxcygen Species) que se liberan al medio y cau-
san mortandades de peces silvestres o en cultivo. La prolifera-
ci6én de estas especies puede tener efectos devastadores en las
granjas de peces cultivados en jaulas marinas. Son muy cono-
cidas las mortandades de salmoénidos y otros peces cultivados
causadas por floraciones de pequefias flageladas rafidoficeas,
tales como Heterosigma akashiwo (conocidas en Chile como
«marea caféy) y varias especies del género Chattonella, causantes
de mortandades de peces en el Golfo de California (México).

Sobre la base de los dafios que ocasionan, hacemos una clasi-
ficacién de las FAN aqui comentadas, en:

— Floraciones algales de elevada biomasa, no toxicas, que
pueden causar dafios de tipo fisico-quimico

— Floraciones productoras de toxinas que se transfieren a
través de la cadena tréfica;

— Floraciones algales ictiotoxicas;

— Floraciones de microalgas productoras de toxinas que se
transfieren a través del acrosol marino y causan irritaciones.

— Floraciones de Cianobacterias (CHAB = Cyanobacterial
Harmful Algal Blooms)

Hay que sefialar que algunas FAN pueden causar multiples
efectos nocivos. El ejemplo mas notorio lo constituyen las
floraciones del dinoflagelado Karenia brevis en el Golfo de
México: sus neurotoxinas (NSP = Nexurotoxic Shellfish Poisoning)
son transferidas a través de la cadena tréfica, causando incluso

Fig. 2. Marea roja de Noctiluca scintillans en Punta del Este, Uruguay, noviembre de 2003. Esta FAN no caus6 ningin dafio aparente a los
humanos o la fauna marina pero si alarma social por tratarse de una importante zona turistica. (Foto M. Gallardo cedida por S. Méndez).
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la muerte de mamiferos marinos; sus floraciones de elevada
biomasa causan muertes masivas de organismos marinos de
fondo y ademds sus toxinas se transfieren al acrosol marino,
causando irritaciones en las vias respiratorias y piel de los ba-
fiistas (ver Informe de México en IOCARIBE-ANCA 2007).

1.2. Floraciones Algales Nocivas en América
Latina y el Caribe

Los reportes de impactos socioeconémicos de las FAN en los
pafses de América Latina y el Caribe estan creciendo en paralelo
con la creciente explotacién de sus zonas costeras por las acti-
vidades turfsticas y la acuicultura. En la region se dan ejemplos
de todas las clases de FAN (IOCARIBE-ANCA, 2007; IOC-
FANSA, 1995) citadas en el apartado anterior, pero las que
tienen un mayor impacto socioeconémico son las FAN pro-
ductoras de toxinas que, incluso a moderadas concentraciones
no formadoras de manchas, se acumulan en los bivalvos y los
peces y se transfieren a través de la cadena tréfica. Estos even-
tos de microalgas toxicas constituyen una amenaza para la
salud publica y para la explotacién de los recursos marinos. La
situacion puede ser especialmente grave: a) en zonas costeras
donde matiscos y peces son parte habitual de la dietalocal y no
existe un programa de salubridad (seguridad alimentaria) de
los productos de la pesca; b) si la falta de estos controles
sanitarios dan lugar a una prohibicion de las exportaciones a
terceros pafses (Estados Unidos, Unién Europea) con estric-
tas medidas regulatorias.

La acumulacién de toxinas paralizantes en bivalvos (PST) aso-
ciadas con las floraciones de Pyrodininm babamensevat. compressum
en la costa Pacifica y de Gymnodininm catenatum, tanto en las
costas del Pacifico como en las del Caribe, han causado cientos
de casos de personas intoxicadas y cerca de cien victimas mot-
tales en las Ultimas décadas (Mee et al. 1989, Rosales-Loessner
1989, IOCARIBE-ANCA 2007). La ciguatera, causada por el
consumo de ciertas especies de peces tropicales que se alimen-
tan en zonas de arrecifes coralinos, es sin duda la principal
fuente de intoxicaciones humanas asociadas a productos ma-
rinos en la region. La ciguatera es un sindrome endémico en el
Caribe donde constituye una seria amenaza para la salud pu-
blica, las pesquerfas locales y el turismo (Tester et al., 2009).
Todos los afios se registran varios cientos de casos, pero mu-
chos otros pasan desapercibidos por el desconocimiento de
los médicos y la poblacion en la identificacién de sus sinto-
mas. Ademas, la ciguatera es un sindrome recurrente en los
pacientes que lo sufren, y si bien raras veces es mortal, causa
trastornos gastrointestinales y neurotoxicos a las victimas y
repercute econémicamente en considerables pérdidas de jor-
nadas de trabajo (Tosteson en informe IOCARIBE-ANCA,
1998).

En algunos paises de la regién LAC (Latinoamerica y el Cari-
be) no existe ninguin programa establecido de seguimiento o
monitoreo de microalgas potencialmente toxicas y ficotoxinas
para garantizar la salubridad de los productos marinos y sal-
vaguardar la salud publica. Con frecuencia, el apoyo esporadi-
co de las autoridades y el esfuerzo de los expertos para llevar a
cabo muestreos de fitoplancton y biotoxinas se ponen en
marcha demasiado tarde, es decir, cuando aparece una mancha
de plancton sospechosa o cuando tiene lugar un brote toxico.

En miés de una ocasion, la ignorancia sobre los organismos
causantes de eventos toxicos ha disparado la alarma social y el
cese de consumo de productos marinos ante la mera aparicion
de una mancha de plancton (constatada mas tarde como to-
talmente inocua) y el efecto alarmista de los medios de comu-
nicacion. Tal fue el caso tras la formacién de una marea roja (>
2 -10%cel - L") del dinoflagelado Gonyaniax: cf polygramma enla
Bahfa de Cartagena (Colombia) en mayo de 2010 (Fig. 3). En
otros pafses, los programas de monitoreo se limitan al con-
trol sanitario de los moluscos y peces destinados a la exporta-
cién, ya que la falta de controles estandardizados impedirfa el
ingreso de sus productos a los Estados Unidos, la Unién
Europea y otros mercados. Mientras tanto, la poblaciéon que
recolecta bivalvos y peces para su consumo familiar se expone
a elevados riesgos sanitarios al consumir productos marinos
no controlados.

Uno de los principales retos a los que se han de enfren-
tar los expertos es el hacer tomar conciencia a las autori-
dades sanitarias y pesqueras de sus respectivos pafses
sobre la naturaleza del problema y la necesidad de esta-
blecer programas de alerta temprana. Estos programas
contribuirfan a:

1. Mejorar el manejo de los eventos toxicos que conlle-
van incluso la pérdida de vidas humanas.

2. Disefar planes de contingencia y mitigar el impacto
de los eventos toxicos en la explotacién de los recut-
sos marisqueros, las pesquerias artesanales y el turis-
mo.

1.3. El Proyecto OIEA-ARCAL RLA/7/014 y sus
objetivos

En 2009 se puso en marcha el proyecto OIEA-ARCAL RLA/
7/014 sobte Diserio ¢ Implementacion de Alerta Temprana y Eva-
Inacion de la Toxicidad de Floraciones Algales Nocivas en América
Latinay el Caribe. Aplicacion de técnicas nucleares avanzadas, evalna-
ciones radioecotoxicoldgicas 'y bioensayos en las costas de Chile,
Colombia, Costa Rica, Cuba, Republica Dominicana, El Sal-
vador, Haiti, Honduras, México, Nicaragua, Uruguay y Vene-
zuela.

El principal objetivo de este proyecto de 5 afios de duracion,
supervisado por el Departamento de Cooperacion Técnica de
Viena con el apoyo del Laboratorio de Medio Marino del
OIEA en Ménaco es:

Transferir el uso de técnicas basadas en is6topos
radiactivos para su aplicacion en:

a) Deteccién temprana y cuantificacién de toxinas pa-
ralizantes (PSP) y ciguatera (CFP).

b) Reconstruccion de la historia de aparicion de even-
tos toxicos en la region.



Introduccion

Fig. 3. Marea rojass ocurridas Colombia, 2010, ambas sin efectos nocivos sobre la salud humana o la fauna marina. A) Mancha producida por
Gonyanlax sp. en mayo, asociada con niveles de oxigeno, amonio y fosfatos altos respecto a los registros histéricos. B) Marea roja de gran
extension generada por Cochlodininm polykrikoides en el area de la Bahia de Santa Marta, en octubre. (Fotos INVEMAR).

Los métodos que se desatrollaran son el radioensayo (Recepror
Binding Assay, RBA) y el fechado de sedimentos mediante el
analisis de quistes contemporaneos y fésiles. Ademas se me-
joraran las capacidades de los paises integrantes del proyecto
para el seguimiento de microalgas potencialmente téxicas y
ficotoxinas. La informacién generada contribuird
significativamente a mitigar los impactos socioeconémicos
causados por las intoxicaciones de tipo paralizante (PSP) y la
ciguatera en Latinoamérica.

Durante la primera reunién de coordinacién del proyecto
ARCAL RLA/7/014 (La Habana, Cuba, 27-30 de enero de
2009) se estableci6 un plan de trabajo para el proyecto, basado
en los informes nacionales presentados por las contrapartes, y
la contribucién de expertos de la NOAA-Center for Coastal
Environmental Health and Biomolecular Research (Chatleston, SC,
US), del Centro COI-IEO Cientifico y de Comunicacion so-
bre Algas Nocivas (Vigo, Espafia) y del Grupo Regional COI-
ANCA (Algas Nocivas en el Caribe). Se aprobd el establecimien-
to de laboratorios de referencia debidamente equipados para
actuar como centros de demostracion y asesorar sobre la pues-
ta en marcha de técnicas analiticas, elaboracion de guias y capa-
citacion de recursos humanos. La experiencia adquirida du-
rante un proyecto OIEA anterior en Chile, coordinado por el
Prof. Benjamin Sudrez-Isla, formaria patte de la transferencia
de tecnologfa a otros paises de Latinoamérica, convirtiendo el
proyecto ARCAL RLA/7/014 en un buen ejemplo de cola-
boracién Sur-Sur. Otra de las actividades fue la realizacion de
un curso de formacién, de dos semanas de duracion, sobre
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identificacién taxonémica de microalgas potencialmente toxi-
cas y disefio e implementacién de programas de seguimiento.
El curso se desarroll6 en la UNAM (México, Mazatlan), del 26
de octubre al 6 de noviembre de 2009. Este manual recoge las
enseflanzas practicas impartidas, asf como los protocolos de
muestreo acordados para el desarrollo del proyecto. Los obje-
tivos parciales que se esperan alcanzar son:

- Puesta en marcha de un programa comun de segui-
miento de microalgas potencialmente tdxicas y con-
diciones ambientales mediante muestreos mensua-
les (minimo), en dos estaciones fijas por pafs.

- Obtener un listado de las especies potencialmente
toxicas de la region y su distribucion espacio-tem-
poral.

- Identificar los agentes de eventos toxicos.

- Fomentar la cooperacién interregional sobre el tema
y establecer una red de comunicacién que permita
transmitir alertas entre pafses vecinos.
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Diserto de un plan de monitoreo

2. Diseino de un plan de monitoreo
de microalgas potencialmente
toxicas. Criterios generales

El principal objetivo del monitoreo a aplicar en el proyecto
RLA/7/014 es la alerta temprana de floraciones de microalgas
potencialmente toxicas, cuyas toxinas se transfieren a través de
la cadena tréfica y afectan a la salud publica. Para minimizar el
impacto negativo de este tipo de eventos, se pueden aplicar
dos estrategias de monitoreo:

a) Control dela presencia de especies potencialmente toxicas.

b) Control de la presencia de toxinas en los recursos comet-
cializados.

El disefio de un programa de monitoreo se basa en parte en el
conocimiento de la hidrografia y de la ecologfa del fitoplancton
del area costera que se va a controlar. Si no se dispone de
informacion previa, no existe otra alternativa que no sea co-
menzar un monitoreo extensivo que cubra la mayor parte del
area de estudio y que se ird ajustando a medida que se genere
informacién apropiada.

Es esencial que el programa de monitoreo se disefie de
forma que asegure:

— la deteccién temprana de la presencia de especies
potencialmente téxicas y de sus toxinas en los pro-
ductos marinos que permita proteger la salud pa-
blica e implementar estrategias de manejo;

— un programa rentable, es decit, que tenga una buena
relacién costo/valor del recurso que se pretende pro-
teger.

Dado quelalista de especies dafiinas deberfa considerarse siem-
pre «abierta» a la inclusiéon de nuevas especies téxicas, el pro-
grama ideal serfa aquel que determinara la composicion de
toda la comunidad fitoplancténica, a lo largo del afio, en las
4reas de importancia comertcial y/o recreativa. Dado que esto
requiere un enorme esfuerzo humano, para el presente pro-
yecto se propone un monitoreo cuidadoso de la lista de espe-
cies potencialmente toxicas citadas para la region, elaborada
tras la revision bibliografica y de informes nacionales por los
expertos de los distintos pafses, complementada por infor-
macién previa recopilada por el Grupo COI de Algas Nocivas en
e/ Caribe y Regiones Adyacentes (ANCA). Al mismo tiempo se
ha tenido en cuenta la lista global de referencia de especies
toxicas preparada por el Task Team on Phytoplankton Taxonomy
del Panel de Expertos de la COI (Moestrup et al. 2009) (véase
Anexo 1). Los criterios que deben aplicarse a la identificacion
morfoldgica de estas especies se explicaron en el transcurso del
OIEA-COI Curso Regional de Formacion sobre Taxonomia y
Monitoreo de Microalgas Marinas Toxicas (UNAM, Mazatlan,
México, 26 octubre a 6 de noviembre de 2009) (véase Anexo 0,
Taxonomfa de Microalgas Téxicas).
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Es importante recordar que el monitoreo de microalgas
no ofrece por sf mismo una proteccion suficiente de la
salud publica. Si el 4rea estudiada tiene una cobertura

espacio-temporal aceptable, permite dar una alerta tem-

prana a partir de la cual se intensifican los controles de

presencia de toxinas en los productos marinos.

2.1 Seleccion de los sitios de muestreo

El establecimiento de las estaciones primarias —o puntos de
muestreo permanentes, pot set considerados los mas repre-
sentativos— debe tener en cuenta los siguientes factores:

— Registros histéricos de eventos téxicos, que proporciona-
ran una idea de los «puntos calientes» o zonas de riesgo
donde ya se han registrados casos en el pasado.

— Movimientos de las masas de agua: mecanismos fisicos
conocidos de transporte desde un frente (de marea,
estuarico, de afloramiento) alejado de la costa (¢cross-shelf), o
corrientes a lo largo de la costa (along-shore).

— Ubicacion de los «frentes» o zonas de frontera entre masas
de agua distintas.

Si existen mecanismos de transporte conocidos, las estaciones
de muestreo se fijaran en sentido «contra-corriente» en la di-
reccion que va de las zonas de interés, tales como bancos natu-
rales o zonas de cultivo, a los frentes o corrientes. Asi, por
ejemplo, en un fiordo, estuario o bahia, la deteccién de espe-
cies problema en una estacién externa situada en la boca (parte
mas ancha) del sistema, en comunicaciéon con mar abietto,
permite avisar con antelacion sobre lo que se acerca a las zonas
interiores donde se encuentran los cultivos o bancos natura-
les.

Los frentes de plataforma —zona de encuentro entre aguas
extetiores estratificadas y aguas interiores mezcladas— ofre-
cen condiciones 6ptimas para el desatrollo y/o acumulacién
fisica de dinoflagelados (Catreto 7 al, 19806) y son zonas de
elevada productividad. La presencia de estos frentes en mar
abierto puede actuar como «fuente» de algas nocivas que seran
transportadas a las zonas de cultivo bajo condiciones meteo-
rolégicas favorables. En zonas de circulacion estuarica positi-
va es normal la presencia de frentes salinos, que se forman en
la zona de encuentro entre las aguas salobres que salen por
superficie y las aguas exteriores, mas salinas, de la plataforma
adyacente. La deteccion de especies nocivas en los frentes pet-
mite dar una alerta temprana del inicio de poblaciones que
pueden alcanzar después las zonas sensibles desde un punto
de vista socioecondémico. Un buen ejemplo de frente estuarico
es el originado por el Rio de la Plata, limite sur de Uruguay,
que descarga agua dulce de una vasta cuenca de 3.200.000 km?
procedente de 5 paises. Frente a Uruguay se produce la Con-
vergencia Subtropical, un importante frente termohalino en-
tre aguas tropicales y subantarticas. La dinamica estacional de
las principales especies productoras de toxinas paralizantes de



Guia de monitoreo de microalgas tixicas

bivalvos (PST) en Uruguay esta intimamente relacionada con
la situacién de este frente.

Otro ejemplo de «frente vertical» serfan las termoclinas, o zo-
nas de fuerte gradiente térmico que se forman en los meses de
mayor insolacion y las haloclinas, o zonas de maximo gradiente
de salinidad, de especial importancia después de fuertes llu-
vias. La distribucion vertical de estos gradientes de densidad
es de enorme importancia a la hora de determinar las profun-
didades de muestreo en cada estacién ya que son zonas opti-
mas de crecimiento y/o acumulacién de dinoflagelados y
diatomeas pennadas.

En resumen: es importante conocer donde se sitdan
los frentes, las zonas de discontinuidad de la columna
de agua, y como se mueven las masas de agua en res-
puesta a la meteorologfa local (régimen de vientos, llu-
vias, etc.). Es imprescindible discutir la localizacién de
los puntos de muestreo con expertos que conozcan la
hidrodinamica local.

Durante el encuentro en Mazatlin (octubre-noviembre de
2009), hubo una sesion destinada a discutir las caracteristicas y
la ubicacion recomendada de los puntos donde se llevarfan a
cabo los muestreos petiddicos del proyecto RLA/7/014. Los
puntos elegidos y sus caracteristicas se resumen en el Anexo 2.
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Material y métodos para el muestreo

2.2 Material y métodos para el muestreo
de fitoplancton y condiciones ambientales

Material y equipo:

Listado de material y equipo (lista de cotejo) para prepara-
cién del muestreo.

Tabla de campo y estadillo (planilla) para anotacion de da-
tos (ver Anexo 3).

Sondas multiparamétricas, CTD, u otro equipo disponi-
ble para toma de datos in situ de salinidad, temperatura,
pH, oxigeno disuelto, clorofila, etc. (seccién 2.2.1).

Termémetro de inmersién con escala de 0.1°C (en caso de
fallo de la sonda).

Disco de Secchi con peso y cuerda marcadaacadal mya
cada 25 cm (2.2.2).

Red de plancton de 20 um con un peso (plomo) para
asegurar el descenso y soga, con nudos o cintas marcadoras
cada metro para conocer la profundidad a la que se baja
durante el arrastre vertical (2.2.3).

Botella oceanografica (si ha sido escogido como método
de muestreo en vez de manguera) con cuerda y mensajeros
(2.2.4).

Tubo o manguera muestreadora con los segmentos nece-
sarios para cubrir la longitud maxima de la columna de
agua de los sitios de muestreo (2.2.5).

Recipiente de plastico de boca ancha con tapa de rosca (100-
200 mL) para la recogida del arrastre.

Frasco lavador (pizeta) con agua de mar filtrada.
Malla de 150 pm.

Recipientes de plastico para vaciar las muestras de la man-

gucra.

Frascos ahumados o resistentes al UV, etiquetados, para
muestras de agua destinadas a analisis cuantitativo de
plancton.

Pipetas (o dosificadores automaticos) y soluciones fijadoras
(formol, lugol).

Rotuladores o plumones indelebles y etiquetas.

Recipiente con aislamiento térmico para transporte de
muestras.

Meétodo:

1.

2.
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Una vez situados en el sitio de muestreo se corroboran las
coordenadas con el GPS, y se anotan las posibles desvia-
ciones de las coordenadas del punto de muestreo.

Se anota la hora, estado de marea y toda la informacion
meteorolégica posible (vientos, cobertura del cielo, lluvias
en dias previos).

3.

b)

Se baja el disco de Secchi y se anota la profundidad (m) ala
que deja de verse.

. Se hace el lance para arrastre vertical de red.

. Abrir lallave/desentoscar el colector de la red, recoger el

arrastre enlajarray:

si el arrastre se va a observar poco tiempo después (1-2 h),
verter el arrastre en el recipiente, con tapon de rosca, en el
que vaya a set transportado.

si se vaa observar horas después de la recogida, conviene
filtrar el arrastre a través de malla de 150 um para eliminar
organismos zooplancténicos que consumen el fitoplancton
y diluir el arrastre con agua de superficie para que se man-
tenga en mejores condiciones.

si el arrastre no se va a poder observar hasta el dfa siguiente
y/ o resulta dificil mantenetlo fresco, verter el arrastre en el
frasco con tapon de rosca donde sera transportado y fijatlo
con formol (4% de concentracion final).

. Lanzar la manguera muestreadora lentamente, con todas

las llaves abiertas, hasta llegar a la marca de supetficie (ver
seccion 2.2.5). Cerrar la llave de paso del extremo supetior
e izar la manguera lentamente cerrando la llave de cada
segmento hasta recuperatla completamente en la supetficie
del barco.

. Vaciar el contenido de la manguera, abriendo la llave de

paso de cada seccion y vertiendo el contenido en el recipien-
te de plastico con ayuda del embudo.

. Mover suavemente y tomar una alicuota (250-500 mL) en

el frasco etiquetado (fecha, estaciéon de muestreo, tipo de
muestra) y fijar con lugol.

Consideraciones:

Se suministran los pasos para el muestreo «basico» de
fitoplancton acordado para el proyecto ARCAL RLA/7/
014. Puede ser que algunos laboratorios dispongan de
medios para ademds tomar muestras para medir otros
parametros (nutrientes, clorofila, oxigeno disuelto, etc.)
que no se explican aqui.

Los arrastres de red se deberfan observar iz vivo siempre
que fuera posible, ya que algunas especies desnudas son
dificiles de reconocer en muestras fijadas. Las observacio-
nes de arrastres de red permiten hacer un listado «cualitati-
vox de las especies presentes. Esto es muy importante, ya
que algunas especies potencialmente toxicas pudieran estar
presentes en concentraciones por debajo del nivel de detec-
cién de los métodos cuantitativos empleados. Asi pues,

permite tener elementos para una alerta temprana de la
presencia de especies peligrosas que se encuentren por de-
bajo del nivel de deteccion de los métodos cuantitativos
empleados.

Se acord6 que se tomarfa una sola muestra integrada de
manguera en cada estacién. No obstante, en la seccién 2.2.5
se describe la manguera divisible de Lindahl (1986), que
consta de 4 segmentos de 5 m cada uno. .a manguera de
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varios segmentos es mas facil de manipular y da informa-
ci6én sobre diferencias entre el ambiente superficial y el de
fondo. Ademas, aquéllos con mis interés/posibilidades
de estudiar la ecologfa de las FANs en su region, pueden
vaciar los segmentos de la manguera en recipientes separa-
dos y tomar muestras de distintos rangos de profundidad
(0-5,5-10, 10-15, 15-20 m) de la columna de agua.

— Algunos participantes del proyecto han escogido estacio-

nes de muestreo muy someras (de unos pocos metros de
profundidad) que deberan ser muestreadas con tubos rigi-
dos de PVC (1-2 m) con valvula de retencién (valvula check)
que permite la entrada de agua pero no la salida o un tapén
de goma en la parte superior; con botellas oceanograficas,
o incluso con un cubo si se trata de una zona de agua bien
mezclada.
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Temperatura y salinidad - Sondas multiparamétricas y CDTs

2.2.1 Temperatura y salinidad. Sondas
multiparamétricas y CTDs

La temperatura (T) y salinidad (S) son importantes parametros
ambientales que afectan a la fisiologfa de las microalgas. Cada
especie tiene un rango 6ptimo de Ty S dentro del cual su
desarrollo es 6ptimo. Ademas de los valores absolutos de T'y
S es muy importante conocer su distribucion vertical. Las ca-
racteristicas termo-halinas del agua determinan su densidad, y
la tasa de variacion de la densidad con la profundidad (gradiente
de densidad) determina la estabilidad estatica de la columna
de agua.

Los maximos poblacionales (picos) de muchas especies FAN
se han reportado en asociacion con marcados gradientes de
densidad de la columna de agua tales como los observados
en:

a) Termoclinas o capas de agua con gradiente de temperatura
pronunciados que se forman en las épocas de maxima
insolacién.

b) Haloclinas o capas de agua con gradiente de salinidad pro-
nunciado que se forman tras fuertes lluvias, o en zonas de
aportes de agua dulce, tales como los estuarios.

o Picnoclinas o capas de agua con gradiente de densidad pro-
nunciado. La nutriclina o capa de agua con gradiente de
nutrientes pronunciado suele coincidir con la picnoclina.

En zonas de afloramiento, la nutriclina es la zona de transi-
ci6én entre la capa de agua de superficie, mas cilida y pobre en

b

nutrientes y el agua aflorada del fondo, mas frfa y rica en
nutrientes.

Al hacer los muestreos de fitoplancton, es importante tener
en cuenta la distribucién vertical de T'y S tipica de la localidad.
Las capas con fuertes gradientes de densidad son importantes
zonas de agregacién de microorganismos (por acumulacién
fisica o por ser una capa de condiciones 6ptimas de crecimien-
to) y de formacién de maximos de clorofila.

La toma de datos de T y S se puede hacer mediante (Fig: 1):

— Método tradicional: lance de botellas oceanograficas con
termémetros de inversion. Se toma agua de la botella
oceanografica en botellas de vidrio con tapa de rosca para
determinacién de salinidad (S) en laboratotio.

— Termoémetro de inmersion (precision de 0.1 °C) y botella
oceanografica para toma de muestra de agua para determi-
nar S en laboratotio.

— Sonda multiparamétrica (YSI 6600-2 u otras) con cable
hidrografico de longitud suficiente para cubrir la profundi-
dad deseada y con sensores para las variables contempla-
das en el estudio.

— Sonda CTD (Conductivity, Temperature, Depth). Estos equi-
pos brindan una mayor precisién que las sondas
multiparamétricas en los datos para estudios oceanograficos
y pueden incluir sensores para otros parametros (fluores-
cencia in vivo, oxigeno disuelto, pH, turbidez, etc.). Re-
quieren de un buen servicio de calibrado. Al sumergirlo en
el agua (lance) hay que dejarlo al menos 1 min en reposo
antes de hacetlo descender.

Fig. 1. Izda., uso de termémetro de inmersion introduciéndolo directamente en la botella oceanografica; Centro, sonda multiparamétrica
YSI para medir temperatura y salinidad; Dcha. Sonda multiparamétrica CTD (Conductivity, Temperature, Depth) colgada del torno del barco
antes de ser lanzada.
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2.2.2 Transparencia: disco de Secchi

El disco de Secchi es un sencillo instrumento artesanal uti-
lizado para estimar la penetraciéon luminosa o transparencia
del agua, que es inversamente proporcional a la turbidez de la
columna de agua. A su vez, la turbidez depende de la concen-
tracién de particulas en suspension, tales como el fitoplancton,
sedimentos de erosion o resuspendidos del fondo, descargas
de efluentes de origen antropogénico, etc. Este material en
suspension causa dispersion (scattering) y absorcion de la luz
por las substancias coloreadas (pigmentos, substancias
humicas disueltas).

Los componentes del disco de Secchi (Fig, 1) son:

— Circulo de aproximadamente 30 cm de didmetro, preferen-
temente de polietileno, que puede llevar o no un refuerzo
de acero inoxidable; color blanco, o si se prefiere aumentar
el contraste, alternancia de color blanco y negtro en el circulo
dividido en cuartos

— Cuerda o soga atada al disco, que debera ir graduada (des-
tacando las marcas cada metro y otras intercaladas cada
25 cm);

— Peso o plomo para el lastrado del disco.

Para la medicién de la profundidad de visién del disco
Secchi, se baja el disco desde la embarcacién, a sotavento y en
ellado de sombra para evitar reflejos en la superficie. El disco
debe ir bien lastrado, para conseguir la maxima
perpendicularidad del cabo que lo sujeta respecto a la superfi-
cie y minimizar la accién de la corrientes.

Se anota la profundidad ala que llega el disco justo cuando se
pierde de vista. Para hacer una medicion adecuada, se requiere
hacer ligeros largados y tirones del disco hasta ubicar la pro-
fundidad en la que deja de verse. Para mayor precisiéon de la
medida, repetir la operacion y anotar el valor promedio de las
dos medidas.

A partir de las medidas anteriores se puede estimar la profun-
didad de compensacién (aproximadamente 2.7 veces la pro-
fundidad de visién del disco de Secchi), profundidad a la que
el oxigeno producido por fotosintesis es igual al consumido
por respiracion. Esta es la capa donde la disponibilidad de 1a
luz permite la fotosintesis y por tanto la capa de agua apta
para el crecimiento del fitoplancton.

LLa medida de profundidad de visién del disco Secchi
(D) es de gran utilidad para elegir las profundidades
adecuadas de toma de muestras para analisis de
fitoplancton. Asf pues, en aguas oceanicas muy trans-
patentes la capa fotica y profundidad de compensacion
(aprox. 2.7 x D) es mucho mas profunda que en aguas
costeras de elevada turbidez, y es necesario planear las
profundidades de toma de muestras en consonancia.

I<— soga

Lastre o
plomo

Fig. 1. Distintos modelos y partes de un disco de Secchi y aspecto
de un disco sumergido en aguas con abundantes pigmentos
verdosos.

15



Redes de plancton

2.2.3 Redes de plancton

El fitoplancton se presenta normalmente en densidades mo-
deradas o bajas que dificultan su observacion directa al mi-
croscopio 6ptico, por lo que se necesita una concentracion de
la muestra. Las redes de plancton troncoconicas constituyen el
método mis tradicional de muestreo empleado para concen-
trar muestras de campo (Fig, 1).

Para los muestreos rutinarios de programas de
monitoreo de FANs se emplearan redes de plancton
con una apertura de malla de 10-20 um. Se hara un
arrastre vertical, desde la profundidad de la capa fética
(estimada a partir de la profundidad de visioén del disco
de Secchi) hasta superficie.

Alllegar al sitio de muestreo, los pasos a seguir son:

— Se bajala red de plancton de la embarcacion con su colector,
peso o plomo y cabo (soga) con marcas de longitud.

— Seasegura que la red no haya acumulado bolsas de aire que
impiden su descenso vertical y la hacen flotar. En el tltimo
caso, «purgar la red, es decir, hacer que entre agua por la
boca y salga por el colector, izarla y bajarla de nuevo.

— Cuando la red llega a la profundidad deseada, comenzar a
izatla lenta y cuidadosamente (la malla es un material muy

delicado que se rompe con facilidad).

— Una vez recuperada la red, desenroscar (o desmontar) el
colector y verter el contenido en el recipiente donde serd
transportado in vivo al laboratorio.

— Si fuera a transcurrir mucho tiempo (varias horas) desde la
colecta hasta la observacion, se recomienda fijar una alicuo-
ta de la muestra con formol (al 4% final), ya que las mues-
tras de arrastre se estropean rapido, en especial si son muy
densas y cuando la temperatura ambiente es elevada.

La muestras obtenidas con arrastres de red no son ade-
cuadas para analisis cuantitativos, pues la red es un
método selectivo (selecciona a las especies de tamafio
superior a la abertura de malla y deja escapar gran parte
de las pequefias). No obstante, la gran cantidad de agua
filtrada con un simple atrastre vertical en la capa de agua
iluminada, podra permitir la deteccién temprana de es-
pecies potencialmente téxicas que son poco abundan-
tes (¢j. Dinophysis spp.) o que se encuentren en la fase
inicial de desatrollo de la floracion (ej.: Abexandrinm spp)
en concentraciones inferiotes al limite de deteccion me-
diante la técnica de Utermohl (20-40 cel L' si se em-
plean columnas de sedimentacion de 25-50 ml).

Es muy aconsejable mantener la muestra de arrastre sin fijar
para su observaciéon microscopica 2 vivo tan pronto como se
llegue al laboratorio, ya que hay especies desnudas cuya identi-
ficacién es mucho mas facil de esta manera. Las muestras se
mantendran en frascos de vidrio y en un recipiente termoaislante
portatil. Sila coloracion del arrastre denotara una elevada con-
centracion de plancton, se diluira la muestra con agua de la
misma estacién hasta que adquiera una tonalidad muy ligera.
En el caso de manchas, se puede muestrear directamente con
un recipiente (sin red) y conviene diluir con agua mas clara de
otra profundidad, si se pretende que las células lleguen vivas al
laboratorio. Si por otra parte se observa una concentraciéon

Fig. 1. Izda. Red de plancton con colector con llave acoplada para la descarga de la muestra. Dcha. Red de plancton con colector o copo y
peso acoplado para el descenso en el agua (modelo suministrado a los participantes en el proyecto RLA/7/014).
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muy elevada de organismos zooplancténicos, conviene pasar
la muestra por una malla de 150 um para eliminar a los gran-
des filtradores (si bien corremos entonces el riego de perder
dinoflagelados de gran tamafio, como Noctluca spp., o las
cadenas largas de algunos Alexandrinm spp. y Gymmnodinium

spp.).

Las redes se enjuagaran después de su uso con agua dulce con
ayuda de una manguera. A veces puede ser necesario lavar la
red (sin el colector y los aros de sujecién) con una pequefia
cantidad de detergente neutro (o en una lavadora doméstica
con un ciclo de lavado para prendas delicadas o lana). De lo

contrario, la malla se ira obstruyendo paulatinamente, y per-
dera eficiencia de filtrado. No se recomienda el uso de sopot-
tes o aros metalicos, que acortan la vida de la red por proble-
mas de corrosion, siendo satisfactorios los soportes de PVCy
la sujecion con fuertes hilos de algodén graso o de nylon. El
colector puede ser un cilindro de PVC, con fondo cerrado, que
causard menos friccién a las células que en el caso de colectores
con fondo desmontable de red. Existen disefios modernos
de red cuyo colector lleva una llave en el extremo inferior, lo
que facilita sobremanera la recolecta dela muestra.

17



Botellas oceanogrdficas

2.2.4 Botellas oceanograficas

Las botellas oceanograficas son equipos disefiados para to-
mar muestras de agua a una profundidad especifica de la co-
lumna de agua. La botella, que es un cilindro metalico o plas-
tico con dos tapas, se sujeta a un cable con sus dos tapas
abiertas y sujetas de forma que se disparen y cierren cuando se
presione el dispositivo de cierre por el «mensajeron.

Los pasos a seguir son (Fig. 1):

— Sujetar la botella al cable, con las dos tapas sujetas en modo
«abiertas»

— Hacer descender la botella en el agua mediante el cable; una
vez alcanzada la profundidad requerida, se lanza a través
del cable un peso metalico denominado «mensajero». Cuan-
do el mensajero golpea el dispositivo de cierre, las dos
tapas se cierran inmediatamente, y la botella atrapa el agua
de la profundidad ala que se encontrab.

— Izarel cable y recuperar la botella. Se pueden fijar en el cable
una secuencia de botellas y mensajeros a intervalos deter-
minados de forma que se tomen simultineamente, en un
mismo lance, muestras de distintas profundidades.

Las antiguas botellas Nansen llevaban pares de termémetros
de inversién acoplados. Cuando eran golpeadas por el men-
sajero giraban 180°, lo cual hacfa que se cortara la columna de
mercurio del termémetro de inversién para que se mantuvie-
rala medida de temperatura tomada 77 situ. De esta forma, se
obtenfa agua y se medifa la temperatura de la misma a una
profundidad determinada. I.a diferencia de lectura entre el ter-
moémetro encapsulado (resistente a la presién) y el otro no
protegido, permitfa hacer estimaciones de presion. Actualmente
se usan las botellas Niskin, que no giran al ser golpeadas, y la
temperatura se mide con sondas multiparamétricas
(termosalinémetros, CTD, etc.). En campafias oceanograficas
se usan las «rosetas» o dispositivos circulares que agrupan
hasta 24 botellas Niskin en un mismo lance (Fig. 1).

Las botellas oceanograficas suministran muestras de
agua apropiadas para analisis cualitativo y cuantita-
tivo de fitoplancton en una profundidad determi-

nada de la columna de agua. Si se lanza un namero
suficiente de botellas por estacion de muestreo, permi-

ten describir la distribucion vertical de las especies
fitoplanctonicas de interés y de los organismos que las
acompanan.

Fig. 1. Izda., botella oceanogrifica «armada» antes de ser lanzada, con las tapas abiertas. b) Centro, botella recuperada tras lanzar el mensajero
e izarla. ¢) Dcha., roseta con 24 botellas oceanograficas.
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2.2.5 Tubos y Mangueras muestreadoras

Las microalgas del plancton, y en especial los dinoflageladas—
por su capacidad de desplazarse verticalmente en la columna
de agua—pueden presentar una distribucién vertical muy
heterogénea. Algunas especies pueden formar «capas finasy,
es decir, agregaciones de alta densidad en franjas muy estre-
chas (de unos centimetros a unos pocos metros) de la colum-
na de agua. Los métodos de muestreo convencionales con
botellas oceanograficas pueden no detectar estas altas densi-
dades si se encuentran en otras profundidades que las deter-
minadas para el muestreo. Esto supone un riesgo para los
programas de monitoreo que necesitan obtener resultados
cuantitativos sobre las concentraciones de especies potencial-
mente toxicas.

El muestreo adecuado de aguas estratificadas requiere tomar
muestras a distintas profundidades (4-5 por lo menos) con
botellas oceanograficas, lo que multiplica sobremanera el tra-
bajo de analisis. Una alternativa es el muestreo con mangue-
ras, que proporcionan una muestra integrada de la columna
de agua. De esta forma, no se pierde ningun punto de
muestreo aunque se pierde informacién sobre la distribucién
vertical del plancton. No obstante, se puede preparar una
manguera muestreadora divisible en tramos o segmentos,
cada uno de los cuales representa un intervalo de profundi-
dad de la columna de agua (Fig. 1).

Marca de superficie
Cuerda de seguri
—.Conector de acoplamient
pid
B = Abrazadera
Mosqueton—— y
Llave de paso——— :]
1
B—— Peso (2Kg)

Fig. 1. Muestreador de manguera divisible en 4 segmentos de 5m
cada uno, para muestreos integrados de la columna de agua
(Lindahl 1986). Nétese la marca de superficie y el tramo adicional
de manguera (marcado con rojo), desde la superficie del mar hasta
la cubierta del barco, que se debe sumar a la longitud (5 m) del
primer tramo.

Las muestras de manguera son apropiadas para andlisis cuali-
tativo y cuantitativo de fitoplancton. Permiten una gran re-
duccién de trabajo de analisis, y aseguran la deteccion de espe-
cies nocivas que se encuentren agregadas en capas finas de la

Fig. 2. Detalle de las llaves de paso.

columna de agua, pero se pierde informacién sobre la distri-
bucién vertical de los organismos.

A continuacién se describe la preparacion y utilizacion de una
manguera divisible en segmentos de 5 m cada uno (Lindahl
1986), cuyo uso en programas de monitoreo de fitoplancton
potencialmente téxico fue recomendado desde 1986 por los
expertos del Grupo de Trabajo del CIEM sobre Fitoplancton y
Gestion de sus Efectos. En estaciones ubicadas en aguas some-
ras se puede sustituir la manguera divisible por un muestreador
de manguera de tramo tnico (muestreador de Lund), o inclu-
so por un tubo de PVC con tapén en el extremo superior,
que permite tomar muestra de un cilindro de la columna de
agua. Es recomendable afadirle una vavula de retencién del
agua (check) en el extremo inferior (Figs. 5y 6)

Preparacion y utilizacion de la manguera
muestreadora

Material y Métodos

— Manguera de jardineria de goma, de preferencia transpa-
rente, con un didmetro interno de 12-25 mm. (las de plas-
tico son menos recomendables, pues se ponen rigidas con

el frio). Importante: a la longitud deseada (que depende de
la profundidad de la estaciones de muestreo) hay que

sumar la distancia que va desde la superficie del agua (mar-
car con cinta aislante la «marca de superficie») hasta la zona
de trabajo en la cubierta de la embarcacién (tramo de color

rojo en la Fig. 1). No se recomienda usar mangueras de
longitud superior a 20 m. Se puede variar la longitud (m)
v numero de los segmentos.

Fig. 3. Plomo con forma de disco que rodea el extremo inferior de
la manguera de muestreo (Foto R. Raine).
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Manguera, sujeta por el extremo superior, Llave de paso preparada para su  Operacién de largado de la manguera con las llaves

enrollada en la cubierta de la embarcacién. descenso en el agua, en posiciéon de de paso en posicién de abierto (Paso 1).
abierto.

Operacién de recuperacién/izado de la manguera llena de agua. Se Recipientes de plastico con rangos de profundidad marcados (0-5,
cierran las llaves de paso a medida que van apareciendo al izar la 5-10, 10-15, 15-20) para verter el contenido de los distintos tramos de
manguera. la manguera.

Vaciado de un tramo de manguera en el Toma de una alicuota, para analisis cuantitatvo de fitoplancton u
recipiente que le corresponde, tras abrir la otros analisis, en frasco debidamente etiquetado (fecha, estacion,
llave de paso. rango de profundidad).

Fig. 4. Pasos a seguir para la utilizacién de la manguera divisible.
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Fig. 5. Tubo muestreador (> 2 m), con vilvula de retencién del
agua en el extremo inferior, utilizada por INVEMAR (Colombia).

— Conectores de presion, como los de PVC usados en jardi-
nerfa. Se recomienda afiadir ganchos y cuerdas que sujeten
los tramos de manguera adyacentes para evitar pérdidas en
caso de fallo del conector.

— Llaves de paso (o grifos) de polipropileno, que permiten
abrir o cerrar la entrada de agua mediante un simple giro de
45° (Fig, 2).

— Peso o plomo de 2 kg, que debe ir alrededor del extremo
inferior de la manguera de forma que no interfiera con la
circulacién de entrada del agua (Fig, 3).

— Recipientes de plastico en los que se marca con tinta inde-
leble el rango de profundidad al que corresponde la mues-
tra de cada segmento de manguera que se vierte en ella.

Paso 1. Se hace descender lentamente la manguera, aseguran-
dose de que no esté doblada por ningun sitio, a una velocidad
méxima de 20 m - min™, con todas las llaves de paso abiertas,
hasta llegar a la marca de superficie (Fig. 4).

Paso 2. Una vez la marca de superficie toca el agua, se cierrala
llave de paso superior. De esta forma, toda el agua que contie-
ne la manguera queda retenida por capilaridad.

Paso 3. Se empieza a recuperar la manguera, y se cierran las
llaves de paso a medida que aparecen.

Paso 4. Una vez enla cubierta de la embarcacion, se separan los
conectores y cada tramo o segmento se vacfa en una garrafa de
plastico debidamente etiquetada. El extremo en el que se en-
cuentra la llave de paso debera estar en posicion elevada res-
pecto al resto para facilitar el vaciado; el recipiente para recoger
elagua debera ser amplio, de forma que permita agitar la mues-
tra antes de tomar las alicuotas para asegurarse de que se toma
una muestra representativa del intervalo de profundidad
muestreado.

Paso 5. Se toman alicuotas de agua en frascos debidamente
etiquetados y se fija inmediatamente la muestra con solucién
acida de Lugol (0.5 mI/100mL). La muestra fijada debe tener
un color similar al del whisky.

Referencias
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Fig. 6. Detalles de la valvula check de piso utilizada en los muestreos con el tubo de 2 pulgadas de diametro (Foto INVEMAR, Colombia)
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2.2.6 Fijadores/conservantes de las
muestras de plancton

Ante todo, es importante aclarar que no existe un fijador y
agente conservante universal adecuado para todos los tipos
de microalgas, por lo que deben ser seleccionados dependien-
do del objetivo de estudio (o fijar alicuotas de la muestra con
distintos fijadores para que sirva para multiples propésitos).

El fijador y conservante mas usado es la solucién de yoduro
potisico, conocida como solucién de de Lugol (acida, neutra o
alcalina) (T'abla 1). Silas muestras se almacenan durante largos
perfodos de tiempo deben ser preservadas con formaldehido
neutro (Tabla 2).

La soluci6n de Lugol: se utiliza para perfodos de conservacién
cortos (unos pocos meses), no destruye los dinoflagelados
atecados, pero destruye los cocolitoféridos cuando la solu-
cion es acida. El Lugol es el conservante mas recomendado
para el recuento del fitoplancton y microalgas bentonicas ya
que no presenta los inconvenientes de higiene y seguridad en
el trabajo que supone el uso de formol.

El formaldehido es téxico por inhalacién, irritante moderado
por contacto directo con la piel, irritante severo para los ojos
y cancerigeno por exposicion cronica. El uso de este conserva-
dor debe realizarse en areas ventiladas (en algunos paises se
exige la instalacion de extractores de aire encima de cada mi-
croscopio donde se trabaje con muestras fijadas con formol).
Se deberan usar guantes para la manipulacién y evitar expo-
nerse a sus vapores. La sedimentaciéon de muestras (para el
método Utermohl) se hard preferentemente bajo campana de
gases.

La concentracion del formol comercial es de 37-40%, 1o cual ha
de tenerse en cuenta a la hora de hacer los calculos de la canti-
dad que se afiadira a las muestras para fijarlas. Sila concentra-
ci6n final en la muestra fijada es del 4%, ello supondra diluir
10 veces la solucién comercial del 40%, o lo que es lo mismo,
afiadir 1 volumen de formol por cada 9 de muestra. El formol
neutralizado es el mas apropiado para evitar el deterioro de las
muestras de plancton.

En el caso de muestras poco concentradas, basta con afiadir 2-
5 ml de la solucién de formaldehido neutro por cada 100 mL
de volumen final de muestra.

Tabla 1. Composicién de la solucién de Lugol (acido, alcalino y neutro) (Andersen & Throndsen, 2004).

Acido

Alcalino

Neutro

20 g yoduro de potasio (IK)

10 g yodo (I)
20 g acido acético concentrado

200 mL.

20 g yoduro de potasio (IK)
10 g yodo (I

50 g acetato de sodio

200 mL agua destilada

20 g yoduro de potasio (IK)
10 gyodo (I,)
200 mL agua destilada

Tabla 2. Receta para preparacion del formaldehido neutro (Throndsen 1978; Andersen & Throndsen 2004). Filtrar después de una semana
de preparado para eliminar precipitados.

Formaldehido neutro
500 mL formaldehido 40%
500 mL agua destilada
100 g hexametilentetramida (C6H12N4)

pH7.3-79 pH7-7.5

Formaldehido neutro

500 mL formaldehido 40%
500 mL de agua destilada
Neutralizar con una solucién de borato de sodio (Na2B4O7 -10H20) saturada

Ellugol se degrada por foto-oxidacion, por lo que las mues-
tras se deben conservar en la oscuridad, en frascos ahumados,
y hay que controlar periédicamente la pérdida de color de la
muestra, afiadiendo mds reactivo si fuera necesario. Alternati-
vamente, existen frascos de vidrio (mas caros) impermeable a
los rayos UV, que permiten conservar las muestras fijadas con
Lugol sin que se pierda el color, durante largos periodos de
tiempo. Para el conteo de la mayorfa de las microalgas (excepto
para cocolitoféridos) se recomienda el empleo de la solucién
acida de Lugol.

Se recomienda una concentracién de 0.2 2 0.5 ml de la solucion
de Lugol (color final como whisky; puede ser necesario afiadir
mas en muestras con mds contenido de plancton) por cada
100 mL de volumen final de muestra.

El Formaldehido (formol, formalina, metanal o 4cido férmico
HCOH) es un fijador y conservador acido (pH 3-4.5). Es
agresivo para los dinoflagelados atecados o desnudos:
distorsiona la forma de las células, se pierden los flagelos, y en
algunos casos la célula se desintegra.
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2.3 Material y métodos para el muestreo de
microalgas bentdnicas

La ciguatera es una intoxicacion alimentaria, endémica de los
trépicos y subtropicos, causada por la ingesta de peces porta-
dores de toxinas de la familia de la ciguatoxina y maitotoxina.
Los agentes productores de las toxinas son dinoflagelados
epibentonicos del género Gambierdiscus que viven en detritus,
faner6gamas marinas y macroalgas asociadas a sistemas de
arrecifes. Las toxinas son acumuladas inicialmente en los pe-
ces herbivoros que se alimentan de las macroalgas. Por proce-
sos de bioacumulacidn, a través de la cadena alimenticia, las
toxinas se trasmiten desde los peces herbivoros hasta los car-
nivoros.

La ciguatera constituye un problema para la salud publica. Las
personas que consumen los peces intoxicados pueden sufrir
trastornos gastrointestinales, neurolégicos, cardiovasculares y
en casos extremos, fallos respiratorios y muerte. Ademas, se
trata de un sindrome recurrente: los pacientes quedan sensibi-
lizados y sufren rebrotes toxicos. Aunque la ciguatera es un
fenémeno natural, catalogada como una enfermedad rara va-
rios siglos atras, en la actualidad ha alcanzado proporciones
epidémicas en varias areas geograficas principalmente en las
islas del Pacifico sut, y en menor medida en el Caribe. Existen
evidencias de que el deterioro de los arrecifes coralinos por la
actividad humana y los huracanes propicia el establecimiento
de macroalgas oportunistas que constituyen el substrato idé6-
neo para los dinoflagelados epibenténicos.

La descripcion de la especie tipo del género, Ganzbierdiscus toxicus
Adachi & Fukuyo, en 1979, en las islas Gambier (Polinesia
Francesa) permitié dilucidar el origen de la ciguatera. Poste-
riormente fueron descritas 5 nuevas especies productoras de
toxinas: G. belizeanus para el Catibe, y G. yasumotoi, G. australes,
G. pacificns y G. polynesiensis para el Pacifico. Esta pendiente de
confirmacion el caracter toxigeno de otras especies del género,
tales como G. carvlinianus, G. ruetzlers, G. caribaensy G. carpenter:.
Las investigaciones realizadas sobre el género han revelado
que las diferencias morfoldgicas entre especies, con muy dis-
tinto potencial téxico, son a menudo sutiles, por lo que se

Equipo de buceo SCUBA.

debe hacer énfasis en los estudios taxonémicos de estos orga-
nismos (Litaker et al. 2009).

Existen algunas especies de dinoflagelados epibenténicos pro-
ductores de toxinas que pertenecen a los géneros Prorocentrum
(acido ocadaico y derivados), Ostregpsis y Coolia (ostreocina,
palytoxinas, substancias causantes de irritaciones en las vias
respiratorias a través del spray marino) y Awmpbhidinium spp.
(substancias hemoliticas). As{ pues, a través del mismo vector
se puede adquirir una compleja mezcla de toxinas causantes
de distintos sindromes y que antes se englobaban bajo el
término comun de ciguatera.

El presente protocolo establece una metodologia para la co-
lectay conteo de dinoflagelados epibenténicos agentes de la
ciguatera u otros sindromes téxicos (Yasumoto et al. 1977,
Quod et al. 1995, Hallegraeff et al. 2003, Laurent et al. 2005).
Elmétodo es simple, relativamente barato y basicamente cons-
ta de tres etapas:

1. Colecta de la muestra sustrato (macroalgas).

2. Desprendimiento de los dinoflagelados del sustrato y su
fijacion.

3. Recuento y estimacion de la densidad de dinoflagelados.

2.3.1 Colecta de la muestra sustrato (macroalgas)
Equipamiento

Proteccion del personal:
— Botas
— Guantes

— Chaleco salvavidas (para muestreo desde embarcacion).

Recoleccién de muestras (Fig. 1):

— Equipo de buceo auténomo (SCUBA) para colectas en
areas profundas o equipo ligero de buceo (snorkelling) para
colectas en areas someras.

— Bolsas de plastico para la recoleccién de la muestra sustrato.
— Marcador indeleble para etiquetar las bolsas.

— Botellas plasticas de tapon de rosca para andlisis quimico.

e

Cagliste

Equipo ligero para buceo auténomo (snorkeling), bolsas plasticas y
marcador impermeable.

Fig. 1. Parte del equipamiento basico para la ercoleccién de la muestra sustrato (macroalgas).

23



24

Muestreo de microalgas bentinicas

AT
Comunidades de macroalgas en la regién intermareal.

Comunidades de macroalgas en zonas de arrecifes coralinos.

Fig. 2. Biotopos apropiados como sitios de muestreo.

Amphiroa fragilissima Turbunaria turminata Halimeda incrassata

Dichotomaria obtusata Sargassum sp. Dictyota menstrualis

Fig. 3. Macroalgas mas idéneas como muestra sustrato.
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— Sonda multiparamétrica con sensores de temperatura, pH,
salinidad, oxigeno disuelto y clorofila a.

— Sistema global de posicionamiento (GPS) para marcar los
sitios de colecta.

— Embarcacién con el equipo de seguridad apropiado (para
colectas en aguas alejadas de la costa).

Seleccion de las estaciones de muestreo (Fig. 2).

Para la seleccion de los sitios de muestreo debe tenerse en
cuenta que sean sustratos representativos de las comunidades
bentonicas: arrecifes, pastos marinos, comunidades de ma-
croalgas, manglares, etc., segun las caracteristicas del area de
estudio. La ubicacion del sitio debe grabarse con un GPS. Para
definir el sitio de colecta, es importante tomar en cuenta la
informacion epidemiolégica de la ciguatera en las comunida-
des locales.

Frecuencia de muestreo

La periodicidad mensual de muestreo permite alcanzar un
nivel de descripcion aceptable. No obstante es deseable una
mayor frecuencia para estudios de dindmica del sistema.

Seleccion de la muestra-substrato (Fig. 3).

La mayoria de los estudios han demostrado que las macroal-
gas calcareas articuladas y las carnosas son las mejores opcio-
nes como sustrato de los dinoflagelados benténicos asocia-
dos ala ciguatera. Las macroalgas rojas (Rhodophyceae) de los
géneros Janiay Amphiroa; 1a macroalga parda (Phacophyceae)
del género Turbinariay las verdes (Chlorophyceae) calcareas
articuladas del género Halimeda son buenas elecciones como
sustratos, debido a que tienden a hospedar mayor nimero de
dinoflagelados benténicos, son muy comunes en las zonas
arrecifales y dejan menos residuos que otras macroalgas en el
momento del desprendimiento. Otras macroalgas abundan-
tes en zonas arrecifales son las rodoficeas del género
Dichotomaria y las feoficeas de los géneros Sargassum y Dictyota

(Littler & Littler, 2000).

Conviene elegir una misma especie de macroalga para todas
las estaciones de muestreo, lo que permitira realizar compara-
ciones espacio-temporales precisas. No se recomienda
muestrear las macroalgas verdes foliosas y filamentosas (Ulva,
Cladophora, Chaetomorpha) como sustrato debido a que tienen
un ciclo de vida efimero. En ausencia de macroalgas, se pue-
den seleccionar otros sustratos como corales muertos,
fanerégamas marinas, detrito de manglar y superficie de sedi-
mento.

Toma de muestra (Fig. 4).

Las colectas se realizan en zonas del intermareal (siempre por
debajo de la zona de marea) o en zonas arrecifales mas pro-
fundas. Esto puede requerir el uso de equipos de buceo auté-
nomo (SCUBA). Por cada sitio de colecta (uno en 10 m de
longitud) se tomaran dos réplicas de cada muestra.

Para cada muestra, colectar de forma manual alrededor de 250
g de macroalga. Si existen datos preliminares que evidencien
una alta abundancia de los dinoflagelados, el peso de la mues-
tra de macroalgas puede ser menor (50-100 g), con lo que se
evitara el exceso de detrito en el material colectado. L.a muestra

se debe tomar rodeando la macroalga o especie sustrato con la
bolsa de plastico antes de arrancarla para que no se pierda el
material adherido. Asegurese de que la bolsa esté apropiada-
mente etiquetada (fecha, sitio de colecta, estacion) con tinta
indeleble. Selle la bolsa con la muestra de macroalgas y agua de
mar circundante para su posterior procesamiento.

Datos y muestras complementarios

Se considera importante tomar datos complementarios sobre

los factores ambientales en los sitios de muestreo:

Colecta de forma manual de alrededor de 250 gramos de la
macroalga seleccionada.

Sellaje de la bolsa con la muestra de macroalgas y agua de mar
circundante.

Fig. 4. Colecta de macroalgas en la regién intermareal.
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— Aspecto del agua (presencia de natas, espumas, acumula-
ciones de algas).

— Temperatura, salinidad, turbidez, pH, oxigeno disuelto.
— Macronutrientes y clorofila a.

— Muestra-sustrato para su identificacion, fijada con formol
al 4% final.

Téngase en cuenta que la solucion comercial de formol es al
40%. Por tanto, una concentracion final al 4% se consigue
mezclando una parte de la solucién de formol comercial y 9
partes de la muestra.

2.3.2 Desprendimiento y conservacion de los
dinoflagelados

Equipamiento y reactivos (Fig. 5)

— Tamices de 250 pm, 150 pm y 20 um de luz de malla.
— Agua de mar filtrada.

— Frasco lavador (pizeta) de plastico.

— Probeta graduada (de 100 ml).

— Viales de vidrio o plastico de 50-100 ml con tapén de
rosca.

— Pipetas de 50 10 ml.

— Balanza electrénica portatil.
— Formaldehido.

— Solucién acida de Lugol.

El formaldehido neutro al 4% de concentracién final es un
fijador que resulta agresivo para algunas estructuras celulares
(destruye los dinoflagelados benténicos atecados, tales como
los del género Amphidinium). No obstante, es adecuado para la
conservacion permanente de las muestra de dinoflagelados
tecados. Dada la naturaleza téxica de esta sustancia, se deben
tomar precauciones (trabajar en un ambiente bien ventilado,
usar guantes y recipientes bien cerrados) y para observacion al
microscopio, lavar con agua destilada previo a su analisis para
eliminar el exceso de formol y resuspender en agua de mar
filtrada (un volumen final igual al de la muestra original).

La solucién de Lugol se utiliza para periodos de conservacién
cortos (unos pocos meses). Permite conservar los dinoflage-
lados atecados potencialmente toxicos del género Amphidininm.
Se recomienda utilizar Lugol (por ser menos toxico) para fija-
cién de muestras dedicadas al recuento de los dinoflagelados.
No obstante, téngase en cuenta que es un fijador mas labil y
puede ser necesario volver a afiadir fijador para prevenir creci-
miento de bactetias.

Proceso de desprendimiento (Fig. 6):

— Agite vigorosamente la bolsa durante 2 min para despren-
der los dinoflagelados asociados a las macroalgas.

— Retire la macroalga vy filtre la suspension de agua de mar
contenida en la bolsa a través de tres tamices superpuestos
de 250 pm, 150 um y 20 um.

— Lave con agua de mar filtrada con ayuda de un frasco lavador
(pizeta) y recupere el residuo contenido en el dltimo tamiz
(fraccién de 150-20 um) hasta un volumen de alrededor
de 50 ml. Viértalo en una probeta y anote el volumen final.
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— Agregue Lugol acido (hasta obtener un color cofiac o whis-
ky) para la fijacion de la muestra..

LUGOL

ArorMoL

Reactivos (Lugol y formol)

Tamices con diferente luz de malla

Esvacitnd ¢
s T ) ??3%
UL s T e e e E B

Agua de mar filtrada y parte del equipamiento (probeta, pipeta,
viales plasticos)

Fig. 5. Parte del equipamiento y reactivos necesarios.
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Agitar vigorosamente la bolsa durante 2 minutos

Filtrar sucesivamente a través de tres tamices
(250 um, 150 um y 20 pum)

Lavar el residuo contenido en el tamiz de 20 um con agua de
mar filtrada

Medir el volumen final de la muestra

— Vierta el contenido de la probeta en un frasco de 50-100 ml
apropiadamente etiquetado y sellado para su almacena-
miento. Es importante anotar el volumen final de la mues-
tra contenida en el frasco. Todas las muestras fijadas se
conservaran protegidas de la luz y en lugar fresco.

— Pese la muestra de macroalga contenida en la bolsa, des-
pués de habetle eliminado el exceso de agua con papel
absorbente, junto con el material retenido en la malla de
250 pm que se recuperara con una cucharilla de plastico.

Para almacenamiento de largo término, se afiadira formol (4%
final) a las muestras de Lugol.

NOTA: Los tamices de 250 pm y 150 um tienen la funciéon de
limpiar la muestra del exceso de residuos (detrito, restos de
macroalgas, etc). En el caso de no contar con éstos, se pueden
utilizar tamices de mayor luz de malla, incluidas mallas de uso
doméstico. En el caso de no contar con el tamiz de 20 pm,
toda el agua de mar filtrada en los tamices de 250 um y 150
um, se conservara y se medird su volumen para ser procesada
en el paso 3 (proceso de recuento)

2.3.3. Recuento y estimacion de la densidad
de los dinoflagelados bentdénicos asociados
a la ciguatera

Equipamiento

— Microscopio binocular

— Microscopio invertido

— Camara de conteo Sedgewick-Rafter

— Camara de sedimentacion para microscopio invertido.
— Camara digital acoplada al microscopio

— Formularios para anotar el recuento de las especies

— Guias de identificacién e iconografias adecuadas al ambito
de estudio.

Se recomienda realizar una visualizacién previa de la muestra,
al microscopio binocular, antes de iniciar el recuento, con la
finalidad de confeccionar una lista de los taxones presentes en
la muestra, y tener una visién general de la densidad de los
dinoflagelados.

Proceso de recuento

El analisis cuantitativo de los dinoflagelados benténicos se
realiza aplicando la misma metodologia empleada para los
analisis cuantitativos de fitoplancton. Existen dos alternati-
vas para el recuento:

— Recuento en microscopio binocular con camara de conteo
Sedgewick-Rafter: Este método es apropiado cuando la
densidad de dinoflagelados es alta y las especies son de
tamafio grande.

— Recuento al microscopio invertido con cimara o cubeta de
sedimentacion segiin el Método Uterméhl. Se recomienda
cuando la densidad de dinoflagelados es més baja, o bien
se realiza el recuento de una especie poco abundante, en
cuyo caso se debe realizar el recuento de la cimara de sedi-
mentacién completa.
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Verter la muestra en un frasco de 50-100 ml apropiadamente
etiquetado y sellado para su almacenamiento

e TS Y i I T PR T e o
P - -:"‘" S s =W (W A I
. - L " LR T S

N & P i fi
Pesar la muestra de macroalgas

Fig. 6. Proceso de desprendimiento.

Calculo de la concentracion de dinoflagelados
bentdnicos

Una vez estimada la concentracién de dinoflagelados por uni-
dad de volumen de la muestra analizada, se calcula la cantidad
de células correspondiente al volumen total de la muestra
obtenida. Este resultado (células) se divide por el peso hume-
do (g) total de la macroalga colectada. I.a concentracion final se
expresa en nimetro de cel/g de macroalga humeda.

Es importante la identificacién correcta de la macroalga sustrato
debido a que la relacién supetficie/volumen y el peso (por el
contenido de agua o elementos calcareos) difiere entre distin-
tas especies de macroalga. Esto se debe tener en cuenta al hacer
comparaciones de abundancia de dinoflagelados benténicos
presentes en distintas muestras-sustrato.
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Para estimar la concentracion de dinoflagelados benténicos,
expresada en cel/g de macroalga, se haran los siguientes caculos:

— Sise utiliza una camara de conteo Sedgewick-Rafter (sec-
cién 3.1), se utilizara la siguiente férmula:

D= N -(1000/C) - (V, P)
enla que:
D: densidad celular en cel/g
N: Numero de células contadas de una especie determinada
C: Numero de cuadraditos barridos
7 : Volumen de la muestra (ml.)
P : Peso himedo de la macroalga (g)

— Sise utiliza el Método Utermohl (seccion 3.2), se utilizara
la siguiente férmula:

D= N (8/9)-(V V) (1/P)
enla que:
D: densidad celular en cel/g
N: Numero de células contadas de una especie determinada
S: Area total de la cimara de conteo (mm?)
5: Area de la placa de sedimentacién barrida (mm?)
7 : Volumen de la muestra
I7: Volumen sedimentado en la cimara de conteo (mL)

P : Peso humedo de la macroalga (g)

Almacenamiento de los datos

Los resultados de los anélisis cualitativos y cuantitativos de-
ben ser almacenados en hojas de calculo (hojas Excel). Esto
facilitard la representacion grafica de los resultados en estudios
sobre variacién espacio-temporal en relacién con los
parimetros ambientales.
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Protocolo de recogida y transporte de muestras

2.4 Material y métodos para el muestreo de
fitoplancton y fitobentos para analisis de
toxinas

Protocolo 1

Este protocolo permite relacionar el contenido de toxinas de
la muestra recogida en un filtro con la concentracion estimada
de células potencialmente toxicas por unidad de volumen del
material filtrado. Asi pues, permite llegar a una estimacién del
contenido de toxina por célula. Las toxinas seran extraidas
por el quimico analitico en el mismo tubo de fondo conico
tipo Falcon (Fig. 1) en el que se guardé la muestra. La muestra
de partida puede set:

2) Una muestra de plancton concentrado. La concentracién
puede llevarse a cabo mediante arrastre de red de plancton;
filtrado de agua tomada con bomba a través de mallas
superpuestas; filtrado de un volumen conocido de agua a
través de un filtro.

b) Una mancha de plancton (marea roja), que debido a su
densidad no necesita concentracion previa.

o Una muestra de dinoflagelados benténicos resuspendidos
en agua de mar filtrada (ver seccion 2.3).

d) Un cultivo de laboratorio.

Material
— Red de plancton de 20 um de apertura de malla y malla
adicional de 100-150 pm para eliminar el zooplancton.

— Frasco para toma de muestra de agua (alicuota para conteo
de plancton) y solucién de Lugol como fijador.

— Recipiente (jarra de plastico con asa o similar) para recoger
el arrastre.

— Probetas de laboratorio graduadas.

— Filtros de fibra de vidrtio (dpo Whatman GF/C, de 1.2 um
de poro).

— Equipo de filtracién (bomba de vacio y portafiltros).
— Pinzas de laboratorio.

— Tubos de fondo cénico tipo Falcon o similar de polietileno,
de 15 mL para almacenar el filtro (Fig. 1). No usar tubos de

policarbonato.
— Congelador de -20°C.

— Metanol (calidad p.a. = para analisis) para toxinas
liposolubles (Ej. toxinas DSP) o solucién 0.1 N de H Cl
para toxinas hidrosolubles (ej. toxinas PSP).

Método

1. Sehace un arrastre vertical de plancton con red de 20 um de
apertura de malla; en el caso de mancha de plancton (marea
roja) o cultivo monoalgal, se procesa la muestra directa-
mente sin necesidad de concentracién previa.
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2. Sevierte el arrastre en una jarra con asa o similar y se pasa
por malla de 100-150 pm para eliminar organismos gran-
des del microzooplancton que interfieren en el analisis;
asegurarse de que el material estd bien mezclado. Sila mues-
tra no se filtra a bordo, diluir el arrastre con agua de mar de
superficie, guardar el arrastre en un recipiente de vidrio y
mantener en nevera portatil o sitio fresco; de lo contratio
las células del arrastre pueden empezar a romperse y el
contenido de toxinas se libera al agua y se pierde.

3. Antes del filtrado se toma una alicuota (submuestra) de
100 mL en frasco ahumado o protegido contra los rayos
UV, y se fija con soluciéon de Lugol al 0.5%. En caso de
mancha o de cultivo se toma un volumen mucho menor
(10 mL). Esta muestra es para analisis cuantitativo de las
microalgas.

4. Tomar un volumen fijo (medido con la probeta) de arras-
tre (o suspension de benténicos o de cultivo) y filtrarlo a
través de filtro de fibra de vidrio con bomba de vacio
(Millipore u otras) asegurandose de que la muestra final
haya filtrado bien toda el agua. Anotar el volumen (1)
filtrado. Apoyandose en el portafiltros, sujetar el borde del
filtro con la pinza, doblarlo sobre si mismo, 2 o mas veces,
y con la misma pinza, sujetar el filtro doblado e introdu-
citlo cuidadosamente dentro de un tubo de fondo cénico
y tap6n de rosca (tipo Falcon).

5. Verter, hasta que el filtro quede bien empapado, un volu-
men medido de: a) metanol (p.a.) si se van a realizar anali-
sis de toxinas lipofilicas (DSP, Ciguatera, etc.) o b) solucion
de clorhidrico (H CI) 0.1 N si es para analisis de toxinas
hidrofilicas (PSP).

™
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Fig. 1. Tubos Faleon de 15 ml y de 50 ml. Ideales para centrifugacién

de muestra concentrada de plancton y tratamientos posteriores para

extraccion de toxinas. También podemos utilizarlos para colocar en
ellos el filtro doblado.
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6. Guardar inmediatamente la muestra en un congelador a
una temperatura de -20°C hasta el momento de transpor-
te/analisis.

7. Estimar la concentracion (C) en cel/ml. (conteo con cima-
ra Sedgewik-Rafter; media de 3 conteos de 1 mL) de células
potencialmente téxicas por unidad de volumen de mues-
tra de arrastre/mancha/tesuspension bentdnicos/ cultivo.

8. Estimar el nimero (IN) de células potencialmente toxicas
contenido en el filtro

N=Cx I/

donde N es el nimero de células potencialmente toxicas con-
tenidas en el filtro; 17 es el volumen filtrado (mL) y Ces la
concentracién de células potencialmente téxicas (cel/mL) pre-
sentes en la muestra filtrada.

Antes del transporte/envio:
Tapar la boca del tubo con parafilm para prevenir pérdidas
por evaporacion y cerrar con el tapon de rosca asegurando-
se de que queda bien apretado.

Consideraciones importantes:
— Cuanto mas alta es la concentracion de células por unidad

de volumen, menos volumen sera necesario filtrar; de lo
contrario se atoran los filtros. Para analisis cromatograficos
serfa suficiente una muestra de 10-20 mL si se trata de un
cultivo monoalgal o de una densa mancha (marea roja).
En el caso de arrastres es mas complejo: puede haber mu-
cho material acompafiante (diatomeas, detritus) que difi-
cultan la filtracién y pocas células potencialmente toxicas.

— La alicuota del arrastre/mancha/cultivo que se fija con
Lugol es para estimar la concentracion de células potencial-
mente téxicas (C) y asi poder después estimar el nimero
(N) de células que hay en el volumen (1) de arrastre/man-
cha/cultivo filtrado.

— Lo ideal es hacer el filtrado (paso 4) tan pronto como se
toma la muestra. De no ser posible, hay que asegurarse de
que la muestra llega en buen estado antes de filtrarla. No
vale tomar la muestra para conteo que se fija con Lugol

(paso 3) horas antes de que se haga el filtrado (paso 4),
pues las células presentes en una y otra muestra no coinci-
dirfan (células del arrastre o mancha que mueren y revien-
tan durante la espera).

— Enlugar del arrastre, se podtfan filtrar directamente mues-
tras de agua de mar. No obstante, si las células potencial-
mente toxicas estan presentes en concentraciones bajas
(< 10% cel/L), o con mucho matetial acompafiante, se nos
pueden atorar los filtros mucho antes de haber filtrado
una cantidad de células toxicas que permita su deteccion
con los sistemas de analisis disponibles.

— Elequipo de filtracién y los filtros que se emplean en esta
técnica son los mismos (excepto el tamafio de poro, que
para clorofilas es de 0.45 pm) que los que se emplean para
filtracién de agua para andlisis de clorofilas. No obstante, si
no se dispone de este equipo, y sobre todo cuando se
filtran muestras densas de cultivos de laboratorio, se pue-
den utilizar pequefias bombas de filtracién «manuales» o
incluso montarse una trompa de vacié propia conectando
el portafiltros a un grifo de agua corriente (Figs. 2y 3).

— Los tubos de policarbonato son muy fragiles y se resienten
con la congelacién/descongelacion. Es bastante habitual
que se agrieten y rompan mientras el analista los centrifuga.

Protocolo 2

Igual en todo que el protocolo 1 excepto que la muestra de
concentrado de microalgas (arrastre/mancha/resuspension
bentdnicos/ cultivo) se centrifuga en vez de filtrarse. Asi pues,
al llegar al paso 4 del protocolo 1 se procede de la siguiente
manera:

1. Centrifugar un volumen conocido de concentrado de
microalgas (arrastre/mancha/resuspension benténicos/
cultivo) durante 10 min. a 1000 rpm si se trata de especies
de microalgas desnudas (Ej. Gymnodiniun catenatum) que
revientan con facilidad, y hasta 2000 rpm si se trata de
dinoflagelados tecados (Ej. Alexandrium spp., Pyrodinium
bahamense) en tubos tipo Falcon de fondo cénico.

Fig. 2. Equipo de filtracién (portafiltro) con trompa de vacio acoplada a la llave de agua del fregadero. La foto de la dcha. muestra la
coloracién del plancton acumulado en el filtro de fibra de vidrio. (Foto P. Riobd)
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2. Eliminar el sobrenadante, asegurandose de que la peller
queda bien escurrida de agua.

3. Resuspender la pellet con metanol (toxinas lipofilicas) o
con HCI 0.1 N (toxinas hidrofilicas) para extraer las toxi-
nas en el mismo tubo donde se centrifugo.

4. Guardar en congelador a -20°C hasta el momento de ana-
lisis/ transpotte.

Precauciones a considerar:

— Muy importante: examinar el sobrenadante al microsco-
pio para asegurarse de que todas las células han sedimenta-
do. En caso contratio, setfa necesario cuantificar la concen-
tracién de células del sobrenadante y restarlos del nimero
de células N que se estimé que habia en la pelet. Sino se
cumpliera esta precaucion, no se obtendrfan estimaciones
cuantitativas fiables de cantidad de toxina por célula.

— Algunos dinoflagelados formadores de cadenas, tales como
G. catenatum, son muy buenos nadadores y cuando se so-
meten a centrifugacién suave (necesaria para no romper las
células) escapan nadando hacia la supetficie del tubo.

Protocolo 3

Igual en todo que el protocolo 1 excepto que la muestra de
concentrado de atrastre/mancha/resuspensién benténicos/
cultivo se liofiliza. Asi pues, se sustituye el paso 4 del protoco-
lo 1 por laliofilizacién de un volumen conocido de concentra-
do de microalgas (arrastre/mancha/resuspensién benténicos/
cultivo).

Consideraciones:

Muy comodo para el transporte de muestra y altamente reco-
mendado para procesar muestras voluminosas de carne de
bivalvo. Para muestras pequefias de plancton, las muestras
liofilizadas a veces presentan interferencias en el analisis debi-
do a transformaciones de las protefnas y lipidos durante la
liofilizacién.

Waso de
precipritados
Warilla
Ll Buchner
gi Kitasalos
@/—-——-— Trompa de agua

Fig. 3. Izda., bomba de vacio manual. Dcha., sistema de filtracién con trompa de agua.

32



Guia de monitoreo de microalgas tixicas

3. Andlisis cuantitativo.
Consideraciones generales

El objetivo de los analisis cuantitativos de microalgas es obte-
ner una estimacion, lo mas precisa posible, del nimero de
organismos presentes de cada especie por unidad de volu-
men.

Con frecuencia las especies microalgales se encuentran en las
muestras de campo en concentraciones que hacen dificil su
observaciéon directa mediante métodos tradicionales de
microscopia 6ptica. Es necesario, pues, proceder a concentrar
las muestras antes del analisis.

Los métodos habituales de concentracion son:

— TFiltrado a través de mallas o filtros con una apertura de
malla/poro que dependera del tamafio de los organismos
objeto de estudio. Se anotara el volumen inicial (I) y el
volumen final () para estimar el factor de conversion.

— Centrifugacion de un volumen conocido de muestra (1),
eliminacion del sobrenadante (tras comprobar que no se
pierden células) y resuspension del sedimentado (peles) en
un volumen menor (») de agua. Se anotara el volumen
inicial (1) y el volumen final (») para estimar el factor de
conversion (v/ ).

— Sedimentacién de un volumen conocido de agua en una
supetficie calibrada.

Las filtraciones a través de mallas o tamices son métodos
selectivos que seleccionan a los organismos de un rango de
talla determinado. Pueden ser recomendables en el seguimien-
to y deteccion temprana de microalgas potencialmente téxicas
de tamafio medio (> 40-50 um) presentes en bajas concentra-
ciones.

La concentracién del microplancton mediante centrifugacién
puede ser apropiada para especies no delicadas (que pueden
reventar durante el proceso), pero este método requiere un
procesado inmediato de la muestra viva tan pronto llega al
laboratorio, y la observacion del sobrenadante para asegurarse

Fig. 1. Microscopio 6ptico invertido con sistema de
epifluorescencia acoplado.

de que no quedan células en suspension. Al igual que con la
concentracién mediante filtracioén, permite una rapida obser-
vacién de la muestra.

La sedimentacién de un volumen conocido de agua, y en
especial el método Utermohl (ver secciéon 3.2), es el método
estandar mas empleado en los programas de investigacion y
control que requieren efectuar analisis cuantitativos del
fitoplancton. La aplicacion de este método requiere el uso de
un microscopio invertido en el cual los objetivos estan situa-
dos debajo de la platina donde se coloca la muestra (Fig. 1).

Habitualmente se fijan las muestras de campo con distintos
agentes fijadores/conservantes (ver seccién 2.2.6) que pueden
servir a un doble propésito: a) conservar la muestra hasta el
momento de analisis; b) aumentar el contraste de las células,
muchas de ellas translucidas, para facilitar su observacion e
identificacién. Los microscopios, a su vez, pueden estar dota-
dos de sistemas 6pticos que aumentan el contraste, tales como
el contraste de fases, y el sistema Nomarski (DIC, contraste de
interferencia diferencial). Ademas, pueden llevar acoplado un
equipo de fluorescencia, que permite observar la
autofluorescencia 7 vivo de las especies pigmentadas, o la fluo-
rescencia debida a fluorocromos (calcoflior, DAPIL, Sybr Green,
etc.) que tifien especificamente determinadas moléculas que
conforman organulos y cubiertas celulares.

En este manual se explican los analisis cuantitativos mediante
camaras Sedgewick Rafter (seccion 3.1), que se pueden realizar
con microscopio compuesto directo (Fig 2) o con microsco-
pio invertido y mediante la técnica de Utermé&hl con camaras
de sedimentacién (seccion 3.2).

Fig. 2. Microscopio compuesto directo.
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Conteos celulares con camaras Sedgewick-Rafter

3.1 Conteos celulares con camaras
Sedgewick-Rafter

Las cimaras Sedgewick-Rafter constituyen un método tradi-
cional de conteo de células. Constan de una base transparente,
sobre la que esta montada una cimara de 50 x 20 x 1 mm, por
lo que su capacidad es de 1000 mm®> = 1 cm® = 1 mL. La
camara se cubre con un cubreobjetos. Son idéneas para conteos
de células de tamafio comprendido entre 20-500 um, tanto al
microscopio 6ptico directo como al invertido. Pueden ser de
cristal o de plastico. Estas dltimas son mucho mds baratas
(40-50% cada una), pero se rayan con el uso dificultando la
visién. Las modernas camaras Sedgewick-Rafter llevan tallado
un reticulo de 50 columnas por 20 filas, quedando su drea
dividida en 1000 cuadraditos de 1 mm? de superficie (figuras
1y 2). El reticulo facilita sobremanera el conteo de muestras
densas (>10° cel X mL™?), al permitir contar pequefias fraccio-
nes del total de la camara (ej. 3 filas, cuadros pares o impares
de 3 filas, etc.).

— Sise cuentan todas las células que contiene la camara, cuya
capacidad es 1 mL, los valores que se obtienen son células
por mL.

— Si la muestra es muy densa, se cuentan varias filas (50
cuadraditos por fila), y la estimacion de densidad se hace
segtin la ecuacion:

D (cel /mL )= n° cel contadas 1000  cuadritos

n° cuadritos  barridos 1mL

donde D = densidad celular (cel/ml)

La camara Sedgewick-Rafter es un método de conteo apropia-
do para estimar la densidad celular en muestras de campo con
elevada biomasa (>10° cel -L") y en muestras de cultivos.

No son apropiadas para muestras de campo con bajas con-
centraciones de fitoplancton

Normas que deben seguirse en los conteos:

1. Homogeneizar la muestra

Partiendo de una muestra (de campo o de cultivo) fijada con
Lugol, voltear suavemente el recipiente de forma que no se
rompan las cadenas o colonias y que no se formen burbujas.

2. Asegurarse de que la muestra queda homogéneamente
distribuida en la cémara

La muestra se puede verter con una pipeta de boca ancha (tales
como las Pasteur desechables de plastico) colocada perpendi-
cularmente a la cimara, con una ligera inclinacion, apoyada en
la esquina superior izquierda (o en la inferior derecha). Se colo-
ca el cubre en diagonal de forma que solo queden descubiertos
un pequefio tridngulo en la esquina superior izda. y otro en la
esquina inferior derecha (Fig, 1). No obstante, si las células
son grandes o formadoras de cadenas, el estrechamiento en el
cuello de la pipeta puede ocasionar una acumulacion de células
que dard lugar a una distribucién contagiosa (mayor cantidad
de células en la esquina donde se realiz6 la descarga). Alterna-
tivamente, se puede verter con gran rapidez, en el centro de la
camara, una alicuota ligeramente superior a 1 ml y tapar inme-
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Fig. 1. Proceso de vertido de la muestra, fijada con Lugol, en la
camara Sedgewick Rafter (imagen tomada de Le Gresey &
McDermott 2010)
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diatamente con un cubre. De esta forma se consiguen distri-
buciones muy homogéneas.

3. Contar un tamafio de muestra que dé resultados
estadisticamente fiables

Un conteo de 100 células dard una estimacion con un error de
+ 20% y un conteo de 400 células un error de + 10% de la
media en un intervalo de confianza del 95% (Venrick, 1978).

4. Si se cuentan organismos formadores de cadenas, es
aconsejable contar la cdmara entera

La longitud de cadena es una informacion interesante que
suele indicar la «salud» del cultivo. Si la densidad celular es
muy elevada se puede diluir antes de realizar el conteo. (No
olvidar multiplicar después por el factor de dilucién!).

5. Sila muestra, de células sueltas, es muy concentrada,
se contardn varias filas, o incluso los cuadros pares (o
impares) de varias filas

Se elegiran filas dispuestas simétricamente en la camara (Fig
2). Ej.: sise cuentan 3 filas, contar las filas 3%, 10*y 177 si fueran
5, las filas 3% 7%, 10%, 13" y 17% Puede también optarse por
contar columnas (respetando las mismas reglas).

6. Si se cuentan células por cuadro o células por fila hay
que seguir normas coherentes en el conteo de las células
que tocan las lineas de separacion

Filas: contar todas las células que tocan la linea superior y no
contar ninguna de las que tocan la linea infetior (o al revés)

Cuadritos: contar las células que tocan el lado supetior y el de
la izquierda y no contar las que tocan el lado derecho y el
inferior (o al revés)

7. Contar 2-3 alicuotas por muestra

Silos datos difieren mas de un 10-15%, se podtia sospechar
de una mala distribucion de las muestras o una manipulacion
inadecuada.

Ejemplo practico del calculo de concentracion:

Tras verter en la cimara Sedgewick Rafter la muestra de un
cultivo de Alexandrium minutum, contamos 213 células en la

fila 3,198 células enla fila 10y 205 células enla fila 17 (las 3 filas
sombreadas en la figura 1). ¢Cual es la densidad celular?
_ (213+198+205) cel 1000 cuadritos
(3%50) cuadritos 1ml

Referencias
Le Gresey M, McDermott G. 2010. Counting chamber
methods for quantitative phytoplankton analysis -

=4106 celml

haemocytometer, Palmer-Maloney cell and Sedgewick-
Rafter cell. In: B Karlson, C Cusack, E Bresnan (eds).
Microscopic and molecular methods for guantitative phytoplankton
analysis. 1OC Manuals and Guides 55. IOC/2010/MG/
55, UNESCO, Patis, pp. 25-30. http://ioc-unesco.otg/hab

Venrick EL. 1978. How many cells to count? In A Sournia
(ed.). Phytoplankton ManualMonographs on
Oceanographic Methodology 6, UNESCO, Paris, 167-180.
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Fig. 2. Reticulacion (20 filas, 50 columnas) de una cimara Sedgewick-Rafter.
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3.2 El método Utermohl

El método Utermohl (1931, 1958) es el método estandar mas
empleado para la identificacion y cuantificacién de microalgas
en muestras de agua. Esta basado en la sedimentacion de una
alicuota, de volumen conocido (5, 10, 25, 50, 100 mL), de una
muestra de agua en una camara de sedimentacion (Fig; 1). Las
células, fijadas con agentes conservantes (formol, Lugol, etc.),
caen por gravedad y sedimentan en el fondo circular de la placa
de sedimentacion. Se asume que las particulas sedimentan
siguiendo una distribucién de Poisson. Las células sedimen-
tadas se pueden identificar y enumerar al microscopio inverti-
do. La concentracion estimada se expresa en células por mL o
por L.

En la muestra sedimentada se presenta una mezcla de orga-
nismos que sobre la base de su talla se clasifican en micro- (20-
200 um), nano- (2-20 um) y picoplancton (0.2-2.0 um), y que
presentan abundancias crecientes. El conteo de taxones gran-
des (50-100 um) y escasos requiere el barrido de todo el fondo
de la placa de sedimentacién a 100 aumentos. En el caso de
células pequefias (10-50 pm) y abundantes, que se observan a
250 o 400 aumentos, seria inviable contar todos los
especimenes sedimentados en el fondo de la placa por lo que
se cuentan los presentes en 1 o varios transeptos diametrales.
Para el conteo de células pequefias (< 10 um) puede ser nece-
sario el uso de objetivo de inmersién (1000 X) y se pueden
contar los especimenes contenidos en varios cuadrados
(reticulos insertados en los oculares) en zonas elegidas al azar
en el fondo de la placa de un transepto diametral .

Es necesario estimar la supetficie (s) del transepto
diametral o la reticula barridos y qué fraccién (s/.5) dela
supetficie del fondo de la placa () representan. Es

decir, se necesita «calibrar el microscopio y determinar
unos factores de conversidn (f) a aplicar para cada micros-

copio, reticulas incorporadas en los oculares, superficie
de la placa de sedimentacién utilizada, volumen de
muestra sedimentado y aumentos empleados.

Frascos de muestras

Las muestras de agua para analisis de fitoplancton se guardan
en frascos de boca ancha y tap6n de rosca. Silas muestras estin
fijadas con Lugol y se analizan rapido (pocos dias después de
la toma de muestras) se pueden usar recipientes de plastico.
De lo contrario éstos deben evitarse, pues el plastico absorbe
el Lugol y otros fijadores. Para muestras que se van a almace-
nar por mas tiempo, se deben usar recipientes de vidtio con
tapa plastica. Puede ser vidrio transparente (que permite revi-
sar facilmente sila muestra conserva su color de tincién carac-
terfstico, o si es necesario afiadir mas Lugol) o vidrio ahuma-
do. En cualquier caso, hay que procurar que la muestra no esté
expuesta a la luz para evitar la degradacion del Lugol, por lo
que se deben almacenar en la oscuridad. Alternativamente, se
pueden utilizar recipientes de borosilicato pyrex, que absor-
ben la luz ultravioleta (proteccion contrala luz) y enlos que se
mantiene el Lugol en buenas condiciones durante meses, aun-
que su precio es muy superior.

Es importante asegurarse de que el tapon esté perfectamente
cerrado para evitar pérdidas por evaporacion. Si el recipiente
no esta completamente lleno, resulta mas facil la
homogenizacién de la muestra antes de verterla en las cimaras
de sedimentacion.

Conservantes
El fijador a escoger depende del objetivo del estudio. No

existe un fijador universal que permita conservar en buen
estado todos los grupos de microalgas. El mas utilizado es el

yoduro de potasio —o solucién de Lugol— 4cida, neutra o
alcalina (ver seccion 2.2.6). Para conservar muestras por largos
periodos de tiempo se debe utilizar solucién neutra de
formaldehido (formol). Si se toman muestras para postetio-
res preparaciones para microscopia electrénica, el fijador reco-
mendado es el glutaraldehido.

Cdmaras de sedimentacion

Las camaras de sedimentacién constan de dos partes: la co-
lumna (o chimenea) y la placa de sedimentacion. La columna
suele ser de metacrilato, con un volumen de 5, 10, 25, 50 y 100
mlL; el cristal de la base de la placa debe ser muy fino (0.2 mm)
para facilitar la observacion al microscopio invertido. Hay ca-
maras de sedimentacién simples y compuestas (Figs. 1y 2).
En el caso de camaras simples, el liquido de la muestra fijada
que se mantiene en la columna interfiere un poco con la visién

Fig. 1. Izda., cimaras de sedimentacién simples de 25, 10 y 5 mL; dcha. camaras de sedimentacion compuestas: columnas de 10, 25, 50 y
100 mL y placa de sedimentacién con el cubre cuadrado (izda.) y llave (dcha.) para desenroscar el anillo metélico.
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Cubres: 33 mm dia. 3 mm grueso
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Cilindro 100 mi
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metilice y llave

S Soporte

Fig. 2. Distintas partes de las camaras de sedimentaciéon compuestas.

de la muestra sedimentada en la placa. En el caso de las com-
puestas, la columna se desliza y se elimina el liquido libre de
particulas (ya sedimentadas) antes de observar la placa, lo que
permite una visiéon mas nitida.

Las camaras de sedimentacién disponibles comercialmente,
en especial las compuestas, son muy caras. Distintos paises y
laboratotios consiguen a veces prepararse camaras de sedi-
mentacién con artesanos locales a mucho menor precio. El
fino cristal de la base se puede conseguir en talleres de relojetfa.
Lo importante es que el volumen de las caimaras esté perfecta-
mente calibrado. El procedimiento a seguit es pesar las cima-
ras, primero vacias (la tara) y después llenas de agua. La dife-
rencia (en gramos) serd igual al volumen (en mL) de agua
puesto a sedimentar.

Homogenizacion de las muestras

Antes de verter la muestra en la cimara de sedimentacion, hay
que asegurarse de que las particulas suspendidas en el agua se
encuentren homogéneamente distribuidas. Para ello, se suje-
tara el frasco firmemente y se volteara con suavidad, para
evitar rotura de colonias o formacién de burbujas, 30-50 ve-
ces. Se pueden organizar ejercicios de control de la calidad de
este paso para cada experto dispensando 3 alicuotas del mis-
mo recipiente y comprobando la variabilidad de las estimacio-
fnes tras su conteo.

Concentracién/dilucion de las muestras

Algunas muestras pueden estar muy diluidas y el conteo serfa
mas facil tras un proceso de concentracién; otras pueden estar
muy concentradas y el conteo setfa mas cémodo si se diluye-
ran. No obstante cada paso adicional supone afnadir una nue-
va fuente de error. En general, es preferible usar cimaras de
sedimentacién (o barrido de transeptos) de distintos tama-
flos segtin la abundancia de las especies a contar. Excepcional-
mente, para la deteccion temprana de especies potencialmente
téxicas poco abundantes (por ¢j. Dinophysis spp.) se puede
aplicar una estrategia de muestreo adicional mediante concen-
tracion por rango de tallas a través de tamices y resuspension
en volumenes conocidos de agua de modo analogo a lo ilus-
trado para el muestreo de microalgas benténicas (seccion 2.3).
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Llenado de las cdmaras, sedimentacion y vaciado de las

columnas

— Secolocala placa y columna de la cimara de sedimentacion,
sus bordes circulares alineados con precisién una sobre
otra, en una superficie lisa y nivelada.

— Se procede al llenado de la cimara inmediatamente des-
pués de la homogenizacion de la muestra (no mas tiempo
que los pocos segundos que se tarda en abrir el recipiente),
pues de lo contario las particulas més pesadas empiezan a
sedimentarse en el recipiente.

— Se sujeta firmemente la cimara, sujetando la columna con
el dedo pulgar e indice lo mas cerca posible de la base, y
presionando hacia abajo. En el caso de camaras compues-
tas, se debe presionar hacia abajo la columna, bien colocada
sobre la placa, de forma que no se salga el liquido al verter-
lo.

— Sellena la columna en exceso, para que al deslizar por su
parte supetrior el cubre circular grueso no se formen burbu-
jas de aire en su interior. Se puede colocar un poco de papel
de celulosa allado de la base para que enjugue el liquido en
exceso que se derrama al dar este paso. Algunos expertos
untan ligeramente con vaselina la base de las columnas de
mayor tamafio (100 mL) para asegurar que se mantengan
bien adheridas ala placa base.

— El tiempo de sedimentacién depende de la altura de las
columna y del fijador empleado (las particulas fijadas con
Lugol pesan mas que con otros fijadores). Una regla apro-
piada es dejar sedimentar las muestras fijadas con Lugol
tantas horas como la altura de la columna, en cm, multipli-
cada por 3 (Cuadro I).

Cuadro I. Método Uterméhl (camaras de
sedimentacion)

17 de las camaras (tamafio muestra): 5-100 mL

— Tiempo de sedimentacion: 3 h x altura de la colum-
na en cm (en muestras fijadas con Lugol)

— Nivel de deteccion: 1000/ 17 de la columna (ml)

Columna  Nivel deteccion  Factor

100 mL 10 cel/L x10
50 mL 20 cel/L x20
25 mL 40 cel/L x40
10 mL 100 cel/1 x100
5 mL 200 cel/L x200

— Para el vaciado de las camaras compuestas, colocar éstas en
un contenedor cilindrico u ortoédrico, asegurandose de
que el orificio circular de vaciado esté situado encima de un
lugar apropiado para el desagiie. Se coloca el cubre cuadra-
do ala derecha de la placa (un truco que ayuda al desliza-
miento es afladir unas gotas de agua de mar filtrada en esta
zona) y deslizar, presionando con firmeza el cubre sobre la
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placa, de derecha a izquierda, hasta que la columna quede
situada encima del orificio de desagiie y la parte superior de
la placa esté perfectamente cubierta por el cubre cuadrado.

Las muestras deben dejarse sedimentar en un lugar a tempe-
ratura estable (controlada si fuera preciso), protegidas de ex-
posicién directa a los rayos solares, corrientes de aire etc. Cual-
quier perturbacion fisica podtia crear corrientes de conveccidén
en el liquido de la muestra, formaciéon de burbujas y otros
inconvenientes que afectarfan a la sedimentacién homogénea
de las particulas.

Se recomienda ver las excelentes ilustraciones sobre este proce-
so presentadas en Villafafie & Reid (1995) y disponibles en
Internet: www.efpu.org.ar/PDF_papers/1995/
Villafa%F1e95_Concepcion.pdf

Limpieza de las camaras de sedimentacion

Las camaras de sedimentacion se deben limpiar, inmediata-
mente después del analisis de la muestra, para evitar la precipi-
tacion de sales y el deterioro de los componentes metélicos de
las mismas. Se utilizara un suave pincel, como los utilizados
en dibujo, y detergente neutro. El margen de la base circular de
la placa se puede limpiar con un palillo de dientes y si fuera
necesatio, desenroscando el anillo metalico con la llave que se
suministra al comprar el conjunto de camaras y sus accesotios.

Precauciones: hay que tener especial cuidado con la limpieza si
se han utilizado las camaras para contar muestras con
microalgas productoras de mucilagos, tales como dinoflagela-
dos benténicos y algunas diatomeas formadoras de colonias.
Pueden permanecer adheridas al fino cristal de la placa incluso
tras el lavado.

E/ microscopio invertido

Los analisis cuantitativos que utilizan camaras de sedimenta-
ci6n se deben hacer utilizando un microscopio invertido de
buena calidad. La microscopia de contraste de fase (phase
contrasi) o atin mejor la Nomarski (microscopia de contraste de
interferencia diferencial, DIC = Differential Interphase Contrasi)
aumentan el contraste y permiten identificar mas facilmente
los rasgos morfolégicos de las células fitoplancténicas, excep-
to en el caso de los cocolitoféridos, que debido a su cubierta
calcdrea se observan mejor con microscopia de campo claro
(LM Light microscopy). La microscopia de epifluorescencia,
que se utiliza para observar dinoflagelados tefiidos con el

Fig. 3. Accesorios que se colocan en los oculares para facilitar el
barrido y conteo de especimenes. A) Segmentos paralelos y uno

vertical para barridos diametrales. B) Reticulos (Tomado de Edler &
Elbrichter 2010).

fluorocromo calcoflior, ha supuesto un enorme avance para
la identificacion de especies tecadas. Las placas de celulosa tefii-
das con calcofltor fluorescen color azul cuando se observan al
microscopio de epifluorescencia con un filtro de luz UV (ver
Anexo 0). Estas observaciones permiten describir detalles re-
queridos para la identificacién de especie segun la nomencla-
tura de placas.

Si no se dipone de sistema de epifluorescencia, el método
alternativo (usado tradicionalmente) consiste en tratar la mues-
tra de células tecadas con hipoclorito sédico (lejia) y observar-
las con campo claro al microscopio 6ptico.

A la hora del conteo, resulta de gran ayuda disponer de un
micrémetro ocular calibrado (para medir el tamafio de los
especimenes) y un ocular equipado con un accesorio que cons-
ta de dos lineas paralelas y otra perpendicular que delimitan
un transepto (para facilitar los barridos de un lado a otro de la
base de la camara) (Fig 3A). También es conveniente equipar
uno de los oculares con una reticula que facilita el conteo de
pequerlas areas de organismos abundantes de muy pequefio

5 (] Li ] 9 10
\lll|l|H|l|I|lllrtrlnr|||l|'||n|ll|l’l|ulil|lfl|l||n||l

Mzcrorzetro

Obyetivo

)}»’ 0,01 mm

Fig. 4. Arriba, micrométrico ocular, situado encima de una cadena
de Cochlodinium sp., para medir los especimenes observados al
microscopio. Centro y abajo, micrométrico objetivo tal como se ve
desde el ocular y en la mano.
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tamafio (pico- y nanoplancténicos). Todos estos accesorios

de ayuda al conteo deben estar calibrados para cada aumento,

de cada microscopio, realizando las medidas con un

micrométrico objetivo (Fig, 3B).

Protocolo de conteo

1. Hacer un rapido barrido de la placa de sedimentacién a
pocos aumentos (40X-100X) para hacerse una idea de la
densidad y distribucion de las células (Fig 5). Esta rapida
ojeada permite:

— Determinar si las células estin uniformemente distribui-
das. Las células agrupadas de forma heterogénea podrian
indicar malas practicas de laboratotio en el proceso de puesta
a sedimentar de la muestra (homogenizacion, vertido) o
que el mostrador de trabajo no esté bien nivelado.

— Anotar las especies grandes y escasas que se enumeraran
barriendo toda la superficie de la placa.

2. Se identifican los organismos al nivel taxonémico mas
bajo posible (género, especie o incluso estadios del ciclo
vital de una especie).

3. Se comienza por el conteo a bajo aumento (100X) de espe-
cies grandes y escasas (Dinophysis spp., Ceratinm spp.) me-
diante barrido de toda la superficie de la placa. Este barrido
se hace mediante desplazamientos horizontales de izquier-
daa derecha y de derecha a izquierda (Fig, 5). Cada vez que
se llega al final de barrido de un transepto, a la derecha, hay
que descender, con ayuda del mando de desplazamiento
coaxial, una distancia igual al didmetro del campo de vision
o diametro del ocular (considerar algin elemento de la
muestra en el borde de la cimara antes de desplazar el
campo de vision hacia abajo) para comenzar el barrido del
siguiente transepto de derecha a izquierda y asi sucesiva-
mente hasta barrer todo el fondo de la camara.

4. A continuacién se hacen los conteos de especies de menor
tamafio y mas abundantes mediante barrido de transeptos
diametrales a mayor aumento (400X). Para asegurarse de
que el batrido se hace diametralmente (pasando por el punto
medio de la base), el extremo vertical del transepto debe

Fig. 5. Arriba, esquema del recorrido a seguir con el objetivo
durante el batrido de todo el fondo de la placa de sedimentacion.
Abajo, esquema de distintas posibilidades de barridos: todo el
fondo de la placa (izda.), transeptos diametrales (centro) y una serie
de cuadriculas (dcha.), (imdgenes tomadas de Edler &
Elbrachter 2010).
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Cuadero Il. Estimacion de factores a
aplicar en los conteos de microalgas en
camaras de sedimentacion

1. Estimacion de la superficie de la placa de sedi-

mentacion
r
S

S = 314+
(r =13 mm)
§=314x169 = 531 mm?

2. Calculo dela superficie de un transepto diametral
dela placa

s/

§=2t xh=26xh(mm?

h = anchura del campo de vision del ocular (o de la

reticula marcada en el ocular)
Estos parametros se deben calibrar, para cada micros-
copio, con sus distintos objetivos (aumentos) con un
micrométrico objetivo.

3. Calculo del factor a aplicar cuando se cuentan
transeptos diametrales

- si en s hay 7 células
- en § habra N
N=nxS/s =nxf
nes el n° de células contadas en la supetficie s del
transepto

N sera la cantidad estimada para todo el fondo de la
base ()
El factor f(§/s) es distinto para cada objetivo del mi-

croscopio empleado

Una vez estimado el factor /, habra que multiplicar por
un factor de conversion, que varfa segun el volumen de
la columna empleada, para estimar la concentracién en
células por litro:

X 10 (columnas de 100 mL), X 20 (col. 50 mL), X 40
(col. 25 mL) 0 X 100 (col. 10 mL).
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Tabla 1. Relacién entre el nimero de células contadas y el limite de
confianza, con un nivel de significacién del 95% (tomado de
Andersen & Throndsen 2004).

to, desde el punto de vista estadistico, es decidir que las células
en contacto con el borde superior del transepto se cuentan,
mientras que las que se encuentran en el borde inferior se
omiten (o viceversa). En el caso de bartido de cuadrados,
contar las que tocan el lado supetior y el izquierdo y obviar las
que tocan el lado inferior y el derecho (o viceversa).

Nivel de deteccion y precision de los conteos en andlisis
cuantitativo de microalgas

Cuanto mayor sea el tamafio de la muestra sedimentada (ta-
mafio de columna), mayor sera el nivel de deteccién del
muestreo. Conocido el numero de células en todo el fondo de
la placa, se aplicara un factor (que depende del tamafio de
columna empleado) para estimar la concentracion en cel/L.

Para obtener un resultado estadistico robusto del anlisis cuan-
titativo, es necesario contar un determinado numero de célu-
las (o colonias, o filamentos). ILa precisiéon se expresa como
limite de confianza (+ n%) con un nivel de confianza del 95%
(Tabla 1). Asi pues, si en una muestra contamos 50 células de

situarse en la tangente de la placa de sedimentacion que se
vea como una linea recta (no curva), lo que indicara que nos
encontramos en el extremo del didmetro.

5. Por dltimo, se hace el barrido de varios cuadritos (reticulas)
pata enumerar los especimenes de menor tamafio.

6. Se debe anotar cuidadosamente el numero de células de
cada taxén y el factor a aplicar (que dependera del area barri-
da) enla hoja de calculo EXCEL para facilitar las estimacio-
nes de concentraciones celulares (Cuadro II).

Cuando se hacen conteos mediante barridos de toda la placa,
o de transeptos diametrales, es importante ser congruente en
el criterio a aplicar sobre células que se encuentran en posicio-
nes ambiguas (por ejemplo, con parte de la célula dentro y
parte fuera de los limites del transecto). El criterio mas robus-

Pyrodininm babamense, 1a precision de nuestro conteo es de £28%,
si contamos 100, del +20%, si contamos 200, de £14%, y si
contamos 400, de £10%. El cientifico o agencia responsables
de supervisar la calidad de los conteos establecera sus normas
y la precisién que desea alcanzar en sus estimaciones. Puede,
por ejemplo, decidir que no compensa contar 400 (en vez de
200) células si con ello se gana un 4% (de 14 a 10%) de preci-

No of counted |Confidence limit|] Absolute limit if cell
cells +f- (%) density is estimated at
500 cells L
1 200 500 + 1000
2 141 500 + 705
3 116 500 + 580
4 100 500 + 500
5 89 500 + 445
6 82 500 = 410
7 76 500 = 380
8 [ 500 + 355
9 67 500 + 335
10 63 500 + 315
15 52 500 = 260
20 45 500 + 225
25 40 500 + 200
50 28 500 = 140
100 20 500 + 100
200 14 500 £ 7O
400 10 500 + 50
500 9 500 + 45 sién.
1000 6 500 + 30
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3.3 Calibracidon de los sistemas de conteo y
control de calidad de los analisis

3.3.1 Calibracion de los sistemas de conteo

Laaplicacion de distintos métodos de identificacién y conteo
de microalgas requiere una revision rigurosa de las distintas
fuentes de variabilidad asociadas con el proceso completo que
va desde la homogenizacion de la muestra y su concentracion
(vertido en las cdmaras de conteo y/o en las columnas de
sedimentacidn) hasta las estimaciones de concentracion (cel/
L) de cada especie. En algunos paises, los laboratorios con
responsabilidades de control de calidad de productos mari-
nos dedicados al consumo ylos de control de calidad del agua
deben pasar rigurosos procesos nacionales de «acreditacion»
para las técnicas estandar empleadas en los analisis cuantitati-
vos de microalgas potencialmente nocivas y los analisis de
ficotoxinas en los bivalvos.

El método estandar mas aceptado para los analisis cuantitati-
vos de microalgas es el de Utermohl. La acreditacion en el uso
de este método conllevara el desarrollo de protocolos trazables
y reproducibles de acuerdo con criterios de actuacion defini-
dos. El protocolo debera describir detalladamente los pasos a
seguir en relacion con:

— Homogenizacion de la muestra: se procedera a voltear sua-
vey regularmente el recipiente (para no romper las colonias
ni crear burbujas) al menos 30 veces.

— Concentracién/dilucién de la muestra: no es recomenda-
ble, pues introduce una nueva fuente de vatiabilidad. Es
preferible utilizar columnas de sedimentacién de mayor
tamafio (50-100 mL), si bien esto aumentara el tiempo de
sedimentacion que se debera esperar antes de proceder al
analisis.

— Sedimentacion de las muestras: horas de sedimentacion
pata cada tamafio de columna calibrada y tipo de fijador
empleado; condiciones ambientales de la estancia donde
se dejan sedimentar las muestras (temperatura estable para
evitar corrientes de conveccion,; evitar rafagas de aire e inci-
dencia directa de rayos solares, etc.).

— Proceso de vaciado de las columnas: que se aplica cuando
se utilizan camaras de sedimentacién compuestas.

— Procedimiento de conteo: calibracion de las camaras de se-
dimentacion y de los microscopios; criterios de numero
minimo de células que contar y limites de confianza.

Se puede encontrar mds informacion sobre este tema en los
articulos de Venrick (1978 a, by ¢) y de Andersen & Throndsen
(2004). Los paises en los que se exige la acreditacion dispon-
dran de manuales de protocolos distribuidos por las agencias
nacionales responsables de supervisar el control de la seguri-
dad alimentaria y la acreditacion de los laboratorios de analisis.
Asi, por ejemplo, el organismo legalmente responsable del
desarrollo y difusioén de las normas técnicas en Espafia es la
Asociacién Espafiola de Normalizaciéon y Acreditacion
(AENOR, www.aenor.es).
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3.3.2 Control de calidad de los analisis

Los responsables de centros de monitoreo deberan tomar
medidas que les permita controlar la calidad de los andlisis
efectuados por los distintos expertos que trabajan en la mis-
ma unidad para asegurarse de que los resultados obtenidos
son comparables. Esto se consigue a través de ejercicios de
calibracion internos. A su vez, es muy recomendable la parti-
cipacion delos expertos de cada centro en ejercicios de calibra-
cion interlaboratorios, nacionales e internacionales, supervi-
sados por una autoridad reconocida en su campo.

Los ejercicios de intercalibracion de analisis cuantitativo de
microalgas por el método Utermohl incluyen la distribucion
de alicuotas de una misma muestra a los profesionales que se
van a someter a este proceso. Se imparten instrucciones de las
normas a seguir (material y métodos) y se procede a un anali-
sis estadistico de los resultados obtenidos.

El objetivo ultimo de cada laboratotio es conseguir coeficien-
tes de variacion (CV) lo mas bajos posibles, tanto en los ana-
lisis repetidos de una misma persona como en las compara-
ciones entre expertos de la misma unidad. Una vez alcanzada
la calidad interna deseada, el siguiente paso es conseguir una
buena evaluacion tras la participacion en ejercicios comparati-
vos inter-laboratorios. Si no se obtienen los resultados espe-
rados, serd necesario identificar las fuentes de error, durante el
proceso de analisis, que contribuyen a la elevada variabilidad,
o aumentar el tamafio de la muestra (nimero de células a
contat) si fuese necesatio.

3.4 Interpretacion de resultados

El objetivo dltimo de los expertos dedicados a la investiga-
ci6én y control de las floraciones algales nocivas es desarrollar
un sistema de alerta temprana de los eventos y mejorar la
capacidad de prediccion de los mismos.

Los datos obtenidos de los muestreos peridédicos de
microalgas y las condiciones ambientales asociadas con su apa-
ricién constituyen una excelente materia prima para comenzar
a desctibir la variabilidad estacional e interanual de la especies
en una localidad. Es imprescindible disefiar un sistema apro-
piado de almacenamiento de los datos obtenidos de los ana-
lisis. La anotacion de los conteos de especies (y de los factores
aaplicar) en hojas de calculo tipo Excel facilita sobremanera: a)
los calculos para estimaciones de concentraciones celulares y
porcentajes de cada especie, género o grupo respecto al total de
la comunidad microplancténica; b) la preparacion de graficos
de distribucién espacio-temporal y ¢) la aplicacion de trata-
mientos estadisticos que permitan inferir relaciones entre la
aparicion y abundancia de las especies con determinadas con-
diciones ambientales.

En el Anexo 4 se presenta un modelo de hoja Excel preparada
para anotar los resultados de los andlisis cuantitativos de
microalgas. Conviene preparar en paralelo hojas similares para
anotar las mediciones de parametros ambientales (tempera-
tura, salinidad, etc.) recogidas en los mismos puntos de
muestreo.
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4. Pasos que deben seguirse para
la identificacion de las microalgas
agentes de eventos toxicos

Una de las cuestiones clave en las etapas iniciales de un progra-
ma de seguimiento es identificar de forma fehaciente las espe-
cies de microalgas responsables de episodios tdxicos recutren-
tes en la region. La deteccién temprana de su presencia serd
una prioridad para el programa de seguimiento o monitoring.
El conocimiento de las especies agentes de brotes toxicos en
otras partes del mundo es un punto de partida imprescindi-
lista COI de
www.marinespecies.org/hab/index.php). No obstante, dada

ble (véase la especies toxicas
la variabilidad intraespecifica que se observa en el contenido
de toxinas de las microalgas (cepas muy téxicas, cepas poco
toxicas, e incluso cepas no toxicas dentro de una misma espe-
cie), cada region debe obtener informacion propia del perfil
(cualitativo) y contenido de toxina (cuantitativo) de sus espe-
cies problema, asi como de los rangos de variabilidad que
pueden presentar en el contenido de toxina por célula a lo
largo del afio. A continuacién revisamos los pasos de rigor
que se deben seguir para identificar de forma fehaciente las
especies causantes de un brote téxico en una localidad. En
algunos casos puede que no se disponga de medios materia-
les o de personal especializado para desarrollar todos los pa-
sos, pero conviene entonces llegar hasta donde sea posible, y
saber como se deben almacenar las muestras de fitoplancton
fijado y material toxico congelado (filtros o centrifugados de
arrastres planctonicos, carne de bivalvo, etc.) para resolver lo
pendiente, tan pronto como sea posible, con la colaboracién
de otros expertos.

4.1 Analisis de toxinas en los moluscos (Fig. 1)

Si se trata de un lugar donde no existe un programa de segui-
miento de toxinas en los moluscos, puede desatarse una in-
toxicacion de personas por consumo de marisco contamina-
do por ficotoxinas. En este caso es esencial hacer un trazado
del alimento causante del sindrome y conseguir muestra para
su analisis (restos que quedaran guardados en la nevera de
particulares, etc.). En casos excepcionales ha sido posible ana-
lizar toxinas en los fluidos (sangre, orina) de pacientes que
acudieron a un centro de atencién primaria (J. Lagomasino,
comun. pets.). Si por el contrario ya existiese un servicio oficial
de seguimiento de toxinas, se trata en este caso de conseguir
informacién de las toxinas detectadas en el producto conta-
minado o conseguir muestra para proceder a su analisis.

En el Anexo 5 se explican los pasos a seguir para la prepara-
ci6én de la carne de molusco para andlisis de toxinas. Es im-
prescindible ponerse de acuerdo con los expertos que van a
realizar los analisis para concretar detalles del protocolo, ya que
el procesado de la carne de molusco es distinto para la extrac-
cién de toxinas hidrosolubles (toxinas paralizantes, amnésicas)
que para la extraccién de toxinas liposolubles (diarreicas,
azaspiracidos, etc.).

Si se aplican bioensayos de ratén, se obtendran resultados
sobre el tipo de toxinas que hay (si los sintomas de la muerte
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del ratén son reconocibles) y su concentracion se dara en
microgramos equivalentes de la toxina patron (STX en el caso
de toxinas paralizantes, AO en el caso de toxinas diarreicas,
etc.) por kg de carne de molusco (Ej. 800 ug equiv. STX kg’
" de mejillén). Si se realizan analisis mediante cromatografia
liquida de alta eficacia (HPLC) o atn mejor, cromatografia
liquida acoplada a espectrémetro de masas (ILC-MS) obten-
dremos el perfil de las distintas toxinas en los moluscos y su
concentracién. La informacion sobre ensayos estandar de ra-
tén y analisis quimicos para determinacion de ficotoxinas se
puede consultar en la segunda edicién del Manual sobre
Floraciones Algales Nocivas de COI (Hallegraeff et al. 2003)
y en el libro sobre floraciones algales nocivas en el Cono Sur
(Sar etal. 2002).

4.2 Andlisis de toxinas en el plancton (Fig. 2)

Una vez detectado molusco contaminado, se trata de averi-
guar si las toxinas proceden de microalgas toxigenas presentes
en el plancton. El protocolo de muestreo de plancton en la
columna de agua y el tratamiento de muestras destinados a
analisis de toxinas en el plancton se describi6 en la seccion 2
(véase 2.2.3 Redes de plancton y 2.4 Material y métodos para el
muestreo de fitoplancton y fitobentos para analisis de toxi-
nas). Para la identificacion de las especies sospechosas, se reco-
mienda realizar un arrastre vertical con una red de plancton de
10-20 pm de apertura de malla. Es esencial que el arrastre se
transporte en buenas condiciones hasta el laboratorio, ya que
la identificacion preliminar de diversos grupos microalgales
requiere la observacion de las células vivas (sin fijar) y su com-
portamiento natatorio. Parte de este arrastre se empleara para
obtener muestras fijadas. Si no se sabe a ciencia cierta ni siquie-
ra el grupo microalgal (diatomea, dinoflagelado desnudo, pe-
queno flagelado, etc.) al que pertenece la especie problema, se
recomienda fijar una alicuota con formol neutro, otra alicuota
con lugol 4cido, y una tercera alicuota con glutaraldehido.

Es recomendable emplear una red de plancton de mayores
dimensiones que las empleadas para obtener muestras con
fines de identificacién de especies, y con un colector cilindrico
de PVC y cerrado por el fondo. De esta forma el material
filtrado se mantiene suspendido en agua de mar, y se minimi-
zan las roturas de células. Si el material recolectado se va a
analizar por HPLC, basta con filtrar/centrifugar 10-50 ml de
este arrastre (segun su densidad). Pero si se va a analizar me-
diante bioensayo de raton, sera necesatia una mayor biomasa
de fitoplancton. Se puede «fraccionar el arrastre, es decir, se
pueden seleccionar mediante mallas o filtros distintos rangos
de talla, con lo cual se puede afinar mas y determinar en qué
fraccion o rango de tallas del fitoplancton se encuentra el orga-
nismo toxico (si lo hubiera).

Si se aplican bioensayos de raton, se obtendran resultados
sobre el tipo de toxinas que hay (silos sintomas de la muerte
del ratén son reconocibles) y su concentracion se dara en
microgramos equivalentes de la toxina patron (STX en el caso
de toxinas paralizantes, AO en el caso de toxinas diarreicas,
etc.) en relacion con las células (de especies sospechosas) cuan-
tificadas en la muestra de arrastre (¢j. pg equiv. OA/10° cel
Dinaphysis). Si se realizan analisis mediante cromatografia li-
quida de alta eficacia (HPLC) o aun mejor, cromatografia liqui-
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da acoplada a espectrémetro de masas (LC-MS) obtendremos
el perfil de las distintas toxinas en el planctony su concentra-
cién en relacién con las células (de especies sospechosas) cuan-
tificadas en la muestra de arrastre (¢j. 24 pg de AO y 36 pg de
PTX2 por célula de Dinophysis).

El anlisis de toxinas en el arrastre de fitoplancton pet-
mitird confirmar si la fuente de toxinas observadas en
el molusco se encuentra en el plancton. Delo contrario,
hay que deducir que la toxicidad fue causada por un
organismo que ya no estaba presente en la columna de
agua en el momento del muestreo.

4.3 Analisis de toxinas en cultivos
monoalgales (Fig. 3)

LLa observacion de la muestra viva de arrastre de fitoplancton
permite a veces sospechar inmediatamente del potencial
toxigeno de alguna de las especies presentes (cadena de
Gynmodininm catenatum, células tecadas de Alexandrinm, etc.).
Para relacionar las toxinas encontradas en el arrastre de plancton
con una especie determinada, es necesario demostrar la pre-
sencia de toxinas en esa especie:

— Mediante aislamiento por micromanipulacién, estableci-
miento de un cultivo monoalgal y posterior analisis de un
volumen conocido de cultivo con un nimero estimado de
células de la especie problema.

— Alternativamente: mediante andlisis cromatografico de cé-
lulas aisladas por micromanipulacion (500-1000 para ana-
lisis por HPLC; 50-100 para analisis por LC-MS).

El anlisis del extracto de un cultivo monoalgal (o de células
aisladas por micromanipulacién) nos permitira obtener el perfil
de toxinas de la especie sospechosay su contenido de toxina
por célula (pg -cel™).

4.4 Interpretacion de resultados y relacién
de errores frecuentes

Completados los pasos de las secciones 4.1 y 4.2, se puede
establecer qué tipo de toxinas tienen los bivalvos contamina-
dos, y si el perfil obtenido es similar al obtenido del analisis de
extractos de plancton de red. Finalizados los pasos de 4.3, y si
el analisis de extracto de cultivo monoalgal (o de células aisla-
das por micromanipulacién) da un perfil toxico comparable al
de los bivalvos y del arrastre planctonico, se podra decir con
rigor cientifico que la especie X es la responsable de la presencia
de toxinas X’ en los bivalvos. De lo contrario, si no se pueden
probarlas sospechas, conviene ser prudentes y limitarse a decir

El perfil de toxinas del bivalvo (X’) debe ser similar al del
plancton (P), que a su vez sera igual al perfil de la especie
cultivada (X). Importante: considerar las
biotransformaciones de las toxinas por el bivalvo.

que «/a presencia de toxinas X en los bivalvos de la localidad Y se
asocia con la presencia de la especie X.

El analisis de toxinas en extractos de arrastres de red de la
poblacion fitoplancténica total (o de una fraccion de talla, por
¢j. la fraccién 20-77 um) se ha empleado con frecuencia cuando
se sospechaba que el agente productor de las toxinas era una
especie imposible de cultivar con medios de cultivo estandar
(caso de las Dinophysis spp. productoras de toxinas diarreicas).
No obstante, esta practica puede conllevar una serie de errores,
dificil de evaluar, ya que:

— Seasume que existe una sola especie (o género) potencial-
mente toxica en el arrastre multiespecifico. Podria haber
otros dinoflagelados heterétrofos/mixétrofos, o
microzooplancton que se hubieran alimentado de las célu-
las toxicas, con lo que sobreestimariamos el contenido de
toxina por célula de microalga toxica. También podria ha-
ber toxinas lipofilicas adheridas a detritus.

— Los resultados de analisis cromatograficos de extractos de
arrastres de red no son tan «limpios» como los obtenidos
con cultivos monoalgales por el efecto matriz del material
acompafiante, que podria llevar a subestimar el contenido
de toxinas por célula. Por otro lado, los arrastres densos
constituyen un material muy labil. Si el filtrado o
centrifugado no se realizan inmediatamente, hay que evitar
que el arrastre esté demasiado concentrado, y mantenetlo
en nevera portatil, ya que numerosas células pueden rom-
perse y liberar su contenido al medio.

El perfil de toxinas de los moluscos nunca sera idéntico al del
arrastre de plancton téxico al que estuvo expuesto o al del
cultivo monoalgal de la especie téxica. Es sabido que los
bivalvos transforman enzimaticamente las toxinas ingeridas,
pero algunas especies lo hacen con gran rapidez, y los cambios
son mas intensos (Oshima et al., 1990). Asi, por ejemplo, en
el caso de toxinas lipofilicas, los mejillones y ostras transfor-
man rapidamente la pectenotoxina 2 (PTX2) en su derivado
secoacido (no diarreogénico), la PTX2SA, mientras que los
pectinidos son menos eficientes en esta conversion.

Precauciones que deben considerarse:

— Laespecie agente del episodio téxico puede no ser la
especie dominante en el fitoplancton, sino una es-
pecie minoritatia. Ej.: episodios de DSP a bajas con-
centraciones de Dingphysis spp en poblaciones do-
minadas por Prorocentrum micans o por diatomeas.

— La especie toxica podria no estar presente en el
plancton cuando se realiz6 el muestreo; el bivalvo
pudo haber adquirido la toxicidad tras filtrar pobla-
ciones previas que ya han desaparecido.

— Podrfamos caer en el error de culpar a otra especie
dinoflagelada heterétrofa o mixétrofa que se alimen-
t6 de la especie téxica. Ej.: la errénea identificacion
del heterotrofo Profoperidinium crassipes como pro-
ductor de azaspiracidos (que eran producidos por
su presa, el diminuto dinoflagelados Azadinium
spinosum) (Krock et al. 2009).
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TOXINAS ENLOS BIVALVOS |

Ocurrencia de un brote toxico
por consumo de marisco
Descripcion del sindrome

v

Muestreo de bivalvos

A 4

Obtencion de extractos
hidrosolubles/liposolubles

Analisis cromatogrifico

Bioensayos de raton HPLC 6 LC-MS

Identificacion del
sindrome

A 4

Perfil de toxinas del
marisco

Fig. 1. Pasos que deben seguirse para obtener el perfil de toxinas en
los moluscos.

| TOXINAS EN EL PLANCTON

Obtencion de
arrastres de red

/\

Identificacion de Filtrado/Centrifugado de un
especies sospechosas volumen conocido de
l arrastre

!

Extraccion hidro- o

Fijacién de una
alicuota para contajes

celulares liposoluble
‘/®mawgréﬁco
Bioensayo de ratén HPLC 6 LC-MS
Identificacién del
sindrome ‘

Perfil de toxinas
del fitoplancton

Fig. 2. Pasos que deben seguirse para obtener el perfil de toxinas en
el concentrado de fitoplancton.

TOXINAS EN LOS CULTIVOS

Aislamiento de microalgas sospechosas e
inoculacion en pocillos de placas de cultivo

'

Obtencion de un
cultivo monoalgal

v

Obtencion de extractos
hidrosolubles/liposolubles

T~

Anélisis cromatogrifico
HPLC 6 LC-MS

Bioensayos de ratén
Identificacion del y

sindrome Perfil de toxinas
del cultivo

Fig. 3. Pasos que deben seguirse para obtener el perfil de toxinas en
el concentrado de fitoplancton.
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ANEXO 1. Listado de especies de microalgas toxicas consideradas en el
proyecto RLA 7014

DIATOMEAS COL [COS[CUB|ELS |[GUA|MEX|NIC |DOMURU|VEN

|Amphora coffeaeformis

Nitzschia navis-varingica

Pseudo-nitzschia australis X

Pseudo-nitzschia calliantha

Pseudo-nitzschia cuspidata

Pseudo-nitzschia delicatissima X

Pseudo-nitzschia fraudulenta X

Pseudo-nitzschia galaxiae

Pseudo-nitzschia multiseries

Pseudo-nitzschia multistriata ?

XXX

Pseudo-nitzschia pungens ?

Pseudo-nitzschia seriata

Pseudo-nitzschia turgidula

Pseudo-nitzschia grupo delicatissima X X X X X X
Pseudo-nitzschia grupo seriate X X X X X

DINOFLAGELADOS COL [COS|CUB|ELS [GUA|MEX|NIC |DOM/URU|VEN

Dinophysiales

Dinophysis acuminata X ?

Dinophysis acuta

Dinophysis caudata X X X X X

| X[ X[X

Dinophysis fortii X

Dinophysis infundibulus

Dinophysis miles

Dinophysis mitra X X ?

Dinophysis norvegica

Dinophysis ovum

Dinophysis rapa

XXX

Dinophysis rotundata

Dinophysis sacculus

Dinophysis tripos X X X X X

Gonyaulacales

Alexandrium acatenella

Alexandrium andersonii

Alexandrium balechii

Alexandrium catenella X X X

Alexandrium fundyense

Alexandrium hiranoi

Alexandrium minutum ?

Alexandrium monilatum X X
Alexandrium ostenfeldii ?

Alexandrium tamarense X X X X
Alexandrium tamiyavanichii X X

Alexandrium sp X X X
Coolia monotis ? X

Coolia sp. X

Gambierdiscus australes

Gambierdiscus pacificus

Gambierdiscus polynesiensis

Gambierdiscus toxicus X




Gonyaulacales (cont.)

COL COS CUB ELS GUA MEX NIC DOM URU VEN

Gambierdiscus yasumotoi

Gambierdiscus spp

X X X X X X X

Gonyaulax spinifera

Linqulodinium polyedrum

N)
X

Ostreopsis lenticularis

Ostreopsis mascarenensis

Ostreopsis ovata

Ostreopsis siamensis

Ostreopsis sp.

Protoceratium reticulatum

Pyrodinium bahamense

Pyrodinium bahamense var compressurn,

XX XXX

Peridini/Prorocentr/Gymnodiniales

Azadinium spinosum

Heterocapsa circularisquama

Heterocapsa sp

Pfiesteria piscicida

Pfiesteria shumwayae

Protoperidinium crassipes

Prorocentrum arabianum

Prorocentrum arenarium

Prorocentrum belizeanum

Prorocentrum borbonicum

Prorocentrum cassubicum

Prorocentrum concavum

Prorocentrum emarginatum

Prorocentrum faustiae

Prorocentrum hoffmannianum

Prorocentrum lima

Prorocentrum maculosum

Prorocentrum minimum

Prorocentrum rhathymum

Amphidinium carterae

Amphidinium operculatum

Amphidinium operculatum var. gibbosum

Amphidinium sp

Cochlodinium polykrikoides

Cochlodinium sp

Gymnodinium catenatum

XXX

Gyrodinium corsicum

Karenia bicuneiformis

Karenia brevis

Karenia brevisulcata

Karenia concordia

Karenia cristata

Karenia digitata

Karenia mikimotoi

Karenia papilionacea

Karenia selliformis

Karenia umbella

Karenia sp

Karlodinium armiger

Karlodinium veneficum

Takayama cladochroma




HAPTOFITAS

COL

COS

CUB

ELS

GUA

MEX

NIC

DOM

URU

VEN

Chrysochromulina leadbeateri

Chrysochromulina polylepis

Phaeocystis globosa

Phaeocystis pouchetii

Phaeocystis sp.

Prymnesium calathiferum

Prymnesium faveolatum

Prymnesium parvum

Prymnesium patelliferum

Prymnesium zebrinum

RAFIDOFITAS

COL

COS

CUB

ELS

GUA

MEX

NIC

DOM

URU

VEN

Chattonella antiqua

Chattonella globosa

Chattonella marina

Chattonella ovata

Chattonella subsalsa

Chattonella verruculosa

Fibrocapsa japonica

Fibrocapsa sp

Heterosigma akashiwo
|

CIANOFITAS

COL

COS

CUB

ELS

GUA

MEX

NIC

DOM

URU

VEN

Anabaena circinalis

Anabaena cf spiroides

Anabaena sp.

Anabaenopsis

Aphanizomenon flos-aquae

Cylindrospermopsis raciborskii

Lyngbya majuscula

Microcystis aeruginosa

Microcystis spp.

XXX

Nodularia baltica spumigena

Trichodesmium




ANEXO 2. Descripcion estaciones de muestreo y su localizacion

PAIS SITIO PROF. TIPO DE SISTEMA METODO  REGIMEN LLUVIAS DO‘SENNL??ES ESTACIONES DE MUESTREO CON COORDENADAS BIOMONITORES
(m) Plancton Bentos
Bahia de Chengue-L 1-2 laguna ag“ai‘f?‘l‘tde sustrato lluvias (ene-abr) Alisios 11'19'00.5"N 74'07'37.0"O 11'19'00.5"N 7'07'37.0"0
iltracior
B Bahia de Chengue-B 1-2 bahia agitacion de sustrato 1 o one abr) Alisios 11'1906.8'N 740743.4'0  11'1906.8'N 740743.410  Crasssostrea rhizophorae y Perna
3 + filtracior perna/ Sphyraena barracuda
© Ciénaga Sta Marta-Luna 1-2 laguna costera tubo corto lluvias (ene-abr) Alisios 10'55'06.8" N 74'34'44.9"0 )
Ciénaga Sta Marta-Barra 8 laguna costera manguera Lindahl lluvias (ene-abr) Alisios 10'59'23.5" N 74'17'27.6" O Cmsssos‘trea i‘?’llZOp horae/
Mytillopsis sallei
® Puerto Calderas (Pacifico) 0-15 estuario tropical manguera Lindahl lluvias (mayo-nov) Alisios 9°44'0" N 82°49'0" O Anadara tuben;u{;)sa/ Spondylus
o . ., caiciter
© Puerto Vargas (Caribe) 0-1 arrecife coralino agitacién de s}Jstrato lluvias (dic-marzo) Alisios 9°55'33" N 84°42'42" O
+ filtracior
™ Bahia de Cienfuegos 3-8 bahia de Bolso Caribe Sur manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) E-O 22°05'31.2"N 80°26'1.5"0 Perna viridis
= o
© Ensenada de Guajimico 3 ensenada aglta_il?_l;tde -S}Jstrato lluvias (mayo-oct) E-O 22°09'4.57"N 80°12'06.33 O
iltracior
» Golfo de Fonseca (Bahia Jiquilisco) 0-30 golfo c/aporte fluvial manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) SE 13.54 N 88.270 Anadara tuberculosa/ Crassostrea
-
= Mizata (Los Cobanos) 0-30 mar abierto manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) SE 13.33N 89.50 O 13.33N 89.50 O iridescens = Striostrea prismatica
< Puerto Quetzal 0-30 mar abierto manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) SE 13°55'N 90°47'0
=) L . . .
© Bahia la Graciosa 0-2 bahia agitacién de ?},lSII‘atO lluvias (mayo-dic) N Puerto Barrios Bahia de Amatique Anadara tuberculosa
+ filtracior 15°44'06" N 88°36'17"0 15°44'06" N 88°36'17"Q
Bahia Mazatlan, Sinaloa 30 bahia (Pacifico) manguera Lindahl secas (dic-mayo) secas (NO) E1 23°09'50.0"N 106°26'15.9°0 Crassostrea iridescens= Striostrea
. E223°11'15.0"N106°26'17.0"O prismatica/Chamma sordida
E Estero Urias, Mazatlan, Sinaloa ~ 8-10  estero (antiestuario) en el Pacifico .o o 1 indani lluvias (jun-nov) lluvias (SE)  E3 23° 10'56.08" N 106°25'02.0" O
Laguna de Terr’nlr-los‘Campeche <5 lagunar comunlcamog con el mar agitacion de F}lstrato lluvias (jun-nov); nortes lluvias (N) E423°1232.7" N 106°24'07.4"0 Los Cocoyoles 18 39A30 N Crassosirea virginica/peces
(Atlantico c/aporte fluvia + filtracior (oct-feb) 91°39'26"0 La Maniagua
frente a Faro Corinto 0-20 costa Pacifica/mar abierto manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) secas (NO) 12°27'56.28"N 99°13'40.34"O Anadara tuberculosa
o El Ostional 0-20 costa Pacifica/mar abierto manguera Lindahl Iluvias (mayo-oct) secas (NO) 11°5'46.53"N 47°46'14.51"O B
=
~ Corn Island 0.50-0.75 arrecife de coral Atlantico agitacion de F}lstrato lluvias (abr-dic) secas (NO) 12°1113.6"N B
+ filtracior 101°02'12.7"O
Corn Island 0-5 arrecife de coral Atlantico agitacion de ?PStrato lluvias (abr-dic) secas (NO) 12°10'50.88"N
+ filtracior 101°03'36.36"0
= Playa Caleta 20 arrecife de coral manguera Lindahl lluvias (mayo-oct) lluvias (Alisios) 18°26'52" N 69°41'69" O almejas (pendlent‘e fie confirmar
5 especie)
A Playa Caleta 20 arrecife de coral manguera Lindahl secas (nov-abr) secas (S) 18°26'52" N 69°41'69" O Sphyraena picudilla
= Punta del Este 12 estuario (Rio de la Plata) manguera Lindahl lluvias (continuas) yerfano (Ijsé: 34° 55'S 56°55' O Mpytilus edulis platensis
= invierno i
& i . . . verano (NE), o0&y o1 ()" i i i
La Paloma 15 mar abierto manguera Lindahl lluvias (continuas) .. 34°50'S 54°10'0 Mpytilus edulis platensis
invierno (SE'
z Isla Margarita 12 mar abierto manguera Lindahl secas (nov-abr) N-NE Cubagua Cubagua
=
> Peninsula de Chacopata >10 mar abierto manguera Lindahl lluvias (jun-nov) N-NE 10°41'23" N 63° 50" 17" O 10°41'23" N 63° 50" 17" O Arca zebra fondo blando
Bahia de Puerto Principe (N) 0-30 m mar abierto manguera Lindahl [luvias (mayo-nov) E-O
I . i r
= Lago Azuei (E) 0-10 lago interior agitacion de §}15trato lluvias (mayo-nov) E-O
= + filtracior
Lago Azuei (O) 0-10 lago interior agitacion de sustrato lluvias (mayo-nov) E-O

+ filtracior




Anexo 3: Planilla de recoleccion de datos en los muestreos de
microalgas (Ej. Mazatlan).

Muestreo con sonda YSI 63

Muestreo de Bahia de Mazatlan, enero a diciembre 2011. Fecha:

ESTACION 1 Sur de la Bahia
Ubicacion: 23°09°48.3” N
106°26°15.9” O

Rumbo: 180°

Hora inicial:

Lectura GPS:

o b

E3] N
”O

Profundidad de la estacion (m):

Hora final:

Disco de Secchi (m):

Profundidad de arrastre (min):

Oxigeno Temp | Conduc | Cond. | Salini
Prof. Temp pH tividad | espec dad
sondaleza | sonda | Termém. | Winkler sonda
#botella | ml/l °C uS/cm %o
[e]
m ft C DBO S
0.5 1.6
10 32
20 66
30 98
ESTACION 2 Piedras Blancas
Ubicacion: 23°11°11.6” N LecturaGPS:  ° > N
106°26°20.0” O ° 70
Rumbo: 90° Hora inicial:
Disco de Secchi (m): Hora final:
Profundidad de la estacion (m): Profundidad de arrastre (m):
. Oxigeno Temp | Conduc | Cond. | Salini
Profundidad Temp pH tividad | espec dad
sondaleza | sonda | termém. | Winkler sonda
#botella ml/1 °C pS/cm %0
o
m ft C DBO S
0.5 1.6
10 32

Participantes en la campafia:

Color o aspecto del agua (se puede aproximar el color sumergiendo unos centimetros el disco de

Secchi):

Intensidad de viento y direccion aproximada:

% de cobertura de nubes, neblina, bruma o lluvia durante el muestreo:

Problemas que se presentaron en la campafia:

Recomendaciones o reparaciones que atender para el siguiente muestreo:




Anexo 4. Planilla (hoja EXCEL) para analisis cuantitativos de microalgas

Estacion:

Tipo de muestra

Fecha:

botella (profundidad en m)

Ttubo 0 manguera (tramo en m)

LISTA ESPECIES HAB

http://www.marinespecies.org

N° células

Factor *

cel - L'

GRUPO |

DIATOMEAS

Amphora coffeaeformis

Nitzschia navis-varingica

Pseudo-nitzschia australis

Pseudo-nitzschia calliantha

Pseudo-nitzschia cuspidata

Pseudo-nitzschia delicatissima

Pseudo-nitzschia fraudulenta

Pseudo-nitzschia galaxiae

Pseudo-nitzschia multiseries

Pseudo-nitzschia multistriata

Pseudo-nitzschia pseudodelicatissima

Pseudo-nitzschia pungens

Pseudo-nitzschia seriata

Pseudo-nitzschia turgidula

(=1 == = = = = = = = = = k= =)

DINOFLAGELADOS

Order Dinophysiales

Dinophysis acuminata

Dinophysis acuta

Dinophysis caudata

Dinophysis fortii

Dinophysis infundibulus

Dinophysis miles

Dinophysis norvegica

Dinophysis ovum

Dinophysis rapa

Dinophysis rotundata

Dinophysis sacculus

Dinophysis tripos

Phalacroma mitra

O|O|0O|0O|O|Oo|o|o|0|o|o|o|o

Order Peridiniales incertae sedis

Azadinium spinosum

o

Heterocapsa circularisquama

o

Order Prorocentrales

Prorocentrum arabianum

Prorocentrum arenarium

Prorocentrum belizeanum

Prorocentrum borbonicum

Prorocentrum cassubicum

Prorocentrum concavum

Prorocentrum emarginatum

(=== (==l (=1 [=]
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Prorocentrum faustiae

Prorocentrum hoffmannianum

Prorocentrum lima

Prorocentrum maculosum

Prorocentrum minimum

Prorocentrum rhathymum

o|o|o|o|o|o

Order Gymno

diniales

Amphidinium carterae

Amphidinium gibbosum

Amphidinium operculatum

Cochlodinium polykrikoides

Gymnodinium catenatum

Karenia bicuneiformis

Karenia brevis

Karenia brevisulcata

Karenia concordia

Karenia cristata

Karenia digitata

Karenia mikimotoi

Karenia papilionacea

Karenia selliformis

Karenia umbella

Karlodinium armiger

Karlodinium corsicum

Karlodinium veneficum

Takayama cladochroma

O|O|0O|0|0|0O|O|0O|0|0|o|o|o|o|o|o|o|o|o

Order Gonyaulacales

Alexandrium acatenella

Alexandrium andersonii

Alexandrium balechii

Alexandrium catenella

Alexandrium cohorticula

Alexandrium fundyense

Alexandrium hiranoi

Alexandrium minutum

Alexandrium monilatum

Alexandrium ostenfeldii

Alexandrium peruvianum

Alexandrium tamarense

Alexandrium tamiyavanichii

Coolia tropicalis

Gambierdiscus australes

Gambierdiscus pacificus

Gambierdiscus polynesiensis

Gambierdiscus toxicus

Gambierdiscus yasumotoi

Gonyaulax spinifera

Lingulodinium polyedrum

Ostreopsis lenticularis

Ostreopsis mascarenensis

Ostreopsis ovata

Ostreopsis siamensis

Protoceratium reticulatum

Pyrodinium bahamense

O|O|0|0|0|0|0|0|0|0|0|o|o|0|0|o|o|o|o|o|o|o|o|o|o|o|o




HAPTOFITAS

Chrysochromulina leadbeateri

Chrysochromulina polylepis

Phaeocystis globosa

Phaeocystis pouchetii

Prymnesium calathiferum

Prymnesium faveolatum

Prymnesium parvum

Prymnesium patelliferum

Prymnesium zebrinum

O|o|o|o|o|o|o|o|o

RAFIDOFITA

S

Chattonella globosa

Chattonella japonica

Chattonella marina

Chattonella subsalsa

Fibrocapsa japonica

Heterosigma akashiwo

Heterosigma carterae

o|o|o|o|o|o|o

DICTIOFICEA

S

Pseudochattonella farcimen

Pseudochattonella verruculosa




ANEXO S

Extraccion del tejido blando de organismos para analisis de ficotoxinas

Para el monitoreo de toxinas marinas se utilizan preferentemente ejemplares de
moluscos bivalvos (mejillon, ostion, almeja). Si se trata de un evento toxico, dependiendo
del tipo de toxinas, se pueden recolectar moluscos, peces, crustidceos o algun otro grupo de
organismo que haya mostrado los efectos de la presencia de toxinas (ejemplo: pulpos). Se
recolectan los organismos en uno o varios puntos de muestreo. En el laboratorio se lavan
con un cepillo de cerdas plasticas, se les remueven otros organismos adheridos a la
superficie y se enjuagan con agua del grifo, se clasifican por especie y se ordenan en dos
grupos de mayor a menor tamafio con el fin tener dos muestras similares de la poblacion.
Posteriormente se obtiene la talla (largo, ancho y espesor) de cada organismo, registrando
los datos en la bitacora (Fig. 1)

Figura 1. Distribucién de los organismos por talla.

El tejido blando se extrae con la ayuda de cuchillos de acero inoxidable y algunas
herramientas regionales que permitan romper la concha del molusco, o diseccionar 6rganos
segun sea el caso. Se recomienda conservar uno o dos juegos de conchas en el caso de
moluscos bivalvos para su identificacion o conservarlos en formol al 10% si se trata de
peces o crustaceos para corroboracion de identificacion por especialistas.

Después de extraer el tejido del primer organismo se coloca en un recipiente limpio
o bolsa con cierre hermético y se registra el peso individual en la bitacora; de manera que
se tiene el peso humedo por organismo, se eliminan los residuos de concha del tejido con
una pizeta con agua desionizada (Milli-Q), retirando el excedente de agua con una pipeta
Pasteur (Fig. 2).

Se homogenizan las muestras y una de las alicuotas se almacena en congelacion a
una temperatura menor a -20°C, de ser posible de -40 a-70°C Los analisis de toxinas



paralizantes y amnésicas se realizan preferentemente en tejido fresco-congelado. Se debe
tomar la precaucion de que si se trata de toxinas amnésicas se deben mantener las muestras
en congelacion y a resguardo de la luz ya que el acido domoico es degradado rapidamente.
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Figura 2. Procedimiento para extraccion de tejido y registro de peso

Homogenizacion y liofilizacion del tejido de ostion

Se recomienda liofilizar los tejidos para mayor seguridad en la conservacion de las
muestras sobre todo en zonas donde es frecuente la interrupcion de energia eléctrica, la
degradacion del material y de las toxinas es menor en tejido liofilizado que en tejido fresco,

Después de la congelacion por 72 horas, la muestra coloca en el interior de la
liofilizadora sin la tapa del recipiente o si se trata de bolsa, ésta se abre completamente para
que se lleve a cabo la extraccion de la humedad de la muestra. Se coloca la tapa de la
liofilizadora cuidando que cierre herméticamente y que haga el vacio correctamente, las
muestras se dejan por 72 horas a 0.04-0-06 mbar y a -42 °C. Posteriormente, se sacan las
muestras liofilizadas, se colocan las tapas correspondientes a cada bandeja y se registra el



peso seco en la bitacora del laboratorio. Se mantiene la alicuota fresca o liofilizada en
congelacion (-5°C-20°C) hasta su molienda (Fig. 3).
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Figura 3. Proceso de licuado y liofilizacion del tejido
Molienda, empaque y sellado del tejido liofilizado

La muestra liofilizada se muele por medio de un molino eléctrico o manual provisto
de un mortero y pistilo de agata o teflon. Esta es una etapa muy delicada, ya que si el
molino eleva la temperatura de la muestra las toxinas contenidas en ella podrian
volatilizarse, por lo tanto, se debe cuidar la temperatura del molino, de observar
calentamiento, el proceso se debe interrumpir y esperar de 30 a 40 minutos para que baje la
temperatura (Fig. 4).

Para el empaque de las muestras, se utilizan bolsitas de polietileno previamente
etiquetadas con los datos correspondientes a cada muestra.
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Figura 4. Proceso de molienda de tejido

El sellado de las muestras se hace por medio de una plancha o selladora eléctrica, en
la cual, dependiendo de su tamafio, se colocan 4 bolsas a la vez. Se debe cuidar que las
bolsas estén separadas unas de otras ya que el calor podria unir dos bolsas diferentes, el
planchando se hace rdpida y suavemente para evitar que se queme la bolsa de la muestra.
Una vez terminado este proceso las muestras se colocan en bolsas con cierre hermético
etiquetadas con los datos del muestreo, estas se mantienen en congelacién a una
temperatura de -4 a -20°C hasta su andlisis. Resguardar de la luz si las muestras se
destinaran a andlisis de toxinas amnésicas.

Para el analisis de toxinas en HPLC, los métodos oficiales requieren de cantidades
pequeiias tejido fresco-congelado para hacer las extracciones, 5 g de tejido fresco para la
técnica de analisis de toxinas paralizantes [AOAC 2005.06; Lawrence et al., 2005] y 10 g
para la técnica de analisis de toxinas amnésicas (Quilliam, 2003) o su equivalente en tejido
liofilizado:

5 g tejido fresco=5g*[1+(peso humedo-peso seco/peso himedo)]

10g de tejido fresco= 10g*[1+(peso humedo-peso seco/peso humedo)]
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