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INTRODUCCION
Frank Muller-Karger

El enfoque del programa de serie de tiempo mar&RISCO (CArbon Retention In A Colored
Ocean) es la recoleccién de un conjunto de obsenex oceanograficas en la estacion CARIACO
(10°30'N, 64°40'W), ubicada en la zona mas profaleda cuenca oriental de la Fosa de Cariaco,
frente a la costa de Venezuela. El programa CARIAE@stablecié en 1995 como infraestructura
disponible a la comunidad cientifica produciendmslae alta calidad en un tiempo razonable. Un
objetivo clave de este esfuerzo es servir de platef cientifica a la comunidad international que
estudia el carbono oceanico y la biogeoquimica@sio también la que investiga el paleoclima,
manteniendo un programa de observacién a largo plelzecosistema de la Fosa de Cariaco.

CARIACO es una de las tres estaciones de seriierdpo oceanograficas biogeoquimicas
establecidas con apoyo de la National Science Fatiomd(NSF) de los Estados Unidos y de
gobiernos e instituciones locales. Las otras dodallamadas A Long-term Oligotrophic Habitat
Assessment (ALOHA,; 22°45'N, 158°00'W) y BermudaaAtic Time-series Study (BATS; 31°45'N,
64°10'W). ALOHA y BATS sirven como plataformas patatudio de cambios en el Océano
Pacifico y el Atlantico Norte, respectivamente, mhias que la serie de tiempo CARIACO esta
situada en un ambiente tropical en un margen cemih Esta region se caracteriza por tener una
produccion primaria anual que duplica aproximadaminproduccién y el flujo vertical de
material organico en particulas que se observasaduas mas oligotroficas. El programa
CARIACO provee la oportunidad de estudiar procdsogeoquimicos y el ecosistema en la zona
eufotica asi como a profundidades mayores a lo ldegun gradiente éxico/andxico.

Cruceros oceandgraficos mensuales se han llevaaloceen la estacion CARIACO desde octubre
del afio 1995 para obtener un conjunto de obsemegidaves en aguas oxicas y andxicas. El
objetivo es medir la variabilidad temporal y lasdencias a nivel estacional, interanual, e
interdecadal. La serie de tiempo se basa en divabjgentifico de entender la relacion entre la
hidrografia, comunidad y composition plancténicgadoiccion primaria, actividad microbiana,
aportes terrigenos, flujos de sedimento y ciclogddquimicos en la columna de agua, y cOmo
cambios en éstos procesos se preservan en losesgdim

La serie de tiempo oceanografica CARIACO le debéxsto a nimerosos factores. De importancia
primordial es el entendimiento de que una buenarghsién (un buen dato) es critico para lograr
buena ciencia. Los cientificos, el personal técyitas estudiantes involucrados en recoger
observaciones dentro del marco del programa CARI&S@n dedicados a monitorear
continuamente la calidad de los datos que se @btigma revisar métodos y técnicas para asegurar
los mas altos niveles de calidad para cada obsérveecogida.

Otro factor esencial son los estrechos lazos estiglols entre los cientificos que participan. Las tr
universidades de Estados Unidos (University of B&ilrida, University of South Carolina, y
Stony Brook University) y cuatro instituciones veakanas (Fundacion La Salle, Univ. Simon
Bolivar, Univ. de Oriente, y el Centro de Procesartu de Imagenes) involucradas en recoger las
observaciones medulares del programa CARIACO tiefezulos administrativos estrechos que



permiten comunicaciones frecuentes, rapidas yiefesttransferencia de muestras y datos,
asistencia técnica, y de fondos cuando se requiera.

Otro factor importante en el éxito es facilitafiete acceso a las bases de datos tan pronto @@mo |
calidad del dato sea aceptable y se encuentreriidpoDatos basicos hidrogréaficos, biolégicos y
guimicos obtenidos bajo el proyecto CARIACO se anvegularmente dational Oceanographic
Data CentefNODC-NOAA) y a la base de dat8gaBAS8e la NASA. También colaboramos y
apoyamos plenamente@tean Carbon and Biogeochemistry Data ManagemeitedOCB

DMO http://ocb.whoi.edu/cariaco.html; PI: D. GlotHOI), patrocinado por NSF. Todos los
datos estan disponibles al publico a través dpdasles de Internditttp://cariaco.wgUniversidad
Simén Bolivar, Venezuela) y http://imars.usf.edtmn/index.html.

El apoyo de instituciones y autoridades localedbtémes clave para establecer y mantener un
programa de series de tiempo. El proyecto CARIAE®eneficia de importantes aportes criticos
en logistica, infraestructura, interés, y apoyatiitiero en Venezuela. La Fundacion la Salle de
Ciencias Naturales (FLASA) ha servido como basecpal para todas las operaciones de campo y
es el centro de enlace interinstitucional del pcayen Venezuela. Administradores de FLASA 'y
cientificos han apoyado y participado en todoskpectos del proyecto.

El programa CARIACO también es conocido y respefaatcsu liderazgo cientifico en América
Central y Suramérica. Ha servido de modelo pa@sgirogramas nacionales de observacion del
mar en la region. En septiembre del 2006 el progr@ARIACO fué reconocido en la sede de la
Armada Nacional de Venezuela potr#éergovernmental Oceanographic CommissiinC-
UNESCO/IOCARIBE) por su excelencia en investigagi@us contribuciones al desarrollo de las
ciencias marinas en la region.

Este manual fue escrito por cientificos y perstdaiico involucrados en CARIACO para
documentar los métodos utilizados para recogesrgliato de observaciones que constituye el
programa de serie de tiempo. El manual explicanédos tanto en inglés como en espafiol para
hacerlos acequibles a cientificos y personal tédnieresado en los datos de CARIACO y en su
operacién, y a aquéllos quienes esten interesadestablecer programas de observacion similares.
El manual es uno de los logros del esfuerzo edocakgue se lleva a cabo a través del proyecto. El
esfuerzo de desarrollar el manual esté inspiradd Branual de métodos que generd el programa
US JGOFS BATS (UNESCO, 1994), y en general los dust@ctualmente usados en CARIACO
desde 1995, incluyendo modificaciones a éstos ketdsde entonces.

Referencias

UNESCO. (1994). Protocols for the Joint Global @cElix Study (JGOFS) Core Measurements.
IOC Manuals and Guides No. 29. UNESCO. Paris. B-14D.



Método 1. Captacion de Muestras
Yrene M. Astor

Introduccién

La frecuencia de muestreo en la estacion de la dertiempo CARIACO es mensual y cada crucero
oceanografico tiene una duracién de 24 horas. Lestras de agua se recolectan en tres lances
oceanograficos usando una roseta de 12 botell&sNisn capacidad de 8 L, la cual se encuentra
equipada con un CTD. Por otra parte, se efectUalicioaes radiométricas, arrastres de
zooplancton y mediciones de corrientes con unlpddi acustico de corrientes doppler (ADCP).
Los parametros que se miden en cada crucero seifespeen la Tabla 1.1, y la Tabla 1.2 indica la
secuencia de los diferentes tipos de lances.

El jefe cientifico coordina la logistica de cadacaro oceanografico, controla el muestreo y es
responsable por la correcta realizacion de la setag los protocolos de captacién. Previo a la
toma de muestras, el coordinador informa a losqigantes del crucero de las tareas que van a
realizar y repasa con el personal los métodos placian y preservacion adecuados para cada
parametro. Instrucciones que indiquen el protodelonuestreo, método de preservaciéon segun el
parametro y las precauciones a seguir se colataores visibles alrededor de la roseta y en los
laboratorios del barco para posibles consultagoPotos especificos al crucero que indiquen el
orden de los lances oceanogréficos, parametrasppmsables de la captacién de muestras son
también colocados en las zonas de trabajo.

Lances Oceanogréficos

La medicion y captacion de las variables basicda derie de tiempo requiere de cuatro lances
oceanograficos: calibracién, produccion primangeimedio-profundo, y poco profundo. Cada
lance se realiza con una roseta (marca SeaBirdelm&BE 32) equipada con un CTD (marca
SeaBird, modelo SBE 25). Un resumen de la secuérdas lances oceanograficos, profundidades
a las cuales las botellas son cerradas, asi coordert de captacion de las muestras se espedifica e
la Tabla 1.3. La profundidad del maximo de cloeo§k determina a través del perfil del flurémetro
durante el lance de bajada. La profundidad detéafase oxica-andxica se determina con el perfil
de bajada del sensor de oxigeno (el oxigeno desagar el perfil de atenuacion de la luz (un pico
se presenta al incrementarse el numero de bacteriasinterfase). Una vez que el sistema CTD-
roseta sube a bordo se lava con agua dulce el dd®disparadores de las botellas y se procede
inmediatamente a recolectar las diferentes muestras
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Tabla 1.1. Variables medidas en los lances oceafiogs del proyecto CARIACO.

PARAMETRO UNIDADES |REFERENCIAS
Temperatura °C SeaBird SBE 3F (6800 m)
Salinidad SeaBird SBE 4C (6800 m)
Presion db SeaBird SBE 29 (2000 m)
Fluorescencia mgGlm?® |WETlabs ECO-FLRTD
Oxigeno disuelto mlt SeaBird SBE 43

Coeficiente de atenuaci§
de la luz

e

WETLabs C-star

Salinidad discreta

Guildline Porta%al

Oxigeno disuelto discretp uM Aminot y Chaussepi&ibg)
pH Clayton y Byrne (1993)
Sulfuro de hidrogeno uM Modificado de Cline (1969)
Alcalinidad total umol kg Breland y Byrne (1993)
Nutrientes uM Gordometal. (2000)
Carbono y nitrogeno ng L? Sharp (1974)
organico en particulas
Clorofila a mgClam® |Holm-Hanseretal. (1965)
Fitoplancton Células mt | Taxonomia, densidad
Varias referencias
Produccién primaria mgC hh? |JGOFS (1994)

Materia organica disueltg
coloreada

ymt

Bricaudetal. (1981)

Absorcion de particulas

n

Kishinoetal. (1985)

Carbono organico total y
disuelto/nitrogeno total y

KM

disuelto

Dicksonetal. (2007)
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Tabla 1.2. Secuencia de los muestreos en la est@A&IACO

Tipo de muestreo Hora Profundidad (m
Lance de calibracion 4:00 200
Lance de produccion primaria 4:30 100

Desplieguen situ de boya de produccign ~ 7:00
Lance intermedio-profundo 7:00 1310
Arrastre de zooplancton 9:00 200
Recuperacion de la boya de producciéon 4 horas desjmisu desplieglie
Mediciones radiométricas 11:30 100
Lance con LADCP 12:30 400

Lance poco profundo 13:00 160

12




Tabla 1.3. Secuencia de lances oceanograficosspnate captacion de las muestras.

PROFUNDIDAD (m) 1] 7]15] 25] mel] 35] 55 79 1do 130 160 2po J50 |N Jos0B40d 500 75p 131
4:15 Calibracion Perfil continuo sin recoleccién de muestras
4:30 Productividad Primaria
Produccién Primaria X X
Absorcion de particulas
Taxonomia fitoplancton X A A A
Clorofila y feopigmentos XX XF X X
HPLC X| x| x| x
700 Intermedio-profundo
Oxigeno disuelto
pH
Carbono organico total
Carbono organico disuelto
Carbono y nitrbgeno organico en patrticilas
Bacterias
Salinidad
Alcalinidad total
Nutrientes
13:30 Poco Profundo
Oxigeno disuelto XE X Xp Xy XEXX X X} Xf X
pH XX | X | x| X X | X | x| x| x| x
Materia organica disuelta coloreada X [x |x |x
Carbono organico total
Carbono organico disuelto X X
Carbono y nitrégeno organico en particjlas | x | x [ x | x
Bacterias X X X| x| x| x| x
Salinidad x| x| x| x x| x| x| x| x
Alcalinidad total
Nutrientes
mcl = maximo de clorofila
X = ndmero de replicas que tiene cada profundidad
IN = interfase, limite entre la zona Oxica y anaxic

S < [ |x
x
x
x
x

x
x
x
x
x

x
x
x
x
x
x
&

x

MBI EIEIEIER -3
X % [F]x|x|x|[x|[Z[X

X [x > |x[x
X |x|x|x|x
X [ > |x [x
X [ > |x [x
B B B ES
X [ > |x [x
X [ x| ]x >

x
x
x
x
x | X
x
x
x
x
><><§§><"
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Método 2. Manejo y Procesamiento de Datos del CTD
Yrene M. Astor y Ramén Varela

Introduccién

A continuacion se describen la operacion del eqQipD-roseta y el manejo y procesamiento de
datos que se obtienen con el CTD para obtenetgseddntinuos de parametros basicos como
temperatura, conductividad y presién, y de paréametdicionales como fluorescencia, oxigeno
disuelto, y coeficiente de atenuacion de la lute EBguipo realiza lances oceanograficos en tiempo
real, lo que significa que los valores se leen graban simultaneamente a medida que se realiza el
lance. Los sensores que conforman el equipo cdawmiet nivel de las variables ambientales del
agua en medidas de voltaje 6 frecuencia. A pagtegias variables se pueden derivar salinidad,
profundidad, densidad, etc. Este capitulo desiilbgpo de equipo que se emplea, su operacion y el
método que se sigue para el procesamiento de biasédsdose en las recomendaciones de SeaBird
Electronics (2008).

Equipo

Tres equipos conforman glstemade SeaBird Electronics, Inc., que se utiliza paedlir

parametros oceanograficos y captar muestras de Bbsiatemaesta compuesto por un equipo de
mediciéon CTD (modelo SEALOGGER SBE 25), un carrdsaseta (modelo SBE 32) y una
unidad a bordo (modelo SBE 33). EI CTD realizasgs a una velocidad de muestreo de 8 Hz y
posee canales para siete sensores auxiliaresiriselbes un instrumento electro-mecanico que
activa el cierre de las botellas y la captaciomdestras, y se encuentra equipado con 12 botellas
Niskin. La unidad a bordo suministra energia, aatel carrusel, y permite ver los datos en tiempo
real.

Sensores
El CTD incluye los siguientes sensores:

Presion SeaBird Electronics, modelo SBE 29; rango deymdidad: 2000 m; exactitud: 0,1%
de la escala total.

Temperatura SeaBird Electronics, modelo SBE 3F; rango: -5 4@G; exactitud: 0,002 °C;
resolucién: 0,0003 °C; tiempo de respuesta: 0,@&tspilidad: 0,002 °C afiprango de
profundidad: 2000 m.

Conductividad SeaBird Electronics, modelo SBE 4; rango: 0 ani’Sexactitud: 0,0003 S 1
resolucién: 0,00004 S Ttiempo de respuesta: 0,06 s con bomba; estathil@@003 S m
mes'; rango de profundidad: 2000 m.

Oxigeno disueltoSeaBird Electronics, modelo SBE 43; rango: 12@¥nd/el de saturacion en
la superficie; exactitud: 2% de saturacion; esiddoil: 2% en las primeras 1000 horas con la
membrana limpia; rango de profundidad: 2000 m.

Transmision de luzWETIlab, modelo C-Star; longitud del paso de REZcrm; tiempo de
respuesta: 0,167 s; sensibilidad: 1,25 mV; longitecdbnda 660 nm; ancho de banda: ~ 20 nm;
rango de profundidad: 6000 m.
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Fluorescencia WETlab, modelo ECO-FLRTD; rango: 0,01 — 125 |y $ensibilidad: 0,01 pg
L% linealidad: 99% R Excitacién/Emisién: 470/695 nm; rango de profutadi: 6000 m.

La mayoria de estos sensores requieren de uncthmstante de agua para poder realizar las
mediciones. Undomba(SeaBird Electronics, modelo 5T, 2000 rpm) comticho flujo. Todos

los sensores estan colocados en una jaula acqmadiebajo de la estructura del carrusel de
botellas. Cada sensor se conecta y coloca denteojdela del CTD con una configuracion
especifica para obtener mediciones precisas aedaas de agua que se analizan. SeaBird
Electronics provee diagramas de configuracion gdeaentes aplicaciones
(http://www.seabird.com/). Los sensores de pres&mperatura, conductividad y oxigeno disuelto
se envian al fabricante una vez al afio para caldra mantenimiento.

Operacion del CTD

Una vez que los equipos se encuentran a bordaadsd iy antes de zarpar se debe probar el
funcionamiento desistemaCTD - carrusel verificando la comunicacién coiC&D, el registro de

los datos y el accionamiento de las botellas.gygdr a la estacion, preparar el CTD para el
descenso. Establecer comunicacién con el instrumgilizando el program&eaterny preparar la
computadora para la presentacion (mostrar y grdfisadatos en tiempo real) y almacenamiento de
los datos usandBeasaveTodos estos programas vienen en el paquete deapragSeasoft
(http://www.seabird.com/). Encender el CTD justtearde comenzar el descenso. Bajar el equipo
hasta una profundidad de 7 m y mantenerlo a esé miv 5 minutos para que los sensores alcancen
equilibrio. Este periodo de estabilizacion es nadegpara permitir que el sistema se ajuste a la
temperatura superficial del agua, la celda de conddad se humedezca con agua de mar, la
bomba encienda y se pueda confirmar la operacideata del instrumento y los sensores (SeaBird
Electronics, 2008). Una vez finalizado el periodoedtabilizacion, traer el equipo a la superfigie s
gue salga fuera del agua y comenzar el lance. Algteemenzar el lance, parar la adquisicién de
datos y reiniciar, guardando el archivo con el naigsrambre con el fin de eliminar los datos
grabados durante el periodo de estabilizacién.sEitos son erraticos e inexactos y normalmente
se eliminan durante el procesamiento.

Bajar elsistemaCTD - carrusel a una velocidad de 0,75 - 1'nhasta la profundidad deseada.
Verificar en tiempo real la operacion de los seesartravés del prograrBaasaveDurante el

lance de bajada, identificar las profundidadestirés para la captacion del agua. A parte de las
profundidades pre-establecidas para CARIA®@tpdo 1), otras de interés son la profundidad del
maximo de clorofila, de la interfase oxica-anOxei@, Las muestras se captan mientras el sistema
regresa a la superficie. El sistema se mantien2 punutos en cada profundidad antes de cerrar
cada botella de manera de garantizar que la misntarga el agua correspondiente a esa parcela
de agua y los sensores se estabilicen. La turbalgoe se crea al subir el equipo puede impactar en
el tipo de agua captada por lo que es importaperaseste tiempo prudencial antes de cerrar las
botellas. EI CTD registra las condiciones del goaia el momento del cierre de la botella 'y
almacena la informacion en un archivo con la exéen$L.

Los datos de cada lance se graban directamentecemputador del barco en tiempo real. Para
cada lance, anotar en una planilla el nombre @&iar, hora, la posicién GPS del barco, los

15



problemas que se presenten mientras se efectaéiacel y cualquier informacion relevante sobre el
clima o condiciones del agua.

Al finalizar cada lance, el prograns@asav@roduce tres archivos con las siguientes exteasion

» .HEX. Representacién de la informacion del perfil catatos binarios en formato
hexadecimal junto con un encabezado.

» .CON. Contiene la configuracion del instrumento y losfcientes de calibracién usados
por el programa.

 .BL. Almacena informacion sobre las condiciones dehaguando cierra cada botella.

Mantenimiento del Equipo
Antes del crucero

1. Verificar las baterias del CTD antes de cada coucer

2. La celda de conductividad es muy sensible al netgue se deposita en los electrodos y la
celda. Los eléctrodos son proclives a ensuciagd@&nrecimiento bacteriano puede ser otra
fuente de impurezas, lo que ocasiona un cambiasdiinensiones de la celda. Por lo
tanto, lavar la celda con un detergente no-iénicadn-X) antes de cada crucero.

Durante el crucero

1. Después de cada lance y cuando el sistema se ¢mecadrordo, apagar y lavar el equipo
para eliminar el agua salada de los instrumengxdréhicos, en especial atender la
limpieza del sensor de conductividad, los dispaeside las botellas y las ventanas del
medidor de transmision de luz y fluorescencia.iddlfzar el crucero, lavar con agua y
jabon.

Después del crucero

1. Lubricar las conexiones del instrumento con unadigiera de grasa de silicona, la cual

actla como lubricante y sellador. Evitar lubricargae rompan la adhesion entre tornillos

y tuercas.

Verificar ocasionalmente los anodos de sacrifigiohtos de cinc.

3. Revisar periddicamente la manguera que conectantdod de agua con los sensores. Esta
debe permanecer libre de desechos, basura y sarei@pegurar un buen flujo de agua.

4. Con el tiempo, los resortes y las juntas de gonlashotellas se debilitan permitiendo el
intercambio entre la muestra que se captura yua agcundante. Revisar estas partes
regularmente y reparar cualquier fuga 6 reempliamederial dafiado.

N

Procesamiento de Datos

El procesamiento de datos de cada crucero comsistenvertir los datos crudos en unidades
cientificas a partir de las cuales se calculandaisbles de interés, y reducir el tamafio de las
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matrices de datos a una escala mas manejableelRamcesamiento de los datos se utiliza el
paquete de program&BEDataProcessing-Win33eaBird Electronics, Inc.). A continuaciéon se
enumeran los pasos a seguir para realizar el @ogesto de datos del CTD modelo SEALOGGER
SBE 25.

Etapa 1 del procesamiento

1. Primer paso Transformar los datos crudos del CTD (.HEX) eidades cientificas
empleando el médulbata ConversionEsto genera un archivo con extension .CNV que
contiene los datos transformados. Graficar lossdedm el médul&eaploty revisar la
presencia de valores que difieren de la media poiaimero mayor a un valor especifico de
desviaciones estandar. Eliminar estos valores alodmarriendo el médulwVildedit
tantas veces como sea necesario. ParalelamentédaloData Conversiorcrea un
archivo con extensién .ROS a partir del archivo, .@lcual contiene informacion sobre las
condiciones del agua al momento del cierre dedéallbs.

2. Determinacion de coeficientes de avance en segurawsrespecto a la presiéhos
sensores del CTD no se encuentran alineados fisitanan el sistema; asimismo, la
velocidad de bombeo, montaje de las mangueraspdietm traslado del agua a través de
las mismas, y balanceo del barco generan reggtreso corresponden a la misma parcela
de agua (SeaBird Electronics, 2008). Para coresgir se utiliza el médulalign CTD, el
cual alinea los datos con respecto a la presi@eguaa que los mismos caractericen la
misma parcela de agua. Este modulo emplea codfsigle alineacion distintos para cada
variable los cuales se establecen antes de comaretapa 2 del procesamientte datos.
Por ejemplo, el avance de la sefial con respea@iesion para el sensor de oxigeno varia
entre 3y 7 segundos. Para escoger el valor dpdienas adecuado, correr el médulo
Align CTDa los datos transformados (.CNV) del lance dé@dion con cada uno de los
posibles avances creando un archivo diferenteqaata uno. Graficar el dato de oxigeno
para cada prueba con el médBleaploty escoger el valor en segundos que minimice la
diferencia entre el perfil de bajada y el de subliflasalor escogido se aplica a todos los
archivos obtenidos durante ese crucero al cormmiduloAlign CTDen laetapa 2 del
procesamientoEste procedimiento se aplica también a los dégbmedidor de
fluorescencia y transmision de luz.

Etapa 2 del procesamiento

1. Unavez establecidos los valores de alineaciorectws, correr el moduleilter a los datos
transformados (.CNV). Este subprograma ‘suavizadatos que presentan frecuencia muy
alta. SeaBird suministra las constantes de tienapa gada variable seguin sea el modelo
del equipo. Para el SBE 25, SeaBird recomiendalffila presién con una constante de
tiempo de 0,5 s y la conductividad con 0,03 s.

2. Correr el médul®lign CTD. Para el SBE 25 con una bomba estdndar de 20Q0 rpm
SeaBird recomienda un avance tipico de la conddativrelativo a la temperatura de + 0,1
s. Los valores adecuados para el sensor de oxdigmglto, fluorescencia y transmisioén de
luz se establecen en el apartado 2 dedpa 1 del procesamient®No es necesario alinear
la temperatura cuando se emplea el CTD SBE 25.

17



o o

En areas con gradientes de temperatura muy mareadwcesario remover los efectos que
la masa termal de la celda de conductividad tiebeesla conductividad medida, de
manera de minimizar la diferencia entre el pedibdjada y de subida. Por tanto, utilizar el
moduloCell Thermal MasslLos valores tipicos recomendados por SeaBirdIpara
coeficientes alfa y 1/beta para el SBE 25 son 9 84respectivamente.

Correr el méduld_oop Editpara eliminar los datos que registra el CTD cuando
desciende/asciende por debajo de la velocidad raifdm25 m §) 6 cuando el sensor de
presion muestra un movimiento inverso al ascensogéieso del lance debido al balanceo
del barco.

Calcular el oxigeno disuelto en nifly pmol kg* con el médulderive

Promediar los datos con el médim Averagesn funcion de la presién, profundidad,
tiempo, 6 nimero de registros especificando eloalggeado como intervalo.

Calcular parametros como salinidad, sigma-t, dasydtemperatura potencial, saturacion
de oxigeno, etc., con el méduderive

Calcular la frecuencia de flotabilidad (frecuerigrant-Vaisala, N) y la estabilidad (E) con
el méduloBuoyancy

Dividir el archivo procesado en lance de bajada gubida usando el modusplit

Correr el méduldottle Summarygl cual lee los archivos .R@$8eados pobData
Conversiory escribe un resumen de los datos en un archivb d®@hde especifica las
condiciones del agua al momento de cerrar laslbastédtl archivo .BTLincluye la posicion
y numero de la botella, fecha/hora, variables deldg seleccionadas, variables
promediadas seleccionadas.

Etapa 3 del procesamiento

Para las siguientes correcciones se siguen lasigogines suministradas por SeaBird
Electronics (2008).

1.

Correccioén de salinidad con muestras discretBsirante el lance de subida se captan una
serie de muestras discretas de salinidad con &ésescse calibra la salinidad derivada a
partir de las lecturas del sensor de conductivaddCTD. A continuacion, los pasos a
sequir:

Examinar los datos procesados ektfapa 2 del procesamientpescoger una seccion
del perfil donde los valores de salinidad discsetanantengan constantes.

Dentro de esta seccion, seleccionar dos profundglddel archivo .BTL extraer la
presién, temperatura, conductividad, y salinidaéstas dos profundidades y colocar
estos datos en una hoja de calculo. Incluir encohanna aparte la salinidad de las
muestras discretas correspondientes a estas dasgidades.

Calcular la conductividad de la muestra discrdtapesion y temperatura de cada una
de las dos profundidades con el modséacalc\W

Calcular la pendiente entre las dos profundidadadasiguiente ecuacion:

__(A*B)+(C*D)

(1)
(A* A)+(C*C)
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donde

A = conductividad del CTD a profundidad X.

B = conductividad de la muestra discreta a profaadiX.
C = conductividad del CTD a profundidad Y.

D = conductividad de la muestra discreta a profuizdiY .

Colocar el valom en el apartado de pendiente de los coeficientesmiguctividad del
archivo de calibracion (.CON) del crucero y graslaarchivo con un nombre diferente.
Repetir laEtapas 1 (Primer paso) y @tilizando el nuevo archivo de calibracién.
Verificar la validez de la correccion, graficands datos de salinidad de cada lance de
bajada, antes y después de la correccion, juntéasosalinidades de las muestras
discretas y comparar las salinidades. Si la difgeeentre los datos corregidos y la
salinidad discreta disminuye con respecto a laefiiga entre los datos no corregidos y
la muestra discreta, la correccion es valida.

Correccién de oxigeno disuelto con muestras disasef\l igual que con la salinidad, una
serie de muestras discretas de oxigeno disuettapgan en la capa oxigenada durante el
lance de subida y se usan para calibrar el datoledlo a partir de los registros de voltaje
del sensor de oxigeno. A continuacion, los pasegair:

De los archivos .BTL, extraer presion, profundidadyperatura, voltaje del SBE 43,y
nivel de saturacién de oxigeno en rifide las profundidades a las cuales se captaron
las muestras discretas, y colocar estos datosahaja de célculo. Incluir en una
columna aparte los valores de oxigeno disueltaslenuestras discretas obtenidos con
la titulaciéon Winkler.

CalcularTcorT con la siguiente formula:

TcorT =Tcor*T (2)
donde
Tcor = valor del coeficiente Tcor del archivo de caldiéa.
T = temperatura (°C) del agua para cada profundidad

Elevar el valor calculado decorT a la exponenciak{®™).
CalcularPcorP con la siguiente formula:

PcorP = Pcor * P 3)
donde
Pcor = valor del coeficiente Pcor del archivo de cadion.
P = presion (db).

Elevar el valor calculado decorP a la exponenciak{ ™).
Calcular Phi con la siguiente formula:

Phi = °° * OxiSat (T,S) * &% (4)
donde
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OxiSat (T,S) = nivel de saturacién (en nf)la la temperatura y salinidad a la cual se
capté la muestra.

g. Graficar QWinkler/Phi contra el voltaje del sensor SBE 43.

h. Calcular la regresion lineal de los datos.

i. El coeficiente de calibracid®ocdel sensor de oxigeno es igual a la pendienta de |
gréfica, y el coeficient¥offset es igual a la constante de la regresion lineadlidia por
la pendiente de la curva.

j.  Introducir estos dos nuevos coeficientes en unmaeshivo de calibracion (.CON) para
el crucero y repetir laStapas 1 (Primer paso) y @tilizando este nuevo archivo.

k. Verificar la validez de la correccion, analizands tliferencias entre el valor de oxigeno
disuelto del CTD sin corregir, el valor de oxigetisuelto del CTD corregido y los
valores discretos obtenidos con la titulacién dekidi.

I. Graficar estas diferencias contra valores discr&waminar si la correccién disminuye
la diferencia entre los datos del CTD vy los disxset

m. Graficar los datos de oxigeno del CTD sin corrggiro con el corregido y las
muestras discretas, examinar si los datos corregidimciden con los discretos.

Correccién de los datos del sensor de transmisiérlut.Este sensor mide tanto la
transmision (%T) como el coeficiente de atenuadéita luz (c). La calibracién del equipo
se debe efectuar fuera del agua poco antes de@rorymreferiblemente en un laboratorio
bajo condiciones estables. Una vez culminada lareaion, calcular los nuevos
coeficientes e introducirlos en el archivo de caliion (.CON). Esto permite obtener en
tiempo real el valor ajustado para este equipoesjoerir una correccion posterior.

Para la calibracion se siguen las instruccionesrssiradas por SeaBird en su hoja
“Application Note N° 77, marzo 2004. Los valoreso

Transmision de luz (%) = (M * Voltaje salida) + B (5)
Coeficiente de atenuacion (c) ¥2) * In(T) (6)
donde
M, B = coeficientes de calibracion.
z = longitud que recorre el haz de luz en metrga5(én Wet Labs modelo C-Star).
T  =transmision de la luz (en decimales) 6 la tn@iegn en porcentaje dividida por
100.

a. Célculo de My BConectar el CTD a una computadora y con el progiaeagerm
escoger la opcion de configuracion SBE 25. Sinsidad de encender el CTD, activar
los comandosds para despertar el equiperyr para encender los sensores. En la
pantalla se genera una lista de los voltajes da sadsor separados por columnas.
Bloquear el paso de luz con un trozo de fieltrorogra saber cual columna
corresponde al sensor de transmision de luz. LUosesade voltaje que tiendan hacia el
cero son los que pertenecen a este sensor. Lilapiaentanas del sensor de
transmision de luz para eliminar cualquier manéhatar la ventana con un papel para
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4.

lente ligeramente humedecido en agua destilada, di& cualquier impureza o polvo, y
secar con otro papel para lente. No se debe ftotafuerza sobre las ventanas. Repetir
esta operacion unas tres veces o hasta que eldadlooltaje alcance el valor maximo.
Anotar este voltaje como “Al”. Proceder a bloguslaayo de luz tapando con un

fieltro negro la ventana del lado del sensor. Anetaoltaje medido como “Y1”.

Los célculos para determinar M y B segun las irdases de SeaBird son:

M= (@orva) (v )

B=-M*VY1 (8)
donde

A0 = voltaje de salida en aire suministrado eredfificado de calibracion.

YO = voltaje de salida en oscuridad 6 cero (trayggtlogueada) suministrado en el
certificado de calibracion.

WO = voltaje de salida en agua pura suministradel eertificado de calibracion.

Tw = porcentaje de transmision en agua pura, relatiagua (100%, el valor calculado
suministra el coeficiente de atenuacig debido solo a las particulas) o al aire
(90,2%, empleando este porcentaje el coeficientsatmiacion calculado es ¢ que
equivale a la atenuacién debida al agua y a ldcpkas).

Al = voltaje medido al ajustar la calibracion emieé.

Y1 =voltaje medido al ajustar la calibracion blegndo el paso de luz.

Colocar los coeficientes M y B en el archivo detration (.CON) del CTD usando el
menu de configuracion del prograffaasave

NOTA. En CARIACO el valor que se calcula es el coefitdade atenuacion de la luz
debida a las particulas o relativa al agyéa), Tw =100. Para obtener el coeficiente
de atenuacion de la luz debida a las particuladsigua (c), se suma gle constante,¢

= 0,364 nt (Bishop, 1986).

Este ajuste se realiza para corregir la deriva abdal equipo. Si la amplitud del ajuste es
muy amplia puede indicar que el equipo presentguarée deriva 6 no es posible ajustar el
equipo adecuadamente después de varios intentaisr Ehequipo al fabricante para su
revision y calibracién. Verificar el funcionamierdel equipo durante su operacién cuando
se este midiendo la transmision de luz en aguamames muy profundas (> 1000 m) las
cuales se encuentran practicamente libres de plagid&En este caso, el valor del coeficiente
de atenuacién de la luz se debe aproximar al daloagua pura,c= 0,364 nit. En la

estacion CARIACO, el minimo de particulas se entragyor debajo de los 500 m de
profundidad.

Correccion de los datos del fluorometril objetivo de medir la fluorescendgiasitu (F)

es determinar en tiempo real la distribucion depfancton en la columna de agua. El nivel
F varia considerablemente en relacién directa coanéidad de clorofila en respuesta a

21



condiciones ambientales, composicion taxondmiaangiciones fisioldgicas de las
célulasF se expresa en unidades de voltaje de salida dgda@q en unidades relativas.
Sélo cuando existe una calibracién entre muesirasu de clorofilaa (Chla) y
mediciones d€ es posible reportar R ajustada en unidades de m§ mpg L* de
clorofila. Es importante realizar esta calibraci®m muestras obtenidas a distintas
profundidades dado que la relacion entra €F varia a lo largo de la columna de agua
(Rueda, 2000). Es de notar que los datos del filnetd® generados durante el
procesamiento de datos del CTD se expresan endasiégguivalentes a mgide
clorofila debido a que el archivo de configuraciteh CTD asi lo especifica. Esto no
significa que sean correctos.

Ajuste

El ajuste se deduce a partir de la expresion:

Cla= _F (9)
(m* z+b)
donde
Cl a= concentracion de clorofila estimada a partiralfuorescencia.
F = fluorescenciin situ equivalente a mg thde clorofila.
z = profundidad (m)
m = pendiente de la recta de regresion lineal.
b = constante de la regresion lineal

Los pasos a seguir son:

a. Extraer el valor d& del archivo .BTL a las mismas profundidades emlasse
obtuvieron muestras discretas deaCbcho en el caso de CARIACO.

b. Calcular la relaciomi/Cl a para cada profundidad discreta.

c. Graficar el valor de la relaci@f/Cl a vs. profundidad. Calcular la correlacién y la
regresion lineal de este grupo de datos. La caitglgpuede ser fuerte 6 débil, asi como
el signo de la regresion puede tener un signoipositnegativo.

d. Usando una hoja de calculo, copiar las columnadasowalores de profundidad y el
valor deF del archivo .CNV. En una tercera columna calclal& corregida Fcor).

_ F
I:COI’I' - (m* 7+ b) (10)

e. Graficar los datos dE sin corregir, junto coRcor Y las muestras discretas. Examinar si
los datos corregidos coinciden con las muestrasedas. En la mayor parte de los casos
el ajuste es aceptable.

Referencias
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Método 3. Determinacion de Salinidad
Yrene M. Astor

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detamarsalinidad en agua de mar para aguas
dentro de un rango de 0.004 a 76 mS'¢salinidad 2 - 42).

Fundamentos del Método

La Escala de Salinidad Practica 1978 (PSS 78)@édisalinidad del agua de mar como la relacién
de conductividad eléctrica (¥ de una muestra de agua de mar a una temperatdmC y 1 atm

de presién con respecto a la conductividad eléctiecuna solucion de KCI, donde la fracciéon de
masa de KCl es 32,4356 gkde solucién a igual temperatura y presién (Lewkeykins, 1981). El
salindmetro es el instrumento usado para realstarraedicion a temperatura constante. Este
instrumento compara constantemente la conductded& muestra de agua de mar con una
conductancia integral de referencia (agua de ntanéar IAPSO).

Interferencias

1. Laconductividad es una medida de la movilidadodddnes para llevar una carga a través
de una solucién. Como esta en funcién de la terparae deben hacer todas las medidas
a una temperatura constante. La temperatura estamp® conocerla ya que a mayor
temperatura se incrementa el movimiento termakdao# iones y se produce un ascenso de
la conductividad.

Materiales
1. Botellas de vidrio transparente de 250 ml con taef@gpdn plastico que cierren
herméticamente. Las botellas se mantienen condguauestreos anteriores para prevenir
la formacion de cristales de sal debido a la e\ad@n y mantener un equilibrio con el
vidrio (Knapetal., 1997). Cada seis meses lavar las botellagi@ral 10% y agua
destilada.
Equipo
1.  SalinémetraGuildline, modelo Portas&I8410A. Rango de medida: 0,004 - 76 mS'cm
con una resolucién de + 0,0003 mSta S = 35 y 15 °C). Exactitud + 0,003 unidades de
salinidad préctica.
Reactivos

1. Agua de mar estandar IAPS@ara la calibracion del instrumento.

Captacion de Muestras
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1. Descartar la muestra anterior y enjuagar la botedaveces con el agua nueva. Una vez
lavada, llenar la botella hasta el cuello, secéolza y la tapa de la botella con una
servilleta antes de cerrar. Captar una 6 dos eepba cada perfil.

2. Tapar firmemente y guardar las botellas en un ale@ado de la luz, a temperatura
ambiente y en posicion vertical. Los analisis denfauestras se deben realizar a mas tardar
un mes después de la recoleccion.

Anéalisis de las Muestras

1. El salinbmetro se enciende y se calibra seguretammendaciones del fabricante

(Guildline Instruments, 2006) empleando agua deestimdar IAPSO. Una solucién

estandar se emplea para calibrar el equipo al caamidel andlisis, y una segunda al final

para verificar la deriva del aparato.

Las muestras son abiertas solo en el momento dbsian

3. Agitar el frasco sin producir burbujas para elimicaalquier gradiente presente en la
botella antes de abrirla. A cada muestra se |ezesatres mediciones de manera
consecutiva.

N

Céalculo y Expresién de Resultados

Los célculos de salinidad estan basados en laidéfirde salinidad practica (Lewis and Perkins,
1981; UNESCO, 1981).

Control de Calidad

Las salinidades resultantes se grafican y compamatas salinidades medias & Rara cada
profundidad calculadas a partir de las muestraseates obtenidas a través del tiempo con la Serie
de Tiempo. Igualmente se comparan con las saliaglgde se derivan de los lances de bajada del
CTD de manera de poder eliminar cualquier dato at@nhos duplicados de las muestras
profundas concuerdan en + 0,003 unidades de sadirdd un crucero al siguiente.

Referencias
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Método 4. Determinacion de Sulfuro de Hidrégeno
Xiaona Li e Yrene Astor

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detamsinfuro disuelto (b8, HS y $) en agua de
mar utilizando medidas espectrofotométricas segiméndo descrito por Cline (1969) y
modificado segiin Haye=t al. (2006). Los resultados se expresan en umdelS en agua de mar.
El rango de concentracién del método es entre@Q iimol L. La precisién del método es de
3,3% y el limite de deteccion del analisis es égu0nol L.

Fundamentos del Método

El sulfuro de hidrogeno presente en la muestrayda de mar reacciona con una solucién de
cloruro férrico y N,N-dimetil-p-fenilen sulfato dkamina en medio acido para formar azul de
metileno el cual se mide por un método espectrofétaco.

Interferencias

1.

2.

La presencia de burbujas, la agitacién y la maapah de la muestra puede introducir
errores en el resultado debido a que se puedelirircoxigeno en la muestra.

La solucién patron y la solucién estdndar de solfan muy inestables y la concentracién
de esta Ultima varia rapidamente (antes de agle@gatucion fijadora de Zn(Ag) Es
importante realizar el andlisis en menos de 2 hieapués de afiadir la solucion de
diamina.

El desarrollo del color depende del pH de la maesgior lo tanto, se efectian diluciones
con agua de mar libre de sulfuro para controlail

La presencia de tiosulfato en la muestra puedéimlai reaccién que desarrolla el color.

Materiales

wn e

Pipeta automatica monocanal con capacidad de 5 mL.

Viales con capacidad de 20 mL.

Jeringa de vidrio de 10 mL (Hamilton “gas-tight§rcpunta de embolo de TeffarEsta
jeringa se debe probar antes de usar para verifieatas burbujas se pueden expulsar
facilmente de la misma. Algunas jeringas estanoetatas de manera tal que resulta dificil
deshacerse de las burbujas; por lo tanto, es remabke comprar varios tipos diferentes
de jeringas y probarlas antes del trabajo de campo.

Jeringa de plastico de 60 mL con una manguera Tyder60 cm de longitud conectada en
Su punta.

Manguera transparente Tydgpara la captaciéon de muestra de la botella Niskin,
didmetro no mayor de 4 mm. Colocar un fragmentmdeguera de silicona del mismo
didmetro adherida a la punta que entra en contactda espita en caso de que se pretenda
tomar muestras de carbono organico disuelto 6 posteriormente. Se debe sumergir la
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manguera en agua de mar limpia por 24 horas aatesutero para minimizar la cantidad
de burbujas que se adhieren a la manguera dueargedleccién de la muestra.

Equipos

1.

Espectrofotbmetro con rango en el visible, equipamtoceldas que posean una longitud
Optica de 1y 10-cm.

Reactivos

Dependiendo de la concentracion de sulfuro presanta muestra, lasoncentraciones de los
reactivos y los factores de dilucion varian. Van€[(1969) para muestras con una concentracion
menor de 3 6 mayor de 40 pmét.LLos reactivos que aqui se especifican son parossen
muestras que tengan una concentracion entre Juyn0L™.

1.

B w

~N o

Solucion de acetato de cinc (0,05 MJesar 1,1 g de acetato de cinc (Zr{CBIO), Zn
(Ac),) y disolver en 100 mL de agua destilada. El reaats estable y se usa como fijador
del sulfuro.

Solucién mezclada de diamina (concentraciones déwso entre 0 y 44 pmol [). Pesar
4,0 g de cloruro férrico calidad analitica (F§G1 1,6 g de N,N-dimetil-p-fenilen sulfato de
diamina (GH12N1,H,0.S, peso molecular: 234,28 g ntplAgregar a 100 mL de HCI 6N
y mezclar. El reactivo es estable por un mes alreacena en una botella @mbar a 4°C.
Gas nitrégeno de alta pureza

Agua destilada libre de oxigen®ara preparar hervir el agua destilada y espeear
alcance temperatura ambiente mientras se le barlyajg nitrégeno.

Solucion patron de sulfuroPreparar justo antes de comenzar el analisi®c@onl50 mL
de agua destilada libre de oxigeno aun calienta ¢panimizar difusion de oxigeno) en un
matraz volumétrico de 250 mL, e igualmente col®@xamL de agua destilada libre de
oxigeno en un matraz volumétrico de 100 mL, budnugas nitrégeno en ambos matraces
mientras el agua alcanza la temperatura ambieatar 8| reactivo con una servilleta que
no deje fibras y pesar una cantidad aproximada g @g sulfuro de sodio (Ma.9H0) de
calidad analitica. Anotar el peso exacto del reagqtara calcular la concentracion de la
solucion patron y del estandar. Afadir el reactivinatraz de 250 mL, mezclar y
completar hasta el aforo con agua destilada librexigeno. Disolver el sulfuro
completamente bajo una atmésfera de nitrégeno. iABadL de la solucién patrén al otro
matraz volumétrico de 100 mL y diluir. Usar inmddraente. Durante la preparacion del
patrén, el reactivo debe permanecer en contactelcaine el minimo tiempo posible; por
ende, tanto el procedimiento de pesado como ldudism en el matraz deben ejecutarse
rapidamente. Esta solucion, asi como la solucitandar son muy inestables; por lo tanto,
la preparacién de la solucion patrén asi comodbaaghcion de la curva de calibracion se
deben hacer en forma simultdnea en un periodedgt breve.

Solucién de acido sulfaricql:1, v/iv).

Indicador. Disolver 1 g de almid6n soluble en 100 mL de adgstilada y calentar hasta
gue desaparezca la turbiedad. Aiadir algunas detakroformo como preservativo y
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10.

refrigerar. Esta solucidn es estable por 2 sem&&wvar nuevamente si no se obtiene un
color azul puro cuando se titula.

Solucion de tiosulfato de sodio (0,01 N)isolver 2,48 g de tiosulfato de sodio
(N&S,03.5H,0) en 1000 mL de agua destilada. Esta soluciomastabte inestable; por lo
tanto, preparar antes de cada analisis y mantenanabotella &mbar en el refrigerador si
no se usa inmediatamente. Normalizar todos los dias

Solucion de yodato de potasio (0,01. I$ecar el yodato de potasio (K)@n una estufa a
105 °C por una hora, enfriar en un desecador y pasatamente 0,3567 g. Disolver en
agua destilada y ajustar el volumen a 1000 mL. &stacion es estable indefinidamente si
se evita la evaporacion.

Solucion de ioduro de potasid@isolver 20 g de ioduro de potasio (KI) en 100 deLagua
destilada.

Captacion de Muestras

Las muestras se toman por triplicado y son lasgrasique salen de la botella Niskin. Si los
sulfuros entran en contacto con oxigeno se oxidasidiilizan rapidamente, por lo que es
importante tomar las precauciones necesarias paaa gue esto suceda.

1.

La muestra se capta colocando la jeringa de ptad8®60 mL con su manguera en un
soporte universal mientras se conecta la manguaraspita de la botella Niskin (Figura
4.1). Durante la captacion permitir que el flujgiaada por la jeringa mientras se llena.
Mantener el flujo a una velocidad moderada miergeaealiza la captacion lo que
minimiza el contacto con el aire y la formacionbdebujas. Colocar la punta de la jeringa
de vidrio por debajo de la superficie del aguaftinee en forma ascendente y lavar la
jeringa de vidrio tres veces con agua de la mueRemover cualquier burbuja atrapada
después del primer enjuague. Recolectar 4 mL destneguemanteniendo el tiempo de
contacto entre el embolo y la muestra al minimataEla formacion de burbujas durante
la captacion.

Colocar la muestra en un vial de 20 mL levemertknado el cual contiene 0,5 mL de
Zn(Ac), como agente fijador. La inclinacién reduce el fiende reaccion entre el sulfuro
en la muestra y el Zn(Ag)Tapar inmediatamente y agitar suavemente asedpsargue
cualquier residuo de Zn(Ac3ea incluido en la mezcla.

Refrigerar la muestra a°€ a resguardo de la luz tan pronto como sea pogildsta
temperatura, la muestra puede permanecer almackast#apor un mes.

En una botella de plastico de 100 mL, captar srfiel agua a una profundidad con una
alcalinidad similar al de la muestra de maneraatargizar un sistema amortiguador
similar tanto en las muestras como en las solusiesndares. Filtrar y almacenar a 4 °C.
Esta agudibre de sulfuro se oxigena y emplea para el control del pH edifesentes
diluciones que se realizan tanto a las muestra® eolas soluciones estandar.

Anélisis de Muestras

Encender el espectrofotometro 15 minutos antesuoherzar el anélisis para que estabilice.
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Las muestras deben alcanzar la temperatura amlietge de iniciar el analisis.

Afadir 0,05 mL (50 pL) de la solucion mezclada @arina con una pipeta automatica.
Tapar inmediatamente e invertir el vial.

Permitir que la solucion repose por 20 minutosqmioia de la luz.

Diluir la muestra con 5 mL de agua de mar libresdléuro. Tapar rapidamente y mezclar.
Permitir que la solucion repose nuevamente por ibbitws protegida de la luz.

Medir la absorcién en la celda de 1 cm a una lodgite onda de 670 nm para muestras
que contengan concentraciones de sulfuro mayor8saeol L*. Para aquellas con
concentraciones menores de 3 pmblemplear una celda de 10-cm.

Las muestras con concentraciones elevadas desadysueden diluir una vez
desarrollado el color totalmente. Sin embargo, estes recomendable ya que aumenta la
incertidumbre del método. La absorcion mas altadalser menor de 0,8 ya que las
soluciones acuosas de azul de metileno con comacemtes elevadas no se ajustan a la ley
de Beer (Cline, 1969).

Calibracion

1.

ok

Para optimizar el andlisis, el rango de concendrade la curva de calibracién se mantiene
dentro del rango esperado en las muestras a astddreCline (1969) para mas detalles
acerca de la preparacién de los reactivos y ldsres de dilucion para concentraciones
mayores de 40 umolL

Soluciones para la curva de calibraciOPara un rango de concentracién de sulfuro entre
0 a 40 pmol [* se agrega 0,1; 0,2; 0,3 y 0,4 mL de la solucidééner en viales que
contengan 0,5 mL de Zn(Ac)

Diluir con 4 mL de agua de mar libre de sulfur@fadir con una pipeta automatica 0,05
mL (50 pL) de la solucién mezclada de diamina. Tapavertir los viales.

Permitir que los estandares diluidos reposen poniditos protegidos de la luz.

Diluir con otros 5 mL de agua de mar libre de swifty permitir que reposen nuevamente
por 15 minutos mas protegidos de la luz.

Medir la absorcién en una celda de 1 cm a unatodgie onda de 670 nm. La
concentracion de sulfuro en cada vial se calcplartir de la cantidad de sulfuro de sodio
afiadido y de los factores de dilucién.

Calibracion de la Solucién Estandar

La calibracion de la solucion estandar se hacediataamente después de su preparacion:

1.

w N

o0k

Afadir 10 mL de la solucién de ioduro de potasi®dymL de yodato de potasio a seis
matraces erlenmeyer con tapa biselada.

Agregar 1 mL de kB0, a cada matraz.

Con una pipeta volumétrica calibrada, afiadir 50dmla solucion estandar de sulfuro a
tres de los matraces, y 50 mL de agua destiladadi® oxigeno a los otros tres matraces.
Permitir reposar por 10 minutos.

Titular con tiosulfato de sodio empleando una sélude almidén como indicador.

El volumen de tiosulfato empleado entre replicasleloe variar de £ 0,05 mL.
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7. Calcular la cantidad de8 presente en la solucién con la formula:

(A-B)

pumol LY H,S =10°* M *
2V

(1)

donde

A = media de las replicas de las tres solucionesudiuro, en mL.
B = media de las replicas de las tres solucionasatiuro, en mL.
V = volumen de la solucién estandar de sulfuronk0

M = concentracién de la solucién de tiosulfato (o).

Anélisis del Blanco

La cantidad de sulfuro de hidrégeno en el aguaalecon oxigeno es insignificante; por lo tanto, se
puede emplear como blanco.

1. Colocar en un vial 0,5 mL de Zn(Ag) afiadir 4 mL de agua de mar libre de sulfuro.

2. Anadir 0,05 mL de la solucion mezclada de diamioraena pipeta automatica. Tapar y
mezclar.

3.  Permitir que la solucién repose por 20 minutos.

4. Medir la absorcion en una celda de 1 cm a unatiodgie onda de 670 nm. El valor
obtenido depende de la pureza y concentracioredetivo, turbiedad de la muestra y la
diferencia entre celdas (Cline, 1969).

Céalculo y Expresién de Resultados
La cantidad de sulfuro de hidrégeno disuelto eraatgumar se calcula con la siguiente ecuacion:

2,388- (Abs,, — Abs,)
p

(2)

[H2S (umol LY)] =

donde

2,388 = factor de dilucion (calculado a partir de Volumenes del Zn(Ag» muestra +
agua libre de sulfuro + solucion de diamina)/4.

Abs;,, =absorcion de la muestra.

Abs, =absorcion del blanco.

p = pendiente de la curva lineal de calibracidoutada a partir de los sub-
estandares con extinciones menores de 0,8.

Referencias
Cline, J.D. (1969). “Determination of hidrogen siéf in natural water'Limnology and
Oceanographyl4(3): 454-458.

Hayes, M.K.; Taylor, G.T. (2006). “Vertical disttibons of thiosulfate and sulfite in the Cariaco
Basin”.Limnology and Oceanography1(1): 280-287.
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Figura 4.1. Método de captacion de la muestra ldg®a
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Método 5. Determinacion de Oxigeno Disuelto
Yrene M. Astor

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detamtanconcentracion de oxigeno disuelto en
agua de mar. La técnica utiliza un sistema deatitdh automatico basado en el método Winkler
(Carpenter 1965), modificado por Aminot y ChausseégiL983). El limite de deteccion es 0.06 mL
I, y la precisién del método es de + 0,03 mt L

Fundamentos del Método

El oxigeno disuelto presente en la muestra reagaon manganeso en un medio altamente alcalino
generando un precipitado (MnO(QH)La muestra se acidifica a un pH entre 1,0 y 2rblocual

se disuelve el precipitado y se libera yodo enidadés quimicamente equivalentes al contenido de
oxigeno disuelto en la muestra original. El yodelado se valora utilizando una solucion estandar
de tiosulfato de sodio la cual convierte todo @g/tibre en yoduro. Una solucion indicadora
(almidon) detecta el punto final de la titulaci@uon este método, cuatro moles de tiosulfato
equivalen a un mol de oxigeno disuelto (Aminot @hadussepied, 1983).

Interferencias

1. Enlas aguas que tienen concentraciones elevadagedées oxidantes y/6 reductores
(hierro, sulfito, tiosulfato, nitrito, etc.) se gentan interferencias positivas 6 negativas.
Compuestos organicos susceptibles a fijar el ysflo@amo sustancias oxidables en medio
bésico son otra fuente de error (Aminot y Chausskdio83).

2. Laintroduccién de burbujas de aire dentro de teltzoasi como en la manguera de
captacién produce interferencia positiva.

3. Eltrasvase de la muestra asi como la agitacicGresz favorece la disolucién de aire en la
muestra y la perdida de yodo debido a su volatli@izsto se evita titulando en el mismo
matraz en que se hace la captacion.

4. Latitulacion debe hacerse rapidamente para daitaxidacion del ioduro a yodo debido al
contacto con la atmosfera.

5. Las aguas que presenten niveles elevados de @lla@tada la presencia de materia
organica asi como de turbiedad dificultan la viga&ion del punto final de la titulacion.

Materiales
1. Pipetas aforadas (10 y 100 mL).
2. Dispensadores automaticos con capacidad de Oral2,0
3. Pipetas automéaticas monocanal con capacidad de 1 mL
4. Matraces Pyrex de 125 mL utilizados para la deteaigion de ioduro, con tapa cénica

biselada que se proyecte por encima del sello.rijaesiamente los matraces con agua
destilada y secarlos totalmente. Cada matraz gmuge deben identificar y mantener
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juntos en todo momento. El volumen del matraz edapa puesta se debe calcular en
forma gravimétrica (ver secci@eterminacion del Volumen de Muestra.

Mangueras Tygdhpara la captacion de muestra de la botella Niskin,didmetro no

mayor de 4 mm. Usar manguera de silicona del miidnmoetro en caso de que se pretenda
tomar muestras de carbono organico disuelto 6 (bal y/6 TOC) seguidamente.

Equipos

1.
2.
3.

Bureta de émbolo con una resolucion de 0,01 mL.
Agitador magnético.
Balanza analitica, con apreciacion de 0,1 mg.

Reactivos

1.

Solucion manganosaDisolver 600 g de cloruro de manganeso tetraladmt
(MnCl».4HG,), 6 670 g de sulfato de manganeso tetrahidratdd& 0,.4HO;), 6 560 g
sulfato de manganeso bihidratado (MRnRBI0,), 6 510 g de sulfato de manganeso
monohidratado (MNSEOHO,) en 1000 mL de agua destilada. Mantener a temyparat
ambiente.

Solucioén alcalina de ioduroDisolver 320 g de hidroxido de sodio (NaOH) ef &iL de
agua destilada. Disolver 600 g de ioduro de sddad)(en 300 mL de agua destilada
mientras se calienta la solucion. Mezclar las dhscgones a temperatura ambiente y
ajustar el volumen a 1000 mL. Si las muestras posigto en cantidades > 3 pmof-L
afiadir 10 g de azida de sodio (NaNisueltos en 40 mL de agua destilada antes déaaju
el volumen. Mantener a temperatura ambiente.

Solucion de acido sulfuricoDiluir 280 mL de acido sulfarico concentrado,8®;, d =
1,84 g mLY) en agua destilada. Ajustar el volumen a 1000 mL.

Indicador. Disolver 1 g de almid6n soluble en 100 mL de adgstilada y calentar hasta
gue desaparezca la turbiedad. Aiadir algunas detakroformo como preservativo y
refrigerar. Esta solucidn es estable por 2 sem&&var nuevamente si no se obtiene un
color azul puro cuando se titula.

Solucion estandar de tiosulfato (0,01 N)isolver 2,48 g de tiosulfato de sodio
(N&S,03.5H,0) en 1000 mL de agua destilada. Esta solucioastabte inestable; por lo
tanto, preparar antes de cada analisis y mantenanabotella &mbar en el refrigerador si
no se usa inmediatamente. Normalizar todos los dias

Solucion estandar de yodato de potasio (0,01 88car el yodato de potasio (K)@n una
estufa a 105 °C por una hora, enfriar en un deseggoksar exactamente 0,3567 g.
Disolver en agua destilada y ajustar el volumefAG0ImL. Esta solucion es estable
indefinidamente si se evita la evaporacion.

Determinacion del Volumen de Muestra

Es importante conocer con precision el volumen degtra en cada matraz. Los volimenes se
obtienen por peso de la manera siguiente:
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No o

Numerar cada matraz junto con sus tapas.

Lavar y enjuagar cada matraz con agua destiladar aproximadamente a 100 °C en una
estufa y permitir que alcancen temperatura amhiente

Pesar cada matraz con su tapa.

Llenar el matraz con agua destilada y taparlogjsexqueden burbujas de aire adentro.
Secar totalmente, especialmente alrededor dedaytap los bordes, con un papel
absorbente.

Pesar los matraces llenos.

Medir la temperatura del agua destilada en losanes:

Calcular el volumen del agua segun la relacion:

P.-P
V(mL): zD !

(1)

donde

P: = peso del matraz vacio (g).

P, = peso del matraz con agua destilada (g).

D = densidad del agua destilada a la temperaguta shedicién (g mt).

La densidad del agua destilada a diferentes temypasase muestra en la Tabla 5.1.

Captacion de Muestras

1.

2.

Las muestras para oxigeno disuelto se captan detiabas Niskin después de recolectar
las de sulfuro de hidrogeno. Las muestras se tqroaduplicado.

Para la extraccién de la muestra se utiliza unagomena flexible transparente conectada a
la espita de la botella Niskin. Esto reduce leoihticcion de burbujas de aire mientras se
capta la muestra. Elevar el extremo final de laguara, abrir el paso de agua y remover
las burbujas de aire presionando la manguera sotidldos. Colocar el matraz de forma
invertida e introducir el tubo hasta el fondo dé&dmmo. Enjuagar el matraz y su tapa con la
muestra dos veces. Poner el matraz en posicidicaleytpermitir que el agua desborde.
Para calcular cuanta agua debe rebosar, estinmaenaricuanto tarda el frasco en llenarse y
seguidamente permitir que el agua siga fluyendaipgreriodo equivalente a dos veces
ese tiempo, mientras se golpea con la tapa la pder@or del matraz para evitar que
alguna burbuja se adhiera al vidrio. Para retaandnguera, bajar el matraz lentamente
hasta que la manguera se encuentre ~1 cm por dédbégcsuperficie del agua. Cerrar el
flujo y retirar la manguera del matraz con cuidado.

Antes de colocar la tapa, afiadiimediatamente 0,8 mL de solucién manganosa yn0,8

de solucion alcalina, colocando la punta de casjgedisador por debajo de la superficie de
la muestra tratando de evitar la formacién de agbmientras se agregan los reactivos.
Colocar cuidadosamente la tapa correspondient@@bm sin que queden burbujas dentro
del mismo, y agitar al menos 15 veces invirtiendoasco. Permitir que se forme el
precipitado después de 20 minutos y agitar nuevemen

' La dosis de cada reactivo dependera del volumemateaz usado a razén de 6 mL por cada litro destna
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4. Colocar agua de mar en la copa alrededor de lgpaeevitar la resequedad del
esmerilado y la difusién del gas. Guardar el madreemperatura ambiente protegido de la
luz.

5. Analizar las muestras en un periodo no mayor deo?ds después de la captacion.

Anélisis de Muestras

1. Antes del andlisis permitir que las muestras yéastivos alcancen temperatura ambiente.

2. En el laboratorio, se debe retirar el agua quensaentra alrededor de la tapa del matraz
antes de empezar el andlisis, procurando no prowadailencia en la muestra que pueda
perturbar el precipitado. Remover la tapa cuidasesde y afiadir 0,8 mL de la solucion
de acido sulfarico. Mezclar la solucién con un aditr magnético para disolver el
precipitado completamente.

3. Realizar latitulacién en el transcurso de una .hbitalar directamente en el matraz con
tiosulfato de sodio 0,01 N hasta obtener un caiuarélo palido.

4.  Afadir 1 mL de la solucién de almidén con lo caasblucion se torna de un color azul.
Continuar lentamente la titulacién hasta que la@6h se torne transparente y permanezca
asi por 20 segundos. La titulacion no debe tomarae& minutos.

Normalizacion del Tiosulfato
Se deben realizar un minimo de tres estdndaresagargrupo de muestras.

Afadir 10 mL de la solucién estandar de yodatoatagio 0,01 N en un matraz limpio.
Anadir aproximadamente 100 mL de agua destilada.

Afadir 0,8 mL de la solucién de acido sulfarico gzular.

Afadir 0,8 mL de la solucién alcalina y mezclar.

Titular inmediatamente siguiendo los pasos 3 yl4Addlisis de Muestras

AR A o

Determinacién del Blanco

Blanco del andlisis (Bns). LOS reactivos pueden contener impurezas oxid@nteductoras las
cuales se pueden controlar realizando un blanco.

1. Afadir exactamente 1 mL de la solucion estdndyodato de potasio 0,01 N a un matraz
muy limpio.

Agregar 100 mL de agua destilada con una pipetanétrica.

Afadir 0,8 mL de la solucién de acido sulfarico gzular.

Agregar 0,8 mL de la solucion alcalina 'y mezclar.

Por ultimo agregar 0,8 mL de la solucién mangaryas&zclar.

Titular inmediatamente hasta alcanzar el puntogdévalencia (\).

Afadir nuevamente 1 mL de la solucién estandamodatp de potasio 0,01 N vy titular
inmediatamente con tiosulfato

8.  El blanco del analisis es:

No oA wN
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Bana=(V1—V2) (2)

Blanco del estandar (By). Hacer el blanco del estandar como se describeBaarain agregar la
solucién manganosa.

Céalculo y Expresién de Resultados
La concentracién de oxigeno disuelto se calculadeséa siguiente ecuacion:

(VT = Ban)

O, (mL L] = 5598*
102 ( ) (Vesi— Bes)

*(Vmue—Vr) — 001 3)
donde
VT = volumen de tiosulfato utilizado para titularruestra.
ana= blanco del analisis.
Vest = Volumen medio de tiosulfato utilizado para tituks tres soluciones estandar.
Best = blanco estandar.
Vmue Volumen de muestra en el matraz (ver secoiéierminacion del Volumen de
Muestra).
V, =volumen de los reactivos de fijacion afiadidanairaz.

Referencias
Aminot, A.; Chaussepied, M. (1983). Manuel de AsalkyChimiques en Milieu Marin. Francia:
Centre National pour L’Exploitation des Océans, BgS.

Carpenter, J.H. (1965). “The accuracy of the Winkiethod for dissolved oxygen analysis”.
Limnology and Oceanograph$0: 135-140.

Tabla 5.1. Densidad del agua destilada a una textypart °C.

T(°C) D(gcnd
20 0,99823
22 0,99777
24 0,99730
26 0,99679
28 0,99623
30 0,99567
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Método 6. Determinacion de pH
Yrene M. Astor

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detampid en agua de mar en la escala de pH de la
concentracion total de iones de hidrogenofpHitilizando medidas espectrofotométricas basadas
en el procedimiento desarrollado por Clayton y By{1093). Este procedimiento se describe en
Dicksonetal. (2007). La concentracién total de iones hidnigge expresa en moles por kilogramo
de agua de mar. Las mediciones espectrofotométiteasi son simples, rapidas y precisas
(Clayton y Byrne, 1993). La precision del métodales: 0,001 unidades de pH. Los niveles
elevados de &cido sulfhidrico en aguas andOxicasaacel tiempo de vida de los electrodos usados
por el método potenciométrico; por lo tanto, senaega emplear un método espectrofotométrico en
este tipo de aguas.

Fundamentos del Método

El pH de una muestra se determina por medios esf@cmeétricos agregando un indicador de
sulfonftaleina, llamado purpura decresol. El método se basa en medir el espectabsi@rbancia
del indicador el cual tiene un valor dé€ gue gira alrededor del pH del agua de mar y lande
acidas (H)) y basicas (i) del indicador. El nivel de incertidumbre es eaiite a una imprecision
en la concentracion total de iones de hidrogend @é% donde

pHr=—log [Hr (1)
[H]7 O[H'] + [HSO4] (Byrneet al., 1999) (2)

Cuando se emplean medios espectrofotométricosamadsis, el pH en la muestra se determina a
partir de la formula:

pHT=pK2+|0910[[|2_]/[H|_]} 3)

donde
pK, = constante de disociacion para la especi¢dipresada sobre la escala de la
concentracion total de iones de hidrégeno en madtgcion).

El cociente [f]/[HI ] se estima midiendo la absorbancia de ambas espados longitudes de onda
(434 y 578). Para cada longitud de onda correspotalise usa la absorbancia maxima de la forma
basica y acida del indicador purpuranderesol y con ambas se calcula el cociente de bhsoias

(R = As7dA439) €l cual describe hasta donde se extiende lamqaoion del indicador,
respectivamente.

[1] _  Res—0,00691
[HI"]  2,222-(Res* 0133)

(4)

donde
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Res) = cociente de absorbanciasst#Aa34) a 25 °C.
A, = absorbancias corregidas medidas a las longielesida correspondientes a la
absorbancia méaxima de la forma basiéa ylacida (HI), respectivamente.

Interferencias

1. Latemperatura influye en las mediciones espedtrofétricas del pH ya que afecta la
constante de formacion del Hllas absortividades molares del indicador pUrplena-
cresol; por lo tanto, el analisis se debe reabzana temperatura de 25 £ 0,1 °C.

2. Lapresencia de burbujas de aire durante la c&ptgeiede alterar la muestra. Recolectar
tomando las mismas precauciones que se empleaptal oxigeno disueltdgtodo 5).

3. Yaoetal. (2007) comprobd que el parpurarderesol posee impurezas que contribuyen a
desviaciones aparentes del pH de hasta 0,01 usidizdeH; por lo tanto, se recomienda
gue el analista mantenga un registro de la fuentamnero de lote del indicador de manera
de poder efectuar correcciones a los datos unguese puedan obtener indicadores con
un grado de purificacion mayor y se puedan efecaiacterizaciones mas refinadas.

Materiales

1. Manguera de silicona Tyg8para la captacién de muestra de la botella Niskin,
diametro no mayor de 4 mm. Se emplea este tipoatguera para evitar la contaminacion
de la muestra cuando seguidamente se desee cajpsiras de carbono organico disuelto
0 total (DOC y/6 TOC). Sumergir la manguera en atgianar limpia por 24 horas antes
del crucero para minimizar la cantidad de burbgjss se adhieren a la manguera durante
la captacion de la muestra.

2. Celdas de vidrio de longitud 6ptica de 10-cm, apas de Tefloh Se deben tener
suficientes celdas para todas las muestras y qlisailos.

3. Jeringa micrométrica marca Gilmont con una exattite 0,5%c¢on un delgado tubo de
teflon adherido a la punta para dispensar el inidica

Equipos

=

Espectrofotdmetro para mediciones espectrales k@mcho de banda de 380 — 850 nm.

2. Compartimento termostéatico para acomodar celdd®den donde la temperatura se
pueda regular dentro de un rango no mayor de ¥@,1

3. Bafio de agua con termocirculador con control deé&satura de = 0,05 °C que regule la

temperatura del compartimento asi como de todisteinsa.

Reactivos
1.  Solucién parpura de m-cresol (~ 2 mmol dH Pesar 0,0809 g de purpurarderesol,
sal de sodio (§H17/NaGsS, peso molecular: 404,41 g nfpkn 100 mL de agua destilada.

Ajustar el pH alrededor de 7,90t1 unidades de pH antes de cada muestreo.

Captacion de Muestras
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1. Captar la muestra en celdas de 10-cm despuésaleater la de bS y oxigeno disuelto.
Una manguera se adapta a la espita de la botalkanN\para captar la muestra de manera
de eliminar las burbujas de aire durante la cafwagiasi minimizar esta interferencia.
Captar la muestra directamente en la celda.

2. Conectar la manguera a la entrada inferior delttagemantener esta ultima en posicion
vertical, elevandola por encima de la espita ménge abre la llave. Permitir que el agua
fluya suavemente dentro de la celda mientras sego@ con los dedos la manguera para
eliminar las burbujas de aire. Enjuagar la celda weces con la muestra.

3. Colocar la celda en posicion horizontal y perngjtie el agua se desborde al equivalente de
dos volumenes de la celda. Esto se puede estimt@anmn mientras la celda se llena.

4. Colocar cuidadosamente la tapa de Téflén una de las aberturas de la celda mientras el
agua fluye lentamente a través de la celda, smifieque queden burbujas de aire
atrapadas dentro. Retirar la manguera y colocsedanda tapa de Teffén

5. Colocar la celda al resguardo de la luz mientrasapéan las siguientes muestras. Analizar
inmediatamente.

Andlisis de las Muestras
Prender todos los equipos 15 minutos antes de aanehanalisis para que estabilicen.

1. Colocar las celdas con la muestra en una bolsa@igl introducirla en un bafio
termostéatico a 28C por 15 minutos.

2. Limpiar y secar el exterior de la celda y colocarieel compartimento termostético el cual
se mantiene a 25 °C.

3.  Calibrar el espectrofotémetro con la muestra y a2y L del indicador purpura ae-
cresol directamente a la celda con la micropipg@étdocar la tapa nuevamente tratando de
evitar que queden burbujas atrapadas dentro ddda g agitar para mezclar la muestra
con el indicador.

4.  Medir las absorbancias a las siguientes longitdéesnda: 730 nm correspondiente a la
longitud de onda no absorbida por el parpureresol, 578 y 434 nm las cuales
corresponden a la absorcién méaxima de la forma®4B) y de la forma acida (Hldel
indicador.

Célculo y Expresién de Resultados

El calculo del pH en agua de mar se obtiene digléente expresion:

()

pHr = pKs + logro { Res —0,00691 }

(2222-(Res* 0133)

donde

pK, = constante de disociacion para la especidetpresada sobre la escala de la
concentracion total de iones de hidrogeno en maidia).

Res) = cociente de absorbancias (R 578434 medidas a 25 °C.
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La constante de disociaciéh para el purpura de-cresol depende de la salinidad y la temperatura
y se obtiene a partir de la formula de Clayton ynBy(1993):

124569
pK2 = S

+3,8275 + F + 0,00211 (35 — S) (6)

donde

T =temperatura del bafio de agua, en grados Kelvin
S =salinidad de la muestra.

F = correccién segun DelValls y Dickson (1998):04,D.

Al afiadir el indicador se altera el pH; por lo tards necesario calcular un factor de correcciéa pa
obtener mejores resultados (ver Dicksbal., 2007).

El cociente de las absorbancigssfse obtiene a partir de la formula:

Rs) = (As7s — A730) 7)
(Aaza —A7z0)

donde
A, = absorbancia a longitudes de onda de 434, 578 yi#3con indicador parpura de
m-cresol.

Referencias

Byrne, R.H.; McElligot, S.; Feely, R.A.; Millero,.F (1999). “The role of pHmeasurements in
marine CQ-system characterizationdeep-Sea Research46: 1985-1997.

Clayton, T.D.; Byrne, R. H. (1993). “Spectrophotdriteseawater pH measurements: total
hydrogen ion concentration scale calibratiomedresol purple and at-sea resulid&ep-Sea
Research40: 2115-2129.

DelValls, T.A.; Dickson, A.G. (1998). “The pH of tiars based on 2-amino-2-hydroxymethyl-1,3-
propanediol (‘tris’) in synthetic sea wat&®eep-Sea Researchs: 1541 — 1554,

Dickson, A.G.; Sabine, C.L.; Christian, J.R. (Ed&P07). Guide to Best Practices for Ocean, CO
Measurements. PICES Special Publications 3, 191 pgs

Yao, W.; Liu, X.; Byrne, R.H. (2007). “Impurities indicators used for spectrophotometric
seawater pH measurements: Assessment and remedagie Chemistry107: 167 — 172.
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Método 7. Determinacion de Alcalinidad Total
Yrene M. Astor

Introduccién

Este procedimiento describe el método para lamétecion de la alcalinidad total en agua de mar
utilizando medidas espectrofotométricas, segunuldipado por Breland y Byrne (1993) y Yao y
Byrne (1998), modificado segun sugerencias deWansheng Yao. Los resultados se expresan en
umol kg' de agua de mar. La precision del método es demd kg’ y es apta para niveles
oceanicos de alcalinidad total entre 2000-2500 pkgal

Fundamentos del Método

Un volumen conocido de agua de mar se acidifiodatido con una solucién de HCI 0,1 N hasta
alcanzar un pH entre 3,8 y 4,2. A la muestra acatiia se le purga el contenido de,CO
suministrando gas nitrdgeno. El exceso de &cidmaetifica por medio de mediciones
espectrofotométricas usando un indicador de su#tmiha, verde de bromocresol. Los maximos de
absorcién para las especi€{616 nm) y Hi (444 nm) son los que se extraen de las medidas
espectrofotométricas de alcalinidad.

Interferencias

1. Latemperatura influye en las mediciones espedtrofétricas de alcalinidad ya que afecta
la constante de formacion del Wllas absortividades molares de los indicadores de
sulfonftaleina; por lo tanto, el analisis se dedadizar a una temperatura de 25 + 0,1 °C.

Materiales

Celdas de vidrio de longitud éptica de 10-cm, apas de Tefloh

2. Jeringa micrométrica marca Gilmont con una exattitel 0,5%, calibrada a 2 mfn una
manguera de teflén delgada conectada a la puraadisgrensar el indicador.

3. Botellas @mbar de borosilicato de 250 mL, con tieosca, lavadas previamente con
detergente y agua desionizada.

4. Jeringa de plastico con capacidad de 5 mL con waroera de teflon delgada conectada a
la punta para dispensar el acido.

5. Manguera transparente TyJguara la captacion de muestra de la botella Nistin ¢

diametro no mayor de 4 mm. Se debe sumergir la veagn agua de mar filtrada por 24

horas antes del crucero para minimizar la cantitlablurbujas que se adhieren a la

manguera durante la recoleccion de la muestra.

=

Equipos

1. Espectrofotbmetro para mediciones espectrales m@mcho de banda de 380 — 850 nm.
2. Balanza analitica, con apreciacion de 0,001 g.
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3. Compartimento termostatico para acomodar celdd9dsn donde la temperatura se
pueda regular dentro de un rango no mayor de ¥@,1

4. Bafio de agua con termocirculador con control dgé&satura de = 0,05 °C que regule la
temperatura del compartimento asi como de todisteinsa.

5. Agitadores magnéticos.

Reactivos

1. Cloruro de mercurio saturado

2. Indicador verde de bromocres¢t 2 x 10° M). Pesar 0,216 g de verde de bromocresol, sal
de sodio (GH13Br.NaQ;S, peso molecular: 720,06 g ritpl diluir a 100 ml con agua
destilada. Ajustar el pH de la solucién a meno4,8e

3. Acido clorhidrico, 0,1 N Diluir 8,3 ml de &cido clorhidrico (HCI concerdmal 38%) en

agua destilada. Completar a un litro.

Gas nitrégeno de alta pureza

Material de referencia de grado primario para meatines de C@Qocedanico

Suministrado por el profesor Andrew G. Dickson Makine Physical Laboratory (7110

Via Capri. La Jolla, California. 92037-3917, USA).

ok

Captacion de Muestras

1.  Conectar una manguera Ty§omla espita de la botella Niskin para captar lastma.
Abrir el paso de agua colocando la manguera emnelldf de una botella @mbar, lavar tres
veces con la muestra, y llenar permitiendo qugehdaesborde de la botella. Para calcular
cuanta agua debe rebosar, estimar primero cuan eéhfrasco en llenarse y
seguidamente permitir que el agua siga fluyendaipgreriodo equivalente a dos veces
ese tiempo.

2. Para sacar la manguera, levantarla hasta certentkd, cerrar el paso de agua y retirar la
manguera. Esta técnica deja un espacio de aieelartdlla de aproximadamente 2,5 mL
(1% del volumen total de la botella) lo que pernatexpansiéon del agua por cambios de
temperatura.

3. Afadir con una pipeta automatica 50 pL (0,02% déimen total de muestra) de una

solucién de cloruro de mercurio saturado, conretlé inhibir la actividad bioldgica.

Tapar la botella y agitar levemente para mezckam.bi

Refrigerar, no congelar. Realizar duplicados delpaonenos tres profundidades diferentes

en cada estacion. La muestra puede permanecgerafiia por un maximo de tres meses.

ok

Anédlisis de las Muestras

Encender todos los equipos 15 minutos antes deraanel andlisis para que estabilicen. Verificar
el pH del indicador (< 4,5) y calibrar la balannalética. Permitir que las muestras, la solucién
estandar y los reactivos alcancen temperatura atebéamtes del andlisis. Durante la manipulacion
de los matraces y las jeringas, las manos debemapecer limpias y secas. El siguiente
procedimiento se realiza tanto a las muestras @las soluciones estandares:
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Medicion de las absorbancias antes de la titulacion

1.

2.

3.

Colocar la celda que contiene la muestra ¢ la &plugstandar sin procesar en una bolsa
Ziploc® e introducirla en un bafio termostatico #@%or 15 minutos.

Limpiar y secar el exterior de la celda y colocateel compartimento termostatico del
espectrofotometro el cual se mantiene a 25 °C.

Medir las absorbancias a las siguientes longitddesnda: 444, 616 y 750 nm.

NOTA. Usar la misma celda para medir las absorbannias & después de la titulacién. Los
duplicados se deben medir en la misma celda.

Titulacion

1. Pesar con una precision de 0,01 g suficientes oestneacios de 125 mL segun el nimero
de muestras y soluciones estandares que se vatizaan

2. Anadir 100 mL de muestra (6 solucién estandar) matraz con una pipeta volumétrica
colocando la punta en el fondo del mismo.

3. Pesar el matraz con la muestra (6 solucién estarnidadiferencia de peso entre el matraz
lleno y el matraz vacio representa el volumen destna (\4,).

4. Mientras se agita la solucion, afiadir con una mipeta 80 uL del indicador verde de
bromocresol.

5. Pesar con una precisiéon de 0,001 g una jeringéigdasue contenga HCI 0,1 N, y titular.

6. Afadir acido lentamente a la muestra mientras e lgsta obtener un color verde
amarillento (pH entre 3.8 y 4.2). Colocar la putieda manguera dispensadora muy cerca
de la superficie del liquido evitando salpicadutasnodo que se efectué la mezcla total
del &cido con la muestra.

7. Alterminar de titular, pesar de nuevo la jeringadiferencia de peso antes y después de la
titulacion representa el volumen de acido agregaditular (Va).

8.  Burbujear gas nitrégeno a la muestra (6 soluciéénesir) por 5 minutos mientras se

continua con la agitacion.

Medicion de las absorbancias después de la titudaci

1.

2.

3.

Colocar la muestra (6 solucion estandar) ya pralzesa la misma celda que se empleo
para medir las absorbancias antes de la titulagiémeterla en un bafio termostatico a 25
°C por 15 minutos dentro de una bolsa Zifiloc

Limpiar y secar el exterior de la celda y colocarteel compartimento termostatico el cual
se mantiene a 25 °C.

Medir las absorbancias a las siguientes longitddesnda: 444, 616 y 750 nm.

Célculo y Expresién de Resultados

La absorbancia que se mide a 750 nm se usa paraleoly corregir cualquier desviacion de la
linea base. La forma de colocar la celda en el eptinpento termostéatico asi como la deriva del
equipo puede causar un cambio en la linea baséy pamto, se mide la absorbancia a una longitud
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de onda en la cual no ocurra absorcion (750 nmglararde de bromocresol) y se sustrae la misma
de las absorbancias medidas para la muestra (@&@okestandar). La diferencia entre la
absorbancia antes y después de la titulaciéon a@b0o debe ser mayor de + 0,001.

La alcalinidad total se calcula usando la siguiecteacion:

(AT) = {(M aVa) ~ [(H ) )T Vma]} x1000

1
V. (1)
donde
(AT)m = alcalinidad total en umol Kg
Maz = concentracion del HCI afladido durante la titidiac
V_+V
M a =10—PHagm* ( m a) +ATest +% (2)

Vm =volumen (6 masa) de la muestra de agua de mes datla titulacion.
Va =volumen (6 masa) del acido afadido.
Vma =volumen (6 masa) del agua de mar después delkcton = \f, + Va.
AT s = alcalinidad total de estandar (Marine Physicdldratory) segun planilla de
. certificado del estandar.
(H )= concentracion total del exceso de iones de hard@n la muestra después de
-pHagm -
remover completamente el GO [(10 +[HI])]

donde
(H")r = [Hr + [HI] 3)
[Hlr = [H] + [HSO;] + [HF] = 10" (4)
pH, =4,2699+ 0,00257835-S,) + log (R-0,0013} (5)
. (2,3148 (0,1299R)
PHagm = PHr —log (1 — (0,001005 * (6)
donde
pHr = pH en la escala total.
PHagm = pH en la escala de agua de mar.
S, = salinidad de la solucion después de titular:
(Sn* Vi)
S, = V.+v ) (7)

donde
Sy = salinidad de la muestra antes de afiadirle ebacid
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l 6161 A750| elesl A750(5| )J (8)
(25) |.( 444 ~ A750I 444SI A75(SI
donde
R = cociente de absorbancias (R s 444).
A, = absorbancia a longitudes de onda de 444, 610 yifbcon indicador.

A,si= absorbancia a longitudes de onda de 444, 610 yibsin indicador.

Referencias

Breland, J. A.; Byrne, R. H. (1993). “Spectrophog&tnt procedures for determination of seawater
alkalinity using bromocresol greerDeep-Sea Research40 (3): 629-641.

Yao, W.; Byrne, R.H. (1998). “Simplified seawat#tadinity analysis: use of linear array
spectrometers’Deep-Sea Research45: 1383-1392.
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Método 8. Determinacion de los Coeficientes de Ab®idn Espectral de las Particulas y del
Fitoplancton
Laurencia Guzman y Ramén Varela

Introduccién

El tamafio, naturaleza y abundancia de las parsi@rauspension en el mar influyen en el clima de
la luz en el agua, lo cual afecta la actividadsgribucion del plancton, e indirectamente las
concentraciones de algunos de los elementos quimie® se encuentran en la capa fética. En
sentido inverso, las propiedades 6pticas inhergnteden revelar las caracteristicas y cantidad de
particulas en el mar. El procedimiento que aquieseribe determina el coeficiente de absorcion
espectral tanto para las particulas en generalp especifico para el fitoplancton. La técnica,
basada en Kishinetal. (1985), mide la absorcién de la luz que pasaup filtro himedo que
contiene particulas.

Fundamentos del Método

El método se fundamenta en el cambio que se obsarghespectro de absorcién de luz de un filtro
hamedo que retiene las particulas en suspensignalmuestra de agua de mar en referencia a un
filtro blanco. Al filtro con la muestra se le mideespectro de absorcion antes y después de la
extraccion de los pigmentos con metanol calie@ (. Esta técnica determina el coeficiente de
absorcion total de particulag(’d, y el coeficiente de absorcion de detritus (patéis sin

pigmentos), &\). La diferencia en la transmisién optica entre asnlarametros se relaciona con el
coeficiente de absorcion del fitoplanctga(®). Los resultados se expresan ehm

Interferencias

1. Enlas mediciones se producen variaciones debitif@@ncias en las caracteristicas de las
particulas en el agua, al equipo empleado (esgettimetro o espectroradiometro) y al
tipo de filtro utilizado. Esta interferencia se mge para cada caso en particular aplicando
un factor de amplificacion de la longitud del padsduz,p (Kishinoetal., 1985; Mitchell y
Kiefer, 1988; Bricaud y Stramski, 1990; Mitchedt,al. 2002).

2. Sila extraccion de los pigmentos con el solvestmeompleta, el coeficiente del material
detritico se puede sobreestimar y afectar el deefie de absorcion del fitoplancton. Es
importante observar que no haya una sefial de afbsatel fitoplancton en las mediciones
de a()) hacia las longitudes de onda mas largas (rojo).

3. Lacantidad de material retenido por el filtro relbd generar una densidad éptica (DO)
mayor de 0,25 y menor de 0,05 cuando se mide a®/& menor a 0,4 a 440 nm (Mitchell
etal, 2002). Cuando la cantidad de material reteaiuel filtro es muy baja, es dificil
apreciar un cambio de color en la superficie debfiEl volumen de agua que se filtra
debe estar en funcién de la cantidad de partiguésentes en la muestra de manera de
poder controlar la intensidad del color en eldiltr

Materiales
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Filtros Whatman, GF/F, de 0,7 um, 25 mm de diametro
Placas de Petri pequefias (plasticas).

Jeringa de plastico de 60 mL.

Manguera de 10 cm de largo que se conecta a la perlta jeringa.
Pipeta Pasteur de 5 mL con bulbo de goma.

Embudo para filtros de 25 mm de diametro y capacta200 mL.
Cilindro graduado de 50 mL.

NoaRwWNE

Equipos

1. Unidad de filtraciébn y bomba de vacio para la t@manuestras asi como para el
laboratorio.
2.  Equipo de medicion

a. Espectrofotbmetro con capacidaara barridos espectrales con un ancho de banela en
visible de 380 a 800 nm, y una resolucion Optidardgrumento menor de 4 nm. Para
poder medir la DO de los filtros en un espectrafwtro se requiere de un accesorio
especial (no disponible con todos los fabricarges)ilumine por transmision la
totalidad del area del filtro y que mida la luz gquaesa a través de él.

b. Otra opcién es emplear un espectroradiémetro.tipstele instrumento mide las
cantidades radiométricas en intervalos de longiidnda estrechos en una regién
espectral dada. El equipo emplea una fibra 6pticandjulo de visién conocido que
enfoca justo el area del filtro. El filtro es ilumaido totalmente en forma uniforme con
una lampara incandescente de hal6geno. En los@anddil proyecto CARIACO se
emplea un Spectrascan PR-650 de Photo Researalsy sma caja oscura con una
fuente de luz que sostiene e ilumina el filtro pansmision y que sirve ademas de
soporte fijo para el enfoque de la fibra épticaeBEpo de equipo descompone la luz
incidente en diferentes longitudes de onda emdigstidirecciones angulares luego que
esta pasa a través de la muestra. El elementdkeasiuna serie de fotodiodos, que
miden las diferentes longitudes de onda. El rarnijolé estas mediciones es entre 420 y
750 nm, ya que las longitudes de onda mas coregssiran a intensidades muy bajas, y
la fibra 6ptica usada las absorbe fuertemente.

3. Bafio de agua a 60°C con una estabilidad de £ 0,5 °C

4.  Se puede medir la cantidad de clorofila presentd ertracto del metanol que lava el
filtro, para lo cual se debe utilizar un especti@foetro con cubetas de 10-cm y seguir un
procedimiento para analisis espectrofotométricpigmentos (Strickland y Parsons,
1972), o utilizar un fluorémetro con lo cual se geienedir la clorofila siguiendo el
Método 13de este manual.

Reactivos
1. Metanol (CHsOH).

Captacion de Muestras

a7



=

Captar las muestras de agua de la roseta en sadellplastico oscuras de 2 L.

2.  Filtrar el agua a través de filtros Whatman GFikzando la bomba de vacio. Anotar el
volumen filtrado. El volumen a filtrar depende dechntidad de particulas en el agua lo
cual es indicado por el grado de saturacién debfiEn aguas con biomasa moderada (de
0,5 a 1 mg i de clorofila) como son las aguas cercanas a la,cos volumen medio de 2
L es suficiente. En aguas con mas particulas semelocir hasta 0,25 L. En aguas
ocednicas se requiere mas volumen hasta produitalaracion apreciable en el filtro.

3.  Guardar cada filtro sin doblar en placas de Petridhmente identificadas con la cara que

retiene las particulas hacia arriba.

Cubrir las placas con papel de aluminio para elataxposicion a la luz.

Congelar los filtros colocando las placas en positiorizontal hasta el momento de

realizar el analisis.

ok

Andlisis de Muestras
Encender la fuente de luz 15 minutos antes de coaneh analisis para que estabilice.
1. Preparacion de muestras

a. Descongelar los filtros con la muestra.

b. Colocar papel absorbente, humedecido con agudadisstpor debajo de los filtros
dentro de las placas de Petri para mantenerlosdusnbtilizar una espatula para
levantar el filtro de manera de no tocar la caesor del mismo, y mantener las placas
tapadas con papel aluminio todo el tiempo.

c. Preparar un filtro de referencia (blanco) de lamnaisnanera que en el paso 2.

2. Analisis
a.  Absorcion de luz por las particulas totales,Xa

i. Medir el espectro de absorcion de luz del blandd®)(D
ii. Medir el espectro de absorcion de luz del filtra muestra (D&y,).

b.  Absorcion debida al material detritico {aextraccion con metanol caliente)

i. Colocar metanol en un frasco con la tapa semidadigeramente enroscada.
ii. Calentar el metanol en un bafio de agua a una tatupede 60°C. Realizaste paso
bajo campana de extraccion de gases usando guanydsntes de seguridad.
iii. Colocar el filtro con muestra en un embudo desfditn.
iv. Con una pipeta Pasteur agregar metanol caliefite@len alicuotas de 5 mL.
v. Filtrar lentamente hasta usar unos 50 mL de metaaaolucién una vez que pasa por
el filtro se recupera en un cilindro graduado.
vi. Anotar el volumen total filtrado en el cilindro.tEs/olumen representa el extracto que
se puede emplear para determinar la concentraeigtodbfila.
vii. Medir el espectro de absorcién de luz del blanco.
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viii. Medir el espectro de absorcion de luz del filtra Bdpmuestra después de ser lavado
con el metanol (O ).

Para determinar la cantidad de cloroféilé calcular los indices de pigmentos por espedtofetria

y/6 fluorometria (Strickland y Parsons, 1972), sbalmezclar primero el extracto de pigmentos en
metanol con una jeringa a la cual se le colocapegaeiia manguera en un extremo y con la misma
se trasvasa el extracto a cualquier otro recipiadéguado para realizar las mediciones.

Céalculo y Expresién de Resultados

Los coeficientes de absorcién, en la banda dddleisie 380 a 750 nm con una resolucién éptica
menor de 4 nm, se calculan mediante las siguiexi@®siones:

1. El coeficiente de absorcidon de particulas totadesascula con la siguiente ecuacion:

ity = A | 227 DOm) n
(V)
donde
a (L) = coeficiente espectral de absorcion por partasiearticulas (M.
A = area utilizada del filtro = 3.63 x Tam? para filtros de 25 mm.

DO gy= densidad optica corregida = R — DOyso
DOy50 = Ajuste = promedio de DO entre 752 nm y 780 nnjamde la absorcion por
fitoplancton se asume como cero.

B =1.63 [(DO)*?] (factor de amplificacién del filtro; Mitchell y iéfer, 1988;
Bricaud y Stramski, 1990)
\ = volumen en rde agua filtrada.

2.  El coeficiente de absorcion de detritus se calcatala siguiente ecuacion:

(23* DO, )
a(r) = A {—L”} 2)
(B V)
donde
as (M) = coeficiente espectral de absorcion detritidzidea los restos vegetales y

otras particulas sin clorofila (f
(ODmi(y) = densidad Optica corregida = RQ) — DOrso

Se realizan los mismos calculos que pag) apero utilizando las absorbancias del filtro despde
la extraccion con el metanol caliente.

3.  El coeficiente de absorcion del fitoplancton sewal con la siguiente ecuacion:

Bh(M)=a®)-a®) (3)
donde
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apn (L) = coeficiente espectral de absorcion de luz @ebitbs pigmentos del
fitoplancton (n).

Referencias
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Método 9. Determinacion de Materia Organica Disue# Coloreada
Laurencia Guzman y Ramén Varela

Introduccién

La materia organica disuelta coloreada (MODC 6 CDg@ivisus siglas en ingles) es producto de la
descomposicion de compuestos organicos, principairde origen vegetal, aportados por los rios y

la degradacion del fitoplancton en el mar. La MO&Cdefine como el material que pasa por un filtro
de 0,2 um y se cuantifica en unidades de absopetmlongitudes de onda especificas. El espectro de
absorcion de la MODC disminuye exponencialmentéaHaagitudes de onda mayores, con su
méximo de absorcién en el ultravioleta. Este prooeshto describe el método para determinar
MODC, utilizando un método espectrofotométrico eboual se calcula el coeficiente de absorcion

del material disuelt@ay), basandose en la definicion de Bricadl. (1981), Nelson y Siegel (2002)

y Nelsonetal. (2007).

Fundamentos del Método

La absorbancia de la MODC se mide en la regiduldevioleta y el azul empleando un
espectrofotometro. El coeficiente de absorciomukgierial disuelto se calcula a partir de estos
valores para la(s) longitud(es) de onda deseada(s).

Interferencias

1. Usar agua recién destilada para el blanco y alnaa@@mesguardo de la luz bajo
refrigeracion para prevenir alguna alteracion. lméo contaminado puede afectar el
coeficiente de absorcion de la MODC.

2. Lalinea base en las mediciones espectrofotomgtiiehe ser constante. Una linea base
fluctuante puede afectar el coeficiente de absomd&la MODC.

3.  Filtrar lentamente para evitar la rotura del filfycel paso de particulas a través del mismo)
0 que las células se rompan (lo que libera los corptes intracelulares).

4. Laexposicion de las muestras a la luz por peripdongados puede resultar en una
perdida de color lo cual afecta el coeficiente lokoecion de la MODC.

Materiales
Emplear guantes de polietileno en todo momento parapular los materiales y las muestras.

Filtros de jeringa de nylon, de 25 mm de diametfo2yum de tamafio de poro.
Jeringas plasticas de 60 mL sin émbolo.

Jeringa de vidrio de 60 mL, con aguja de aceroidaite de 10,2 cm de largo.
Celdas de cuarzo, 10-cm paso de luz, con tapasftEn.

Botellas de vidrio &mbar de 60 mL con tapa de Féflo

SARE I A o

Reactivos
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1.  Acido clorhidrico (HCI), concentracion de 37% y una densidad de 1,194 aitadir 227
mL de HCl en 773 mL de agua destilada cuidadosamelgintamente mientras se mezcla.
2.  Metanol (CHzOH), grado reactivo 6 mejor.

Equipo
1. Espectrofotbmetro para mediciones espectrales k@mcho de banda de 200 — 850 nm.

Captacion de Muestras
1. Pretratamiento del material de recoleccion.

a. Sumergir las botellas ambar, sus tapas y las @sieg una solucién de HCI al 10% por
una noche a temperatura ambiente y luego enjuagaaigua destilada.

2. Captacion de muestra.

a. Captar la muestra con una jeringa plastica utitivaguantes de polietileno. Antes de
captar la muestra, retirar el émbolo y lavar laga tres veces con la muestra.

b. Llenar la jeringa y conectar el filtro a la puntald jeringa. Filtrar la muestra
directamente dentro de la botella @mbar. Enjuaghbotella ambar 3 veces con la
muestra filtrada. Dejar un espacio de aire en tallaode aproximadamente 1 mL (1%
del volumen total de la botella) para permitir ¥p&nsién del agua al congelar.

c. Congelar la muestra a -20 °C.

Anélisis de Muestras

1. La adecuada preservacion de la muestra permitaqusma permanezca sin alterar

varios meses, siempre y cuando se mantenga coagelsgliardada de la luz.

Descongelar las muestras y permitir que alcancapdeatura ambiente.

3. Extraer la muestra de la botella utilizando unangz de vidrio con aguja metalica.

4. Retirar la aguja y colocar otro filtro de jeringa@,2 um. Filtrar directamente en la celda

enjuagando tres veces con la muestra. Llenar eissos de la celda sin que queden

burbujas. Limpiar y secar el exterior de la celdampletamente.

Preparar una celda con agua recién destilada ()larntemperatura ambiente.

Realizar la medicion espectral de la muestra (dlaswmia, Ay)) ajustando el

espectrofotometro con el blanco. Al finalizar, tagestras no pueden congelarse

nuevamente, pero si pueden permanecer refrigeesdsiss botellas ambar por no més de

3-4 dias.

7. Si es necesario corregir fluctuaciones de la lb@aes, sustraer de cada longitud de onda el
valor de absorbancia a 700 nm.

N

o

Céalculo y Expresién de Resultados
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El calculo del coeficiente de absorcion del matatisuelto (g) se realiza mediante la siguiente
expresion (Bricauétal., 1981):

ag(M)= 2.303 Ayy/L (1)
donde
Ay = absorbancia a una determinada longitud de andh (
L =longitud de la celda (0.1 m)

Referencias

Bricaud, A.; Morel, A.; Prieur, L. (1981). “Absoiph by dissolved organic matter of the sea
(yellow substance) in the UV and visible domainsinmnology and Oceanograph#6 (1): 43-
53.

Nelson, N.B.; Siegel, D. A. (2002). “Chromophori©B! in the open ocean”. En: Hansell, D.A.;
Carlson, C.A. (Eds.), Biogeochemistry of Marine alved Organic Matter. Academic Press,
San Diego, CA, pp. 509-546.

Nelson, N.B.; Siegel, D.A.; Carlson, C.A.; Swan, 8methie Jr., W.M.; Khatiwala, S. (2007).
“Hydrography of chromophoric dissolved organic raath the North Atlantic’Deep-Sea
ResearchPart |, 54: 710-731.
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Método 10. Determinacion de Carbono Orgénico y Nithgeno Total y Disuelto
Laura Lorenzoni

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detamsarbono organico total (COT), carbono
organico disuelto (COD), nitrogeno total (NT) yuk#to (NTD) en agua de mar. EI COT es el
contenido total de carbono en agua de mar encanénadbs compuestos organicos no volatiles. El
COD es la fraccion del COT que pasa a través didttmncon didmetro de poro de 0,7 umy ala
cual se le elimina el carbono inorganico por awddion y aireacion. NT es la suma de todas las
formas de nitrdgeno (inorganico y organico), y NaPla fraccion disuelta del nitrégeno total en
agua de mar, definida de la misma manera que el. &3fa determinacion utiliza un método de
combustién catalitica. Los resultados se expresameol L* de carbono (nitrégeno). El rango de
concentracion detectable por este método es ent#0 pmol [* de carbono orgéanico disuelto y 0
— 50 umol [* de nitrégeno total disuelto. El método que a corEtion se describe es tomado de
Dicksonetal. (2007).

Fundamentos del Método

El método para COT y COD se basa en la oxidacitah de los compuestos organicos no volatiles
a CQ a través de una combustion catalitica a 680 °Gnlestra de agua de mar, filtrada para COD
y sin filtrar para COT, se acidifica y airea corigeno antes de la combustion. La muestra se
introduce en una columna de combustion empacadpemuefias esferas de alimina cubiertas con
platino las cuales se mantienen a 680 °C. La canhtileé CQ producido durante este proceso se
mide mediante un Detector de Infrarrojo No-Dispar§DIND). Para el analisis de NTD, la

muestra se calcina para convertir los compuesta®ldtiles de nitrdgeno en NO, el cual forma
quimioluminiscencia cuando se mezcla con ozonouéd se mide con un fotomultiplicador.

Interferencias

1. El carbono inorgénico presente en la muestra peduoa interferencia positiva la cual se
elimina al acidificar y airear con oxigeno antesadeombustion.

2. Lacontaminacion de la muestra puede ocurrir faamil@ a través del aire, el contacto con
los dedos 6 al tocar la espita de la botella Niskinusar guantes. Es necesario tener
mucho cuidado durante la captacién, manejo, filhrag almacenamiento de la muestra de
manera de prevenir la contaminacion. Algunas p@oagas son:

a. Realizar la captacién de muestra usando guantpslidgtileno tanto cuando se extraen
las muestras previas a la captaciéon de COT y CQDgéses) como durante la
captacion de las muestras de COT y COD.

b. Durante la captacion, usar Unicamente manguersagictna ya que cualquier otro tipo,
como Tygof, representan una fuente de contaminacion.

c. Evitar el contacto del portafiltro 6 de la espitld botella Niskin con la botella de
polietileno que se emplea en la captacion.

d. Evitar en todo momento el contacto con grasa.

54



e. Almacenar la muestra en congeladores donde noadeguni se hayan guardado

previamente solventes 6 material organico.

3. Debido a la manipulacion, el proceso de filtragiiede ser una fuente de contaminacion.
En muestras con un contenido bajo de carbono amgé@ni particulas (< 1 pmol'), es
preferible no filtrar las muestras; sin embargdilleacion es necesaria en muestras con un
contenido elevado de particulas (ej.: aguas altsarmnductivas). En la Fosa de Cariaco,
las muestras se filtran hasta los 250 m (ver Tal3dMétodo 1 para las profundidades de
captacién) debido al elevado contenido de partsogee se encuentran en las aguas
superficiales, asi como a nivel de la interfaseddas®e acumulan las bacterias.

Materiales

1. Filtros Whatman GF/F, de 47 mm, calcinados durang&tro horas a 450 °C y guardados
en capsulas de vidrio cerradas.

2. Mangueras de silicona y unidades de filtracionieed de policarbonato para filtros de 47
mm lavados con HCL al 10% y enjuagados tres vemesgua destilada.

3. Botellas de polietileno de alta densidad (HDPE)nfkOde capacidad, las cuales se
sumergen en HCl al 10% por cuatro horas y se eajutags veces con agua destilada.
Secar boca abajo sobre una superficie limpia.

Reactivos

1. Gas oxigeno de alta pureza, 99,995 % de pureza.

2. Catalizador de la columna de combustiénColumna empacada con esferas de alimina
de 2 mm recubiertas con platino (Shimadzu P/N ®804-01) mantenidas a 680°C.

3. Gasa de platino Gasa de alambre de platino puro (malla 52 tejmaalambres de 0,1
mm de didmetro), moldeada en cubos (~ 0,5 cm d¥.l&ek tres a cinco cubos se colocan
en la parte superior de la columna de combustion.

4.  Material de referencia por consenso (MRC)Agua profunda del Mar de los
Sargazos/Estrecho de Florida (44-46 uM COD), digper®n ampollas de 10 mL del
Departmento de Quimica Marina y Atmosférica de maversidad de Miami,

RSMAS/MAC (http://www.rsmas.miami.edu/groups/biogeem/CRM).

5. Agua Baja en Carbono(ABC). Agua con una concentracién de carbono entre h@
L, la cual se obtiene tambien del RSMAS/MAC.

6. Acido clorhidrico (HCI al 10%).

7. Acido clorhidrico. Grado analitico de metal traza.

8. Ftalato acido de potasio (gHs04K). Preparar de acuerdo a la concentracién de carbono
presente en la muestra

9. Nitrato de potasio (KNOs).

10. Agua Milli-Q ©.

Equipo
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1. Analizador de carbono organico Shimadzu TOg\con automuestreador ASI-V y
detector de nitrégeno total TNM-1 (6 equivalenignto el detector de carbono como el de
nitrégeno funcionan en forma independiente. En dasatilizar otro tipo de instrumento
producido por otro fabricante, se debe evaluap$ioecion en muestras de agua de mar.

Captacion de Muestras

1. Las muestras se toman después de los gases yRliptéro se extrae la muestra de COT
(NT), seguida por la de COD (NTD).

2. Para COT, la muestra se colecta directamente elpita de la botella Niskin. Lavar la
botella de HDPE tres veces con agua de la mue$iZnay hasta % el volumen de la
botella, congelar en posicion vertical.

3. Para extraer la muestra de COD se conecta unadudédfltracién en linea a la espita de
la botella Niskin utilizando una manguera flexibdke silicona y se filtra la muestra a través
de un filtro de fibra de vidrio calcinado colocatkntro de la unidad. Permitir que el agua
fluya por dos minutos a través de la unidad deafilbn y el filtro. Lavar la botella de
HDPE tres veces con la muestra y llenar hastavidleien de la botella. Congelar en
posicion vertical.

4.  Entre cada lance, desarmar las unidades de fétrgcsumergir en HCl al 10 %. Lavar
varias veces con agua destilada antes de volvenar para la siguiente filtracion.

Andlisis de Muestras
1. Pre-tratamiento de la muestra
a. Permitir que las muestras alcancen temperaturacsutebi
b. Reducir el pH a < 2 acidificando la muestra con E&@licentrado grado metal traza en
un volumen aproximado a 0,1 % del volumen totahdestra.

2. Andlisis

a. Las condiciones del analizador para carbono orgésua las siguientes:

Temperatura de combustion 680°C

Gas transportador Oxigeno de alta pureza
Velocidad de flujo del gas 150 mL rifin

Generador de ozono, gas cero Aire desde el Gayrévddatman de gas
Velocidad de flujo del ozono 500 mL rffin

Tiempo de aireacion de la muestra 2,0 min

Numero minimo de inyecciones 3

Numero maximo de inyecciones 5

Numero de lavados 2

Desviacion estandar maxima 0,1

CV maximo 2%

Volumen de inyeccion 100 pL
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b. El sistema se calibra para COT (COD) usando un&&wl de ftalato acido de potasio

(para N®T y NTD se utiliza nitrato de potasio). Amlsaluciones se preparan en agua
Milli-Q ~.

La operacion del equipo se verifica antes del aisalitilizando material de referencia
(MRC). El agua baja en carbono (ABC) también sizatpara verificar el
funcionamiento del aparato.

Colocar las muestras en un automuestreador panaadigis. La corrida del analisis
comienza con un blanco de agua Milf-Qun MRC, seguido de seis muestras, otro
blanco de agua Milli-®y un MRC. La secuencia se repite hasta analizisttas
muestras. El andlisis termina con el blanco de &jliaQ ® un MRC y un blanco de
agua Milli-Q® no acidificado. Este Gltimo blanco permite vesfisi el acido
clorhidrico utilizado para acidificar las muestpaissenta alguna evidencia de
contaminacion. Los blancos de agua Milf-@el MRC se usan para evaluar el
desempefio del instrumento durante el analisie 8etecta un problema, analizar las
muestras nuevamente.

Céalculos y Expresion de Resultados

1.

Calculo de COT 6 CODCalibrar el equipo Shimadzu TOGY, para carbono usando un
analisis de 4 a 5 inyecciones de una solucién @atate ftalato acido de potasio preparada
con agua Milli-@. El instrumento determina la concentracién enasapbr millén (ppm).

La siguiente formula se emplea para calcular lzentmacion en pmolt.de carbono
corregida con el blanco del instrumento:

COT (COD) = [(Muestrgypm)— ABCppm) X 83,33333)] + Valor ABC (uM) (1)
donde
Muestra = concentracidon determinada por el anadizpdra la muestra.
ABC = concentracion determinada por el analizadoa gl agua baja en carbono.

83,33333 = factor de conversién de ppm a pniol L

Cuando se substrae de la muestra la concentragiéardono del ABC (ppm) al comienzo
de la formula se eliminan tanto el blanco instrutalecomo el contenido de carbono del
ABC; por lo tanto, el contenido de carbono del A& Cafiade de nuevo (término al final de
la ecuacién) para calcular la concentracion caardetla muestra.

Calculo de NT y NTDEl instrumento se calibra usando un método siralldel carbono.
La solucién estandar que se emplea es nitrato @sipgreparada con agua Milli2QE|
instrumento se calibra en ppm y la conversién aljiie@s la siguiente:

NTD = Muestrappm)X 71,43 (2)
donde
Muestra = concentracion de nitrégeno determinadalp@analizador para la muestra.
71,43 = factor de conversién de ppm a pmidl L
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No existe un blanco instrumental para el sistemaitdégeno. El nitrdgeno organico
disuelto (NOD) se calcula al restar el nitrogerargé@nico (NQ, NOs, NH",) al NTD
determinado por el analizador.

Referencias

Dickson, A.G.; Sabine, C.L.; Christian, J(Editores). (2007). Guide to Best Practices forddce
Measurements. PICES Special Publication 3, 191 pgs.
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Método 11. Determinacion de Carbono y Nitrégeno eRarticulas
Eric Tappa

Introduccién

Este procedimiento describe el método para detamearbono y nitrégeno en particulas (CP y NP)
en agua de mar. La materia organica presenteagualde mar se puede encontrar tanto en forma
disuelta como en particulas. Por lo tanto, el CP) (@& la cantidad total de carbono (nitrégeno) en
agua de mar que no pasa a través de un filtronalefta de poro conocido (0,7 um). El método
cuantifica la cantidad de carbono (nitrdgeno) tetddre el filtro utilizando un analizador elemental
el cual utiliza combustion seca en un ambiente deroxigeno/helio durante el cual el carbono
(nitr6geno) se reduce a G@as N). En las muestras de la Fosa de Cariaco, la mdobrganica

en particulas no es significativa; por lo tantoaseme que el material retenido por el filtro esta
constituido mayoritariamente por materia orgariice. resultados se expresan en figle carbono
(nitrégeno). El rango de concentracion del métalergre 5 y 500 pgtde carbono y 0,5 — 100 pg
L de nitrégeno. El método que a continuacién seritesesta tomado de Sharp (1974).

Fundamentos del Método

El método se basa en la combustion seca (960 €Qautitativa de las sustancias organicas e
inorganicas presentes en la muestra en un amigardgede helio al cual se le agrega oxigeno como
catalizador. Los gases resultantes de la combustidrarrastrados por gas helio hacia una columna
de cromatografia donde se separan y se cuantgimamedio de un detector de conductividad
termal.

Interferencias

1. Siel objetivo es establecer la concentracion ddiano organico en particulas, la fraccion
de carbono inorganico presente en la muestra seal@hinar (carbonatos y bicarbonatos).
El proceso de remocidn se realiza exponiendo livsgique contienen la muestra a
vapores de acido clorhidrico concentrado (Schybiielsen, 2000) en un desecador
durante 24 horas. Colocar un recipiente abiertoet@cido en el compartimiento inferior
del desecador. Luego, secar los filtros a 65 °C@dnoras, doblar y colocar en discos de
estafio, y almacenar en un desecador hasta el nmaerdanalisis.

2. Lapresencia de material organico 6 aceites sdlfile@ discos y placas de Petri pueden
contaminar la muestra. Calcinar los filtros quea® a usar y lavar con metanol todos los
materiales que se utilizan para almacenar y maam@ffiltro. Usar guantes de polietileno
en todo momento mientras se manipulan los fillasdiscos de estafio y las placas de
Petri.

Materiales

1. Filtros de fibra de vidrio, Whatman GF/F, 25 mmdiemetro. Calcinar los filtros durante
cuatro horas a 450 °C, sumergir en HCI al 10 %4pdrhoras y posteriormente en agua
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destilada por dos horas. Colocar los filtros enestafa a 70 °C por una noche y guardar
en placas de Petri.

2. Placas de Petri pequefias de plastico, de poliestmastal. Sumergir en metanol y colocar
en un desecador por una hora. Poner un trozo d# geypesar en cada placa.
3. Botellas plasticas oscuras de 2 L.
4. Pinzas calcinadas y lavadas con metanol.
5. Discos de estafio para los filtros (30 mm de didmgtcapsulas de estafio para los
estandares (8 x 5 mm). Lavar con metanol y colenarna estufa a 60 °C por una hora.
6. Desecador.
7.  Tubos de Tefl6R.
8. Embudos para filtros de 25 mm y de 200 mL de calaaci
Equipos
1. Analizador Elemental Perkin EImer 2400 CHN, eliinstento PE2400 tiene upaecision
para carbono de 0,2% y para nitrdgeno de 0,1%.
2.  Microbalanza con una precision de 0,001 g.
3. Estufa (103 — 105 °C).
4.  Unidad de filtracion y bomba de vacio para la taleanuestras.
Reactivos
1. Gas helio Ultra alta pureza.
2. Gas oxigenoUltra alta pureza.
3. Cistina. Calidad reactivo (29,99%C y 11,66%N)

Captacion de Muestras

1.

2.

Recolectar las muestras en botellas plasticasasdar 2 L, lavando tres veces las mismas
con el agua de la botella Niskin antes de llenar.

Filtrar a través de filtros Whatman GF/F calcinad@sotar el volumen filtrado. El

volumen que se necesita filtrar depende de ladzahtie particulas en el agua lo cual se
indica por el grado de saturacion del filtro. Enagycosteras, un volumen medio de 2 L es
suficiente. Si las aguas presentan una concentraeigparticulas mayor, reducir el
volumen hasta no mas de 0,25 L. En aguas oce&gaasjuiere un mayor volumen (~ 4

L).

Guardar los filtros sin doblar en placas de Pe&viamente lavadas con metanol, rotular y
congelar. Guardar tres filtros sin usar como blarmwr cada lance donde se recolecten
muestras para CP (NP).

Anédlisis de Muestra

1.

Pretratamiento de las muestras
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2.

Colocar cada placa de Petri destapada con sudiltrana estufa a 60 °C por 12 horas
para descongelar y secar el filtro.

Colocar el filtro sobre un disco de estafio conlgstra hacia abajo, enrollar y doblar
los extremos utilizando dos pinzas calcinadas.

Analisis

Colocar el filtro y el disco de estafio en un tubdreflérf y comprimir con una varilla
de Teflor?.

Las muestras se introducen a través de un autoreaést en un Analizador Elemental
PE2400 siguiendo las indicaciones del fabricante.

Andlisis de las Soluciones Estandares y Blancos

1.

Los blancos (filtros sin usar) se analizan parardgnar los niveles de linea base de C y N.
Colocar los blancos en discos de estafio, enrotlablar igual que las muestras. Realizar
el andlisis de los mismos segun el procedimientosguespecifica en la seccimalisis

de Muestra

El PE 2400 se calibra usando cristales de Cistinaocestandar. Pesar la cistina (entre 0,5
— 2 mg) en una cépsula de estafio previamente |l@esdiametanol. Doblar la capsula y
analizar segun el procedimiento que se especifit¢a gecciorAnalisis de Muestra

Analizar tres estandares de cistina por cada lance.

En la estacion CARIACO se efectian dos lances @aestar las muestras de la columna
de agua, donde se captan 19 muestras para eisdali€P (NP); por lo tanto, se analizan
seis estandares y seis blancos lo que suma 2Siar&litotal durante la corrida del
analizador. Los dos lances conforman el perfil detopde la columna de agua.

Céalculo y Expresién de Resultados

Los factores de calibracién para carbono (Kc) gogieno (Kn) se determinan (en términos de pg de
C y N) usando la siguiente formula:

(A-B)
(C*D)

K Factofc ¢ ny = Q)
donde

A = conteos muestra.

B = conteos blanco.

C = peso de la muestra.

D = peso (%) tedrico del estandar.

Con cada uno de los factores K se determinan losegade carbono 6 nitrégeno en la muestra
usando la siguiente ecuacion:
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ngltcony=— A7B

= 2
(FactoK oy * V) @

donde
V =volumen del agua filtrada, en litros.

Referencias
Schubert, C.J.; Nielsen, B. (2000). “Effects ofatbonation treatments on°@ values in marine
sediments”Marine Chemistry72: 55-59.

Sharp, J.H. (1974). “Improved analysis for “park&ta” organic carbon and nitrogen from
seawater’Limnology and Oceanograph$9:984-989.
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Método 12. Determinacion de Nutrientes Utilizando Adlisis de Flujo Continuo (AFC)
Kent Fanning, Robert Masserini y Laura Lorenzoni

Introduccién

El siguiente método describe la metodologia ded.busordon, Joe C. Jennings, Jr., Andrew A.
Ross y James M. Krest — “A Suggested Protocol tmti@uous Flow Automated Analysis of
Seawater Nutrients” (del WOCE Hydrographic Progsaeh Joint Global Ocean Fluxes Study,
Gordonetal., 2000) revisado por Andrew Ross en agost@@@0 y modificado subsecuentemente
por Kent Fanning y Robert Masserini del LaboratoléoAnalisis de Nutrientes de la Universidad
del Sur de la Florida. Los métodos y los diagradeaiujo de las configuraciones que se presentan
son adecuados para evaluar nutrientes tales cafaidpamonio, nitrato, nitrito y &cido silicico.

Fundamentos del Método

El andlisis de flujo continuo (AFC) es un métodtoaatizado de analisis de nutrientes en el cual
se utiliza un Technicon Autoanalyzer Il o sistergaiealente, equipado con una bomba peristéltica
de varios canales. EI AFC disminuye el error témnéd tratar las muestras y los estandares de
manera similar mejorando la precisién en la adidiéos reactivos. La introduccion de burbujas de
aire en el flujo (flujo segmentado) reduce la iateién de muestras adyacentes y mejora la
incorporacion de los reactivos con el flujo de laestra. El flujo segmentado pasa a través de un
sistema de serpentinas de vidrio donde la mezcdaead_a mezcla reactivo-muestra reacciona
guimicamente para producir un compuesto coloreaga absorcion de luz es aproximadamente
proporcional a la concentracion del nutriente emlgstra. Dicha absorcién se mide a través de un
colorimetro situado al final del sistema de flupmtinuo.

Advertencias Analiticas

1. Fluctuaciones en la temperatura del laboratorialeneausar interferencias en la cinética
de la reacciéon que genera el color de la muessta. fitoblema se observa en los analisis
de acido silicico. Una temperatura demasiado efevadduce a la degasificacion del
fluido, causando interferencia en el flujo segmeéota

2. No es recomendable mantener los nutrientes coragefaat un periodo prolongado, dado
gue se degradan. Muestras de acido silicico nelsendcongelar.

3.  Filtrar las muestras antes de congelar debido dagugarticulas en suspension pueden
alterar la medicion.

4. No es aconsejable el uso de agua desionizadaipagaldase del sistema 0 como agua de
‘lavado’ entre muestras y estandares. Esta agsal@secomendable para establecer el
cero analitico. El agua utilizada en el sistemadeher la misma salinidad de la muestra
para no alterar el indice de refraccion ni intradugdo dentro del sistema de andlisis.

5. Mantener constante la presion hidraulica a lo lalgjcsistema de flujo para evitar sefales
falsas.

6. Al preparar estandares analiticos en recipientgdédtico (polipropileno, etc.), calibrar los
frascos gravimétricamente a una temperatura caestgnque la temperatura afecta su
volumen interno.
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7.

Excluir las burbujas de la columna de Cadmio-Cdbodumna Cd-Cu).

Materiales de Campo

=

Filtros de membrana Nucleopore Track-Etch, 47 mequvalente.

Unidad de filtracion y bomba de vacio. Utilizar fadittros de policarbonato, remojar en
HCI al 5% por 1-2 horas y enjuagar con agua déstila

Botellas de polietileno (250 mL) para captaciéreyHDPE (polietileno de alta densidad,
30 mL) para almacenar la muestra. Ambos tipos tielase remojan en HCI al 10% por
12 horas y se enjuagan varias veces con aguaadeestil

Materiales de Laboratorio

1.
2.

Equipo
1.
2
3.

4.

Frascos de vidrio calibrados gravimétricamentddadINIST Clase A o equivalente).
Pipetas (Eppendorf Maxipettor, Lab Industries SeaddREPIPET u otra de precision
equivalente de 0.1%).

Technicon Autoanalizer Il (abreviado AA-1l) o AstaiPacific International analyzer
(antiguamente Alpkem) RFA-300 o RFA-2.

Bomba peristéltica.

Paquete analitico, el cual esta constituido poatzesorios de inyeccidn, serpentinas de
mezcla helicoidales y bafios de calefaccion.

Estructuracion del sistem&8eguir las indicaciones de Gordetral. (2000) (Figura 12.1).

Captacion de Muestras

1.

El interior de las botellas Niskin y las valvulasbén estar libre de cualquier residuo
inorganico u organico, asi como de cualquier s@maoorrosion. Reemplazar los
componentes oxidados y limpiar el interior de latellas con HCI 8 M en caso de que se
observen manchas de 6xidos.

Captar la muestra en una botella de polietilen@5femL. Enjuagar la botella tres veces
con la muestra y llenar hasta % de su volumenrdoieuidado de no tocar con los dedos
la tapa o la abertura de la botella ya que laddmudhctilares contaminan con fosfatos la
muestra.

Filtrar la muestra a través de un filtro nucleopdirectamente en una botella HDPE lavada
previamente tres veces con agua filtrada. Cambféire cada cuatro muestras.

Llenar hasta % el volumen de la botella, secapga ton una servilleta que no libere fibras
y tapar firmemente. Congelar inmediatamente a €6rf posicion vertical en una gradilla
para no permitir que la botella se voltee. Durahfgroceso de congelacion se produce una
salmuera la cual se pierde si la botella no seddpauadamente lo que puede causar
errores realmente importantes.

Antes del analisis, descongelar las muestras enghdean bafio de agua por un periodo de
15 minutos. Mezclar antes de abrir la tapa pararg@ar una muestra homogénea.
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6. Las muestras para silicatos se filtran pero namsga&lan. Almacenar a 4 °C en posicion
vertical en una gradilla para evitar que se volteen

Preparacion de Agua Desionizada, Agua de Mar BajaneNutrientes y Soluciones Estandars
Agua desionizada (ADIly Agua de Mar Baja en Nutrientes (AMBN)

Segquir las indicaciones de Gordeiral. (2000) para el ADI y el AMBN que se usan en la
preparacion de reactivos, soluciones estandardsaygb cero analitico.

Soluciones Estandar

Los calculos de concentraciones molares propordasian este texto provienen de las tablas
compiladas por Weast al. (1985, pp. D-232 y D-262). Anotar la fechagydhde la preparacion
de los reactivos asi como cuando se comienzatizauti

Las soluciones estandar utilizadas durante elsig&lon de tres tipos: A, By C.

» Estandar A Solucién patrén a partir de la cual se prepavarestandares B y C; por lo
tanto, es fundamental utilizar reactivos de caligaalitica

« Estandar B Solucién que contiene alicuotas del estandar A.

» Estandar C Solucién de trabajo que se utiliza directamentel@AFC para calibracion
(preparada con AMBN Yy alicuotas del estandar Bpréparan tres estandares C con
concentraciones diferentes.

Preparar dos estandares A y medir ambos en el AA-flico de absorbancia de ambos
estandares debe ser idéntico; de lo contrario paepa tercer estandar A, y asi sucesivamente
hasta que dos estandares coincidan.

Moler cuidadosamente en un mortero los reactivdsmna de cristal. Secar el polvo fino
resultante en una estufa a 105°C por 48 horasogaokn un desecador bajo vacio con BaO 6
MgSQ, por otras 48 horas. Permitir que los reactivoaralen temperatura ambiente antes de
pesar.

a. Estandar A para fosfato y nitrat¢2.500 uM HPQ?y 37.500 uM N@). Pesar 0,3402
g de fosfato diacido de potasio anhidro @gRi@y, Fisher Scientific no. P382-500) y
3,7912 g de nitrato de potasio (Kh®isher Scientific no. P383-500). Transferir a dos
matraces volumeétrico de 1000 mL (uno para caddivedcDisolver en ADI y diluir
hasta el aforo.

b. Estandar A para nitrito(2.000 uM NQ)). Pesar 0,1380 g de nitrito de sodio (NaNO
Fisher Scientific no. S347-500) con un grado depai97-98% y transferir a un matraz
volumétrico de 1000 mL. Disolver en ADI y diluir$ta el aforo.

c. Estandar A para amoni@30.000 pM NH;"). Pesar 1,6037 g de cloruro de amonio
(NH4CI, 99% pureza, Sigma Aldrich no. 32,637-2) y tfarisa un matraz volumeétrico
de 1000 mL. Disolver en ADI y diluir hasta el aforo
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d. Estandar A para &cido silicic¢20.000 uM SiOH):

i. Transferir 2 g de Si©de alta pureza a un crisol de platino y colocaresan mechero
por 5 minutos. Colocar el crisol en un desecadmenmitir que enfrie.

ii. Pesar 0,6008 g del SiGeco y colocar en el crisol de platino.

iii. Pesar 4 g de carbonato de sodio,(N3) y colocar sobre &iO, (Figura 12.2A).

iv. Tapar el crisol y colocar sobre el mechero a umiingpmo indica la Figura 12.2B.

v. Mantenerse alejado de la llama azul, y calentaahas un crujido; retirar el mechero.
Volver a colocar el mechero y volver a calentatdag el crujido nuevamente.
Repetir esta operacion hasta que no se repitajel@rUna vez llegado a este punto,
calentar por 20 minutos mas.

vi. Retirar el mechero y dejar enfriar.

vii.  Transferir (usando una espatula y ADI) el discaitieefundida a un vaso de
precipitado de teflén. Permitir que se disuelvao(ésma de 30 a 45 minutos).

viii.  Transferir la solucién de silice a un frasco voltnmé de 500 mL y aforar con ADI.
Realizar este procedimiento rdpidamente de mareeaithr contaminacion por parte
del vidrio. Si requiere mas de 500 mL, prepararsidgciones de 500 mL y combinar.

ix. Llevar el pH de la solucion a 9,5 utilizando HCL&Po.

X. Almacenar en un recipiente de polietileno (nuncaideo) a temperatura ambiente.
Nunca refrigerar, ya que puede ocurrir precipita@on el cambio de temperatura.

e. Estandar B para fosfato y nitrat¢75 pM HPO,? y 375 pM NQ@). Transferir 30 mL
del estandar A de fosfato y 10 mL del estandar Aittato a diferentes matraces
volumétrico de 1000 mL. Diluir hasta el aforo coDIA

f. Estandar B para acido silicic¢2.000 uM SiOH). Transferir 100 mL del estdndar A de
acido silicico a un matraz volumétrico de 1000 miluir hasta el aforo con ADI.

g. NO ES NECESARIO PREPARAR UN ESTANDAR B PARA AMONIDRITO, YA
QUE EL ESTANDAR A DE AMBOS SE ENCUENTRA EN CONCENTBRES
SUFICIENTEMENTE DILUIDAS.

h. Soluciones de trabajo estandar. Ereparar tres soluciones del estandar C con
concentraciones diferentes para cada nutrienteanaéizado (C1 — C4, siendo C4 la
mas concentrada y C1 el blanco de AMBN). La TaBl4 indica el volumen necesario
del estdndar B (0 A en el caso de amonio y nitgte se debe transferir a un matraz
volumétrico de 250 mL para generar los estandardésaflajo C2-C4. Los estandares A
y B se diluyen con AMBN en diferentes proporciopasa generar los estandares de
trabajo. Las diluciones proporcionadas en esterdeato son las adecuadas para aguas
de surgencia con cierto nivel de anoxia. Para gigiemas es necesario ajustar las
diluciones de acuerdo al rango de concentracidagdrutrientes.

i.  Agentes surfactantedDodecilsulfato sédico de alta pureza Z8H,)1:0SG;Na) se
usa para el método del &cido silicico y fosfatBrij+35 para el andlisis de nitrato +
nitrito.

Anédlisis de Nutrientes
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La siguiente seccidn detalla la metodologia emplgeda el andlisis de nutrientes empleando un
AA-Il. Mantener un patron regular de burbujas liampdo los canales de flujo diariamente con una
solucién de 1,2 M HCI (HCI al 10%). Emplear ADI panjuagar todos los tubos. Ocasionalmente,
lavar con 2,5 M NaOH. Purgar todos los reactivesdudel sistema, para que no precipiten con los
acidos o bases usados para el lavado. Si el pdgrébnrbujas se interrumpe, lavar todo el sistema 'y
no tratar de reiniciarlo inmediatamente. La boméaspéltica y la barra segmentadora (“air bar”)
son los encargados de generar el flujo segmentado.

Fosfato

Este procedimiento describe el método para lamétecion de fosfato en agua de mar
utilizando una modificacién del procedimiento derBerdt y Wilhelms (1967). Los
resultados se expresan en umodl(b pM) de HP@". Los diagramas de flujo para el AA-II
se encuentran en la Figura 12.3. Para este sistemidizan celdas de flujo de 5cmy
fototubos S1 de alto rango. Este método tiene espuesta lineal de hasta 5,0 uM HPO

Fundamentos del Método

Los iones de ortofosfatos disueltosd, HPQ? y PQ:*) en una muestra de agua de mar
reaccionan con el molibdato de amonio en un medaodara formar un compuesto
complejo conocido como acido molibdofosférico. Estenplejo se reduce al afiadir sulfato
de hidracina obteniéndose una solucién de un ealgrintenso. El flujo de la muestra en el
autoanalizador se calienta para acelerar la reaccio

Reactivos
Segquir las instrucciones de Gordetral. (2000) para la preparaciéon de los reactivos.
Nitrato + nitrito

Este procedimiento describe el método para lamé@teacion de nitrato + nitrito en agua de
mar utilizando una modificacién del procedimieneoAtmstrongetal. (1967). Los
resultados se expresan en uM desNKONO,. Los diagramas de flujo para este analisis se
encuentran en la Figura 12.4.

Fundamentos del Método

El nitrato presente en la muestra se reduce a @megrito cuando la muestra pasa a través
de una columna de Cd-Cu en forma casi cuantit&ti@b%). Estos iones de nitrito
representan el nitrato reducido més los ionestriéondriginales. Estos iones reaccionan en
un medio &cido con dos aminas arométicas (sulfardiay clorhidrato N-1-naftil
etiléndiamina) para formar un compuesto azo dercojo. La diferencia entre la
concentraciéon de nitrito de una muestra reducidadg una muestra sin reducir representa
la concentracion de nitrato presente en la muestra.
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Reactivos

Sequir las instrucciones de Gordetral. (2000) para preparar los reactivos y la colame
Cd-Cu. La Figura 12.5 muestra la columna de Cdd&acw@ada para un AA-Il donde:

1 = tubo de Tefl6f (diametro interno 1mm) 5 = tapon de lana de widri

2 = tubo Tygofi 6 = granulos de Cd-Cu

3 = conexion Technicon N-6 7 = Tubo de vidrio (déro externo
4 = tubo Tygofi (1/4") ~1/4”, 3" largo)

Nitrito

Este andlisis se realiza en otro canal utilizaridoéodo descrito para nitrato + nitrito pero
sin emplear la columna de reduccion ni la soludémmidazol. La Figura 12.6 muestra el
diagrama de flujo del sistema de nitrito. Los re@st necesarios para este analisis son los
mismos descritos para el analisis de nitratos ebsibilidad de este analisis es
aproximadamente de 0,056 AWM. Los resultados se expresan en uM de' NO

Acido silicico

Este procedimiento describe el método para lamé@tacion de acido silicico en agua de
mar utilizando el procedimiento de Armstragtgal. (1967) adaptado por Atlasal. (1971).

La Figura 12.7 muestra el diagrama de flujo pasastééma de &cido silicico. Este método es
suficientemente sensible para medir acido siliet@agua oceanica (aguas ‘azules’). Los
resultados se expresanigvl de Si (OH)

Fundamentos del Método

Al agregar acido molibdico a la muestra se formaampuesto complejo llamado acigto
silicomolibdico debido a la reaccion entre el raacte molibdato de amonio en un medio
acido y el &cido silicico que contiene la muegitafiadir cloruro de estafo, este complejo
se reduce formandose una solucion de color azslfluetuaciones de temperatura afectan el
desarrollo del color; por lo tanto, proteger lgsatina de vidrio de corrientes de aire y
controlar la temperatura en la serpentina durdraaaisis (Knagetal., 1997).

Reactivos

Segquir las instrucciones de Gordetral. (2000) para la preparacion de los reactivos.

Amonio

De acuerdo a Gordaat al. (2000), la determinacion de amonio que seeptesfiue
modificada a partir del método ALPKEM RFA, tomado“ethods for Chemical Analysis
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of Water and Wastes”, marzo 1984, EPA-600/4-79-08@rogen Ammonia", Method

350.1 (Colorimetric, Automated Phenate). El diagrata flujo para este método se muestra
en la Figura 12.8. El AA-II utiliza una celda dajél de 50 mm, filtros de interferencia de
640 nm y fototubos Technicon S-10. Este métodobexhina respuesta lineal hasta por lo
menos GM. La sensibilidad analitica es 0,022 AlM_amonio.

Fundamentos del Método

El amonio presente en la muestra reacciona con &ealino en un medio bésico en
presencia de hipoclorito de sodio que actia coreatagxidante para formar el complejo
indofenol azul. Debido al pH alto, un agente acajapite se utiliza para remover el exceso
de iones de magnesio que se forman durante laidedos cuales interfieren en el andlisis.

Reactivos
Segquir las instrucciones de Gordetral. (2000) para la preparacién de los reactivos.
Andlisis de Muestras

A continuacién se resumen los pasos para realimcaorrida de andlisis de muestras de agua de
mar a través del sistema de AFC.

1. Encendido del equipo y establecimiento de la litese

a. Reuvisar los niveles de ADI y soluciones de lavadl(y surfactantes) en las botellas y
llenar aquellas que lo requieran.

b. Iniciar el bombeo y purgar el sistema por lo mgnms10 minutos. Cuanto mayor
tiempo dure el lavado y la purga mejor seran lasdas.

c. Mientras se realiza la purga del sistema, revisanlamen de todos los reactivos,
completando aquellos que lo requieran y prepatacemes de trabajo nuevas, si es
necesario.

d. Asegurar el flujo constante de aire y la presedeiurbujas en el sistema de flujo. Esto
garantiza la purga adecuada del aire fuera deinsast

e. Unavez finalizada la purga, revisar las escalasttaje (cero y maximo, 5V FS) en el
equipo y ajustar estos extremos segin como convenga

f.  Afadir los reactivos colocando los tubos de readfie sus botellas de lavado en sus
botellas de reactivo correspondientes.

NOTA. En el canal del &cido silicico es necesario espgmr lo menos 5 minutos antes de
afadir el SnGldespués de agregar el acido tartarico y el molibda adicion
prematura del Sngpuede conducir en la formacion de un precipitatlo ascuro en
las paredes de tubos y serpentinas. Si esto opumgar el sistema con NaOH para
disolver y remover el precipitado.

g. Esimportante asegurar la purga de todo el sistemaolucion amortiguadora
(Imidazol) antes de introducir la columna de Cd-Gsualmente esta solucion recorre el
sistema de 3 a 5 minutos después que empieza éldoom
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h. Cuando los reactivos llegan a los colorimetrosbseiwvan cambios en la linea base del
detector. En este punto, anotar la diferencia (etades de grafico) entre la linea base
original, usando ADI, y la nueva linea base usdodoeactivos. Esta diferencia debe
ser consistente dia tras dia, y es un buen mecamara revisar el correcto
funcionamiento del sistema (lo contrario indicaedieto de los reactivos o
descalibracion de los colorimetros).

i. Permitir que el instrumento registre la nueva libase por 10-20 unidades de grafico
hasta obtener una linea base estable donde senpalestzrvar cambios irregulares. Si la
linea base tiene ruido, revisar que no haya buskatgscadas dentro del sistema.
Usualmente si se pellizca el tubo de flujo de satid la celda dentro del colorimetro
por varios segundos soluciona el problema.

j. Silalinea base no presenta ruido, iniciar laidarde las muestras. Colocar el tubo de
lavado (que llena el automuestreador) en AMBN. @lasee| detector y esperar por el
cambio de sefal que indique que el AMBN esta fldgapor el sistema y alcanzado los
colorimetros (alrededor de 20 minutos).

NOTA. Es importante identificar debidamente las bosatlarrespondientes a cada estandar de
trabajo y al ADI, para evitar confusiones al moroeae la corrida.

2. Corrida de las muestras

a. Usualmente se corren los estandares de trabaj yetdre las muestras. La corrida de
estandares/muestras consiste en:

Una corrida con el estdndar de trabajo C4.

Dos corridas con el estandar C1 (AMBN).

Tres corridas con el estandar de trabajo C4.

Tres corridas con el estandar de trabajo C3.

Tres corridas con el estandar de trabajo C2.

Tres corridas con el estandar C1 (AMBN).

Tres lavados con ADI.

Corrida del primer grupo de muestras de agua decoarendo por duplicado la
primera muestra.

Después de 12 muestras, correr una linea baseM&NApara verificar que la deriva
del equipo es menor a dos unidades graficas.

Terminar de correr las muestras, repitiendo desped® muestras (en caso necesario)
la linea base de AMBN.

Una corrida con AMBN.

Tres lavados con ADI.

Tres corridas con el estandar C1 (AMBN).

Tres corridas con el estandar de trabajo C2.

Tres corridas con el estandar de trabajo C3.

Tres corridas con el estandar de trabajo C4.

Permitir que la linea base corra por unos 5 minutos

70



NOTA. Una corrida mayor de 12 muestras usualmente v@mas horas. Hay un retraso entre el
momento de introducir la muestra al sistema yeghgio que tarda el colorimetro en detectarla (para
el amonio, el tiempo de retraso puede ser de B@stainutos). Permitir que la linea base corra por
5 minutos antes de iniciar una segunda corriddrainar la presente corrida.

Durante el proceso, las burbujas de aire debemn tengatrén regular. Revisar por ruido o cambios
subitos en las mediciones del colorimetro en ealet, asi como en el tubo extractor. Este tubo
debe tomar correctamente la muestra de cada bgpteligar que, por mal posicionamiento o
movimiento de las botellas sobre el carrusel smecaire. Verificar los niveles de los reactivos
durante una corrida. Para evitar la deriva dedsgumentos, las corridas deben ser breves, de
manera que el tiempo que pasa entre el inicidipal no exceda 90 minutos.

3. Purgay apagado del sistema

a. Unavez que la linea base haya corrido por 5 mige puede comenzar a lavar el
sistema y apagarlo. El lavado es fundamental paiar éa formacion de precipitados en
las paredes de los tubos y serpentinas del sistema.

b. Apagar el detector y cerrar el programa de adqaiside datos.

c. Remover la columna de Cd-Cu del sistema cuidadas@ndle manera de no introducir
aire dentro de la columna.

d. Retirar todos los reactivos, excepto el acido tiaaday colocar todos los tubos en sus
reservorios con el agua de lavado correspondiemiz vez que se purgue el SpaCl
completamente del sistema, colocar el tubo deb&eidéarico en su reservorio de
lavado. Esto es importante para evitar la formad@precipitado.

e. Usando el auto-muestreador, realizar la corriddagebotellas con HCI al 10%, dos
botellas con NaOH 1M y dos botellas con HCI al 1®#%avés de todo el sistema.

f. Purgar el sistema con ADI por unos 10-15 minutdesade apagar la bomba.

Céalculo y Expresién de Resultados
Para el calculo y expresion de resultados, ver Goetal. (2000).
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Figura 12.1. Principales components de un sistaaraRC. Reproducido de Gordon et al. (2000)
con permiso.
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Figure 12.2. Esquema para la preparacion del esmtaledacido silicico.
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Figura 12.3. Diagrama de flujo para el método &éafo. Reproducido de Gordon et al. (2000) con
permiso.
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Figura 12.4. Diagrama de flujo del sistema de tatrReproducido de Gordon et al. (2000) con
permiso.
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Figura 12.5. Columna de Cd-Cu empacada para usa &i\-Il. Reproducido de Gordon et al.
(2000) con permiso.
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Figura 12.6. Diagrama de flujo para el método détmi Reproducido de Gordon et al. (2000) con
permiso.
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Figura 12.7. Diagrama de flujo para el sistemadidossilicico. Reproducido de Gordon et al.
(2000) con permiso.

79



Tasa de flujo

(pL/min)
Nitroprusiato - 100
Hipoclorito — 100 — Desperdicio
Fenolaleaino — 100 H

—olololg 0
Agente acomplejante — 600
8ml 640 nm
Muestra — 1200 50 mm celda de flujo
L. ) Estandar Cal. 6.0
— , — 65°C
Injeccion deaire — 320 —lm Desburbujador vertical
Succion de g
igiardiois — 1600 —< calefaccion
Q = Serpentina 10

Figura 12.8. Diagrama de flujo para el sistemarderao. Reproducido de Gordon et al. (2000) con
permiso.
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Tabla 12.1. Volumen del estandar B (0 A en casoad®nio y nitrito) para preparar soluciones
estandar C. AMBN es agua de mar baja en nutrientes.

Nutrientes Fosfato Nitrato Acido silicico | Nitrito | Amonio
Soluciones estandar

C4 15 mL 15 mL 10 mL 0.25 mlL 0.25 mL
C3 10 mL 10 mL 5mL 0.1mL|0.1mL
Cc2 5mL 5mL 2.5 mL 0.05 mlL 0.05 mL
Ci1 AMBN AMBN AMBN AMBN |AMBN
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Método 13. Determinacion de Clorofilaa 'y Feopigmentos
Ramon Varela

Introduccién

La determinacién de clorofilase emplea para estimar la biomasa de los prodggboirearios
(fitoplancton) que se encuentran como particulasuspension en el agua. El procedimiento que se
describe a continuacion cuantifica la concentrad@clorofilaa y feopigmentos presentes en una
muestra utilizando técnicas fluorométricas. El poimiento sigue los lineamientos propuestos por
Holm-Hanseretal. (1965), y los céalculos se efectian como sieamden Lorenzen (1966). Entre

las modificaciones se encuentran el uso de metameéz de acetona como un disolvente de
extraccion debido a su mayor eficiencia (Holm-Hang&iemann, 1978) y el empleo de un
sonificador (Wrighetal., 1997). Este método se puede aplicar en todamngos de concentracion
de clorofilaa que se encuentran en el mar. El limite de deteadmétodo es de 0,01 pg para
aguas naturales (muestra de 0,5 L). Los resultselespresan en pugHd mg ni.

Fundamentos del Método

Una muestra de agua de mar se filtra a través diirorde fibra de vidrio sobre el cual se retiane
las particulas en suspension. Entre estas pagisalancuentran organismos del fitoplancton los
cuales poseen pigmentos clorofilicos como clorafjefeopigmentos. La extraccion de estos
pigmentos de las células se efectia usando metamal disolvente, y el ultrasonido (sonificacion)
se usa para romper el filtro y las células. Luegiaclarar el extracto por centrifugacién se corta
un fluorémetro donde los pigmentos de las algasian con luz de longitud de onda azul,
emitiendo fluorescencia con longitud de onda rogafluorescencia se detecta por medio de un
fotomultiplicador. Seguidamente, la muestra seificadpara convertir toda la clorofieaen
feopigmentos y se mide en el fluorometro nuevamente

Interferencias

1. Lapresencia de clorofilla, clorofilac y/6 divinil clorofilaa en la muestra pueden acarrear
error en la medicion. Concentraciones elevadasodefita b, especialmente en la zona del
maximo de clorofila, interfieren en forma negatbam la clorofilaa y positiva con los
feopigmentos (Knaptal., 1997). Esta interferencia es importante siamundantes algas
pertenecientes a la clase cloroficeas y/6 prodtasof

2.  Ellimite de deteccion del equipo se sobrepasadmahnivel de los pigmentos en los
extractos es muy alto. El fluorbmetro siempre satiaae en su maxima sensibilidad; por
lo tanto, las mediciones tienden a subestimar cdra@ones elevadas, posiblemente por
efecto de la extincién (“quenching”). Para solvemtste problema, existen varias
alternativas. Una alternativa no muy recomendabldilair la muestra lo cual aumenta la
incertidumbre del método. Si el filtro se encuestaurado de material después de la
filtracion, otra opcion es cortar el filtro en fed@nes mas pequenfas y realizar el analisis
por separado a cada fraccién. La alternativa nésmendable en aguas muy productivas
con una concentracién elevada de fitoplanctonltearfun volumen menor de agua (250
mL 6 menos) de manera de evitar cortar el filtdiloir la muestra.
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3. Lafluorescencia depende de la temperatura. Ranto, realizar la calibracién del equipo
asi como el analisis de muestras a una tempemnsaental constante entre 20-25 °C. El
coeficiente de temperatura para la fluorescencia derofila es - 0,3%/°C.

4. Laluz intensa puede degradar con rapidez la élar&ealizar todo el andlisis en un
ambiente con luz tenue.

5. Tanto el material que se emplea en el analisis acameetanol deben permanecer libres de
residuos de &cido.

Materiales

Filtros de fibra de vidrio (Whatman grado GF/F &eswivalente, 0,7 um, 25 mm).
Unidad de filtraciébn y bomba de vacio.

Embudos para filtros de 25 mm, 200 mL de capacidad.

Tubos de centrifuga de polipropileno con tapa, 15 m

Celdas de 13-mm especificas para el fluorometro.

Pipetas automaticas monocanal con capacidad dg 2000 pL.

Pipetas de 5y 10 mL.

Espatulas pequefas.

Guantes de vinilo.

CoOoNOORWDNE

Equipos

1. Fluorémetro Turner Designs, con fotomultiplicadensitivo al rojo X 185-870 nm),
lampara F4T5D (10-AU-005), filtro azul 840 — 500 nm CS 5-60) y filtro roja & 665
nm CS 2-64).

Sonificador, Fisher Scientific modelo 100.

3. Centrifuga, 0 - 3900 r.p.m.

4. Unidad de filtracion y bomba de vacio.

N

Reactivos
1. Metanol (CHsOH).
2. Acido clorhidrico(HCI, 0,48 N).

3.  Solucién concentrada de clorofila.&5e emplea una ampolla de solucién estandar
comercialmente disponible de clorofdgura Anacystis nidulanSigma C-6144, 1 mg)
libre de clorofilab. Disolver el contenido de una ampolla con cristale clorofilaa en 15
mL de metanol. Los cristales de clorofila se digeielmuy lentamente; por lo tanto,
realizar la dilucién dos dias antes de la calilrcUna vez disuelta, mantener esta
solucién almacenada a - 20 °C.

4.  Solucion de trabajo para la calibraciarDiluir 1 mL de la solucién concentrada de
clorofilaa en 49 mL de metanol. La concentracion de estaigmiuebe ser
aproximadamente de 1 pg LPara determinar la concentracién precisa, madibsorcion
a cada nandmetro entre 660 y 670 nm empleandopectesfotometro recién calibrado y
ubicar la longitud de onda con absorcion maximga.gADeterminar la concentracion de
clorofila en la solucién aplicando la siguientenfoita:
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ClorOfila a= |:(A max A750nm)j|* 1000“9 (1)

E*L 19

donde

Amax = absorcion maxima (entre 660 - 670 nm).

A7sonm= absorbancia a 750 nm.

E = coeficiente de absorcion especifica de la ilaren metanol, 79,81 5cmi*

(Jeffrey y Welschmeyer, 1997).
L = longitud de la celda en cm, 10-cm.

Limpieza del Material.

Sumergir todo el material de vidrio (celdas, pipetdc.) en una solucién de HCI al 10% durante 24
horas. Enjuagar cinco veces con agua destiladeay.ddantener las celdas del fluorometro boca
abajo para evitar que penetren particulas de pbbaar las pinzas, espatulas, y cualquier otro
material que no sea de vidrio con detergente l@guadua corriente y finalmente con agua destilada.
Usar guantes en todo momento.

Captacion de Muestras

1. Captar las muestras de agua en botellas oscugadidgleno de 1 L lavando tres veces
con la muestra antes de llenar.

2.  Filtrar la muestra inmediatamente a través defltte fibra de vidrio. Anotar el volumen

filtrado. El volumen a filtrar depende de la caatidie clorofila presente en el agua, lo cual

se puede estimar a través del fluorometro del Pidda las aguas con biomasa baja (< 1

mg m?) se filtran 500 mL por duplicado. Filtrar 250 margriplicado si la biomasa es > 1

mg mi°.

Mantener el nivel de vacio de la bomba < 100 mnpatg no romper las células.

Al finalizar la filtracion, sacar el filtro con ur@nza planay doblarlo por la mitad 6

enrollarlo con el lado que contiene las partichksa adentro. Introducir el filtro en un

tubo de centrifuga debidamente identificado.

5. Congelar a - 20 °C. Realizar el andlisis antesrdmes.

> w

Anélisis del Blanco

Antes de realizar el andlisis de clorofil@s imprescindible evaluar el funcionamiento del
fluorémetro asi como la calidad analitica del metaon un analisis del blanco. El metanol debe
estar libre de contaminantes 6 de algun otro elemmre pueda alterar los resultados del andlisis.

1. Colocar 5 mL de metanol con una pipeta limpia em egida del fluorometro.

2. Realizar una lectura en el fluorémetro. Una lectnegor de cero indica posible
contaminacion del reactivo 6 un equipo descaligradolo tantoNO SE DEBErealizar
el analisis hasta calibrar el equipo 6 cambiaredetivo.

3.  Es conveniente verificar la estabilidad del equptes del analisis utilizando un estandar
solido suministrado por el fabricante. Este estAadajusta durante la calibracion.
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Anélisis de Muestras

Se recomienda comenzar el andlisis a partir delestras con menor concentracion y terminar con
las que posean la mayor concentracion (usualmasitsuperficiales). Realizar los duplicados en
forma simultdnea. Usar guantes en todo momentatiueh andlisis y atender las medidas de
seguridad para el manejo del metanol.

1. Preparacion de las muestras antes del analisis. iBoacion.

a. Sacar los tubos de centrifuga con los filtros delgelador y descongelar a temperatura
ambiente a resguardo de la luz.

b. Agregar a cada tubo 10 mL de metanol puro sin folmgbujas. Verificar que todos los
tubos contengan la misma cantidad del liquido yejtiétro quede totalmente
sumergido.

c. Romper el filtro dentro del tubo con una pequeifgiesa para homogenizar la muestra.
La homogenizacién aumenta la ruptura de las cétidhftoplancton e incrementa la
eficiencia de extraccion del solvente. Colocartidms en una gradilla cubriéndolos con
papel de aluminio para protegerlos de la luz.

d. Introducir la punta del sonificador en el metaradta 4,5 cm por encima del fondo del
tubo de centrifuga. La sonda debe estar lo magpéigular posible y no tocar las
paredes del tubo.

e. Prender el sonificador y aumentar gradualmenteteneia hasta la posicién 15.

f. Mantener en esta lectura por 30 segundos, apagguglo Yy retirar la punta del
sonificador, tapar el tubo de centrifuga y guaaarbtegido de la luz.

g. Entre muestray muestra, lavar la punta del s@ufic con metanol puro y secar.

h. Colocar los tubos en una gradilla y almacenar @ &0 congelar) por 24 horas para
permitir que el metanol extraiga los pigmentostde®mendable agitar ligeramente los
tubos tres o cuatro veces durante este periodo.

2.  Medicion de clorofila a y feopigmentos con el flummetro.
Prender el fluorometro una hora antes comenzaratisés para permitir que estabilice.

a. Colocar los tubos en una centrifugadora por 30 taga 3000 r.p.m. para clarificar el
extracto.

b. Transferir los tubos a una gradilla y ordenarlosrgplicas, protegiéndolos de la luz.

c. Con una pipeta, extraer cuidadosamente 5 mL denoleda la mitad superior del
liquido en el tubo, sin tocar las particulas déaidfini producir turbulencia y transvasarlo
a la celda del fluorometro.

d. Colocar la celda en el fluorémetro previamentebecadio, y realizar la lectura una vez
gue el equipo estabiliqe- 8s). Esta lectura corresponde a la fluorescenaizair(iFo)

e. Agregar 100 uL de HCI 0,48 N y agitar levementeéEar tres minutos como minimo
para que se complete la reaccion.

f. Colocar la celda en el fluorémetro y esperar quenaipo estabilice, realizar la lectura
de la muestra acidificada. Esta lectura correspariddluorescencia acidificada (Fa).
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g. Entre muestra y muestra, lavar la pipeta y lasasettkl fluorometro un minimo de tres
veces con metanol puro.

Calibracion del Fluorémetro

El fluorébmetro se calibra, siguiendo las instruoei® del fabricante, cada seis meses con un
estandar, comercialmente disponible, de clorafiura @Anacystis nidulanSigma C-6144, 1 mg)
libre de clorofilab. Realizar cinco diluciones con la solucién dedjalile clorofilaa para alcanzar
concentraciones entre 0 y 130 ifdon lo cual se puede calibrar el equipo para soala de
valores de 0 a 150 pg'LUna vez finalizada la calibracién, medir el edrsélido que suministra
el fabricante, y utilizar esta lectura para vedfita estabilidad del equipo en andlisis sucesios.
deriva mayor de un 10% indica la necesidad de uraancalibracion.

Las mismas diluciones se pueden emplear para datarka razén de acidificacion (R) después de
la calibracion. Tomar las lecturas de varias didoes (Fo) y acidificar con 100 uL de HCI 0,48 N.
Medir las muestras nuevamente en el fluorometrg =R es la razén maxima de fluorescencia,
antes y después de acidificar, calculada a patiestandar de clorofila (Sigma C-6144) usado
para calibrar el fluorometro. Para el metanol, Ravantre 2,4 y 2,7. Cuando se utiliza metanol, el
valor de R es mas variable que cuando se empléanacéa cantidad de acido afiadido a la celda
debe ser fijo, igual en la calibracion como paraigestra. Un incremento pequeiio en el volumen
produce valores de R anémalos.

( Fo
A {Famaxj @

donde
Fon.x= lectura antes de la acidificacion.
Fa,ax = fluorescencia acidificada maxima.

Céalculo y Expresion de Resultados

La féormula basada en Lorenzen (1966) empleadagbaéculo de la concentracion de cloroéilg
los feopigmentos en el agua de mar es:

Clorofilaa (ug L) = {(Ri—l)} (Fo-Fa)* [\\//_rij -
Feopigmentos (ugh) = {ﬁ} (R* Fa)- Fo)* [\\//_rij @

donde

Ve =volumen de metanol (50 mL).

Vm = volumen de muestra filtrada.

Fo = lectura antes de la acidificacion.
Fa =lectura después de la acidificacion.
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Método 14. Determinacién de Produccién Primaria
Ramon Varela

Introduccién

La tasa de produccién primaria se define comoréidad de carbono inorganico asimilado por el
fitoplancton durante la fotosintesis la cual pag@rmar parte de la materia organica en particulas
por unidad de tiempo y de volumen (mg € h), 6 de area superficial (g CTal™Y). Esta Gltima
definicion se obtiene al integrar una serie de deglde produccion tomadas a distintas
profundidades. La tasa de produccién se puede msalirdo bicarbonato de sodio marcado con
carbono-14 radioactivd{C), siguiendo el método de Steeman-Nielsen (1962)cambios
indicados por Knaptal. (1997), IOC (1994), Strickland y Parsons ()97Ros (1979). Este
método permite la deteccion de las tasas de fijad@carbono entre 0,05 y 100 mg C h. El
procedimiento que se describe se ajusta a lasa@onds de productividad elevada que se
encuentran en las aguas costeras de la estaciolPACAR Especificamente, las variables que se
modifican son el nivel de actividad especificaaledlucién de bicarbonato de sodio marcado con
14¢, el tiempo de incubacion en el mar y el volumeragua que se filtra luego de la incubacién.

Fundamentos del Método

La asimilacion del carbono inorgénico disuelto (Cfdr parte del fitoplancton se estima al afiadir
una pequefia cantidad H€ en la forma de Nal4CO; a una muestra de agua permitiendo que el
fitoplancton incorpore el trazador en la materiganica durante la fotosintesis. Después de agregar
el **C las muestras se incuban &itu’ a las profundidades en las que fueron captadgmalmente

por un periodo minimo de 4 horas. Si la concendratital de C@en la muestra de agua se conoce
asi como la cantidad d&C afiadida, la tasa de produccién primaria se pcaidalar.

Interferencias

1. Niveles elevados de luz y cambios de temperatuedgrualterar los resultados. El
fitoplancton que proviene de capas mas profundasagisptado a niveles de luz tenues;
por lo tanto, cuando estos organismos se expopena@dos breves de luz intensa, el
proceso de fotosintesis se puede acelerar o ugKdhminico” o térmico puede ocurrir. Es
importante realizar la captacion, manejo y filtéacde las muestras bajo condiciones de
luz tenue y a una temperatura estable similatenigeratura superficial del mar.

2. Lacontaminacion con metales trazas como el Cuy, EZainhibe la fijacion de carbono.
Evitar la contaminacion siguiendo las técnicas memudadas para la limpieza del material,
incluyendo las botellas Niskin. Una limpieza adelzude los instrumentos y recipientes
empleados durante el andlisis asegura la calidémbd#atos. Aplicar un protocolo estricto
con todo el material e instrumentos que entrarpetacto con la solucién d¥iC de
manera de evitar la contaminacion por parte debis@opo tanto durante su manipulaciéon
como en el area de trabajo. Es importante un edprddado con las pipetas y evitar el
arrastre del radioisétopo entre muestras. Emplkaddjas y papel absorbente para
contener los derrames, y seguir las técnicas deidag recomendadas al respecto.
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3. EICQO; en las muestras de agua de mar puede escapareiats| hacia la atmdsfera; por lo
tanto, las alicuotas tomadas de los matraces dbann para medir la radiacion se
preservan al agregarlas en viales que contengapl2@de 2-feniletilamina, una solucién
que absorbe CO

Materiales

Usar solamente HCIl y agua destilada para lavaa&tmal que entra en contacto con la muestra. No
usar detergentes ni agentes desinfectantes yastpuparia afectar la actividad de los organismos.
Usar guantes de polietileno 6 vinilo en todo morograra el manejo de los materiales y la
preparacion de reactivos, tanto por razones deigagucomo para evitar contaminar las muestras.

Matraces de filtracion de vidrio de 2 L.

Embudos de policarbonato de 250 mL para filtroslenm de diametro.

Filtros de fibra de vidrio Whatman GF/F, 25 mm dknaktro.

Pipetas automaticas monocanal con capacidad dg 2000 pL.

Matraces erlenmeyer de policarbonato con tapastarde 300 mL para la incubaciéon
(agrupados en 4 por profundidad mas un quinto glaskanco).

Jeringas de plastico de 60 mL.

Viales estandares de centelleo de 20 mL.

Guantes de vinilo/polietileno (sin talco).

Bandeja para retener derrames y papel absorbemteigar con la unidad de filtracion.
0. Boya, soga con engaches para los matraces y lastres

AR A o

HOXNO

Reactivos
1.  Solucién de trabajo de bicarbonato de sodio marcadn *‘C, (NaH"“COs), con una
actividad aproximada de 3Ci mL™. Ver Apendice 1para la preparacion de esta
solucioén.
2. Acido clorhidrico(HCI, 0,5 N).
3.  2-feniletilamina (CsHsCH,CH,;NH>), Sigma-Aldrich, Inc., P-2641.
4.  Liquido de centelleo (CytoScifit, u otro similar compatible con muestras acuosas.
Equipo

1. Unidad de filtracion con bomba de vacio.
2. Contador de centelleo liquido PerkinElmer BetaS&f@7-0010.

Captacion de muestras

Usar guantes de polietileno o de vinilo en todo rmoto durante la toma y el analisis de las
muestras. Ver la Figura 14.1 para detalle esquemd&l muestreo.

Horas antes de la salida
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Lavar todo el material que se emplea en el campdi€ al 1% y agua destilada. Evitar el
contacto con objetos metalicos. Si los matracemenbyer son nuevos, sumergirlos en HCI
al 5% por 72 horas. Enjuagar tres veces con agiiardeada. Mantener los matraces entre
cruceros conteniendo 100 mL de HCI al 1% mientmasenutilizan.

Lavar las puntas de las pipetas con HCI al 5% yaggr cuatro veces con agua destilada.
Secar y guardar las puntas en un guante de patietd en una bolsa plastica con cierre
hermetico hasta su uso.

En una campana de extraccién, agregar 200 pL daildtilamina a cada uno de los viales
de centelleo que van a recibir una alicuota de dgtente el analisis. Marcar estos viales
comosS.

Calcular el volumen exacto de la solucion de tablaj bicarbonato marcado que se
agrega a cada matraz de incubacién, en funcion detidad, la cual se debe medir
previamente con el contador de centelleo (puntoN@TA 1).

En el campo

1.

Realizar la captacion de muestras una 6 dos haotas del amanecer de manera de tener
suficiente tiempo para preparar el despliegustu de la boya de incubacion antes de que
la luz solar sea intensa. Captar cinco muestragyda en matraces de policarbonato para
cada profundidad directamente de la botella Nidkijuagar tres veces con la muestra,
llenar dejando un pequefio espacio de aire. Tréssdwaatraces van a estar expuestos a la
luz (L), el cuarto matraz corresponde a la medicion earatad D), y el quinto se utiliza
para la medicién de los blancd) (os cuales solo se requieren en algunas profaddil

En CARIACO, la produccion primaria se mide en 8fpndidades: 1, 7, 15, 25, 35, 55, 75
y 100 m, lo que abarca en este caso la totaliddal ziena eufética.

Guardar los matraces llenos separados por profaddid cajas o bolsas negras protegidas
de la luz mientras se recogen todas las muestrasrdseta.

En el laboratorio del barco y bajo condicionesugeténue, afiadir la solucion de trabajo
del bicarbonato marcado (~ 11 pCi Mla todos los matracésy D. El volumen que se
agrega a cada matraz debe suministrar una actidelddu. Ci.

Extraer 200 pL de agua de uno de los matragasr cada profundidad y se verter en un
vial marcadds (que contiene 2-feniletilamina), identificar cadal segun la profundidad

de origen $2). Este paso se hace para determinar los nivelesdibeion afadida a los
matraces. Forrar adecuadamente cada mtan papel de aluminio, ya que estos
representan la botella oscura la cual mide laififade carbono en la oscuridad, uno por
cada profundidad.

Extraer 200 pL de cada matraz §l@ (blancoB) de cada profundidad y transferir a viales
marcados com8o. Esto mide la radiacion natural de fondo del adgianar y las

particulas.

A continuacion se toman 2 alicuotas de 30 pL d®lacion de trabajo de bicarbonato para
determinar la actividad de la solucion. Transfaritos viales marcad&y diferenciar
comosSc.

Extraer 50 mL de agua de mar del maBagfiltrar para determinar el blanco. Al terminar
de filtrar, lavar el filtro con 250 pL de HCI 0,5 Buardar el filtro sin doblar en un vial
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vacio (sin 2-feniletilamina) con el lado que retla® particulas hacia arriba, el cual se
marca segun la profundidad coBa

8.  Sila produccion es baja (< 1 mgCmiY), incrementar el volumen a filtrar hasta 150 mL
para todos los blancos asi como para todas lastraseénotar estos volimenes.

Incubacién in situ

1. Laincubacién se hace en el mar utilizando una bdgaderiva. Esta boya se encuentra
sujeta a una linea de 120 m de largo con lastneata con pequefios enganches para
colocar los grupos de cuatro matracek’8y 1 D) a las profundidades a las cuales fueron
extraidas las muestras. Este método de incubaerbnite que las muestras permanezcan
expuestas a la misma temperatura y nivel de luralade la profundidad de origen (I0OC,
1994). La boya debe ser visible facilmente y recalgle; por lo tanto, debe estar equipada
con algun mecanismo de localizacion (bandera, dialorativo, reflector de radar, etc.).

2. Mantener los matraces a resguardo de la luz hiastareento de colocarlos en los
enganches de la linea. Realizar el despliégséu de la boya de produccion al amanecer.
Anotar las coordenadas donde se libera el desgligdmhora de inicio de la incubacion.
Incubar las muestras por un periodo de tiempo gpteana porcidn representativa de la
energia luminica, la cual luego se extrapola ailaitacion de un dia. Esto depende del
régimen luminico del sitio (variable estacionalnegnasi como de la latitud. En la estacion
CARIACO, el tiempo de incubacién es un minimo de#das y no mayor de 5 por razones
de logistica. La hora de inicio entre 6:30 y 7:0@ pla final es entre 10:30 y 11:00 AM.
Este intervalo equivale’ de las horas de luz en un dfa y también dondeciteer'/; de la
energia solar promedio diaria a la latitud de ta@dn (10,5° N).

3. Una vez terminado el periodo de incubacion, la holys matraces se recuperan. Anotar
las coordenadas donde se recupera el despliegusoyd. Separar los grupos de matraces
de la soga y colocarlos en cajas oscuras con thpksas plasticas oscuras rotuladas,
mantenerlos a resguardo de la luz hasta el monderfitirar. Realizar la filtracidon tan
pronto como sea posible para evitar cambios debjglmcesos biolégicos que ocurran
dentro del matraz.

4. Manteniendo el laboratorio del barco bajo condiegode luz tenue, extraer 50 mL del
contenido de cada matrdz y D) empleando una jeringa de plastico de 60 mL.dfikn
cuatro embudos individuales a través de filtrofilata de vidrio de 25 mm manteniendo el
nivel de vacio de la bomba en 70 mm Hg 6 menosidgay el filtro al final con 250 uL de
HCI 0,5 N. En épocas de biomasa baja cuando sesesipeles bajos de productividad,
filtrar 100 mL 6 150 mL en lugar de 50 mL. Guardkfiltro en un vial de centelleo vacio,
tapar y refrigerar a 4°C hasta regresar al labomtientificar cada vial segun la
profundidad de origen comaz y Dz, realizando esta operacion en orden de la muestra
menos profunda a la mas profunda.

Anédlisis de las Muestras

En el laboratoria
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1. Después de desembarcar, agregar a todos los (BalBsL y D) 10 mL de liquido de
centelleo. Realizar la operacion despacio y sidyweeiv burbujas, cuidando que la
superficie del filtro quede en total contacto cbliqeiido. Guardar los viales resguardados
de la luz y refrigerar hasta proceder a su leauaran contador de centelleo. Nunca

congelar.

2. Los viales con el liquido se miden en el contadocehtelleo después de cuatro semanas 6
cuando el filtro luzca completamente transpard¥iteagitar los viales, verificar que el
filtro se encuentre totalmente transparente, igeido no este turbio. Limpiar los viales
externamente con una servilleta que no libere pslygproceder a su medicion.

Célculo y Expresion de Resultados.

Los contadores de centelleo indican el nUmero pdiorde destellos de luz (o cuentas por minuto,
CPM) emitidos en viales que contienen liquido deeleo. Estos destellos se transforman en
desintegraciones por minuto (DPM), ya que los asgiipel liquido no tienen una eficiencia del
100%, y no todas las desintegraciope® captan como un destello individual. Por lodaes
necesario determinar la eficiencia del equipo agi¢esorrer las muestras empleando una solucion
patrén DPM conocida y estable suministrada poalaii¢ante del equipo. Esta eficiencia es usada
para corregir el resto de las mediciones. Una wezgidos los valores se procede al célculo de la
produccién (en mg C thhY) por profundidad con la siguiente férmula:

donde

Produccion =

[DPM(Lz) - DPM(DZ)]* (\\//mj* CID* 105* F,

af

v 1)
[DPME©)]* (ij* 12

al

DPM(L 2) = DPMs promedio por minuto de los tres filtroslae botellas transparentes) (

de una misma profundidad y corregidas con el blaecios filtros Bo).

DPM(Dz) = DPMs en el filtro de la botella oscui@)(corregida con el blanco de los filtros

Vam
Vaf
CID
1,05

Fs

DPM(S)

Val
12

(Bo).

= volumen de agua en el matraz (290 mL, cons&meste caso).

= volumen de agua filtrada en los matradceB y B (50, 100 6 150 mL).

= concentracion de carbono inorganico en aguaadr a las profundidades de
captacién en mg C th

= constante que describe la diferencia desigifiad de las moléculas cd7C y
4C en las células vivas.

= proporcion de la energia solar diaria recibideadte la incubacion. Numero
relativo calculado en base al area integrada bagariva de radiacion solar entre
el periodo de incubacion para la latitud de lacSta(NOTA 2).

= DPM de las alicuotaSz del liquido extraido de los matradesl inicio del
experimento, o radiacion afiadida.

= volumen de la alicuota (6 0,20 mL) extraidardatraz a los vialessg).

= factor para el calculo de la concentracionhmoa. Si este factor se ignora, la
produccion calculada es por dia.

92



Referencias

Knap, A.H.; Michaels, A. F.; Steinberg, D.; Bahr, Bates, N.; Bell, S.; Countway, P.; Close, A.;
Doyle, A.; Dow, R.L.; Howse, F.; Gundersen, K.; dsbn, R.; Kelly, R.; Little, R.; Orcutt, K.;
Parsons, R.; Rathbun, C.; Sanderson, M.; Storn@997). BATS methods manual. Version 4.
U.S. JGOFS Planning Office, Woods Hole, 136 pgs.

Intergovernmental Oceanographic Commission (I08994). “Protocols for the Joint Global
Ocean Flux Study (JGOFS) Core Measurements”. MaamiGuides 29, 178 pgs. UNESCO.

Ros, J. D. (1979) “Précticas de ecologia” EditdDatega. Barcelona, 181 pgs.

Steemann, Nielsen E. (1952). “The use of radioraatarbon*C for measuring organic production
in the sea”Journal due Conseil Permanent International polxploration de la Mer18(2):
117-140.Strickland J., D., H., Parsons T., R. (397 practical handbook of sea water
analysis” Fisheries Research Board of Canadalletin 167, 29 edition, Ottawa, 310 pgs.

Strickland, J. D. H.; Parsons, T. R. (1972). “Aqtieal handbook of seawater analysisisheries
Research Board of CanadBulletin 167, 2nd edition, 310 pgs.

Apéndice 1.Preparacién de la solucién de trabajo de bicarbonatde sodio marcado con &
(NaHCO3), concentracion aproximada 11 pCi mr*

La cantidad de bicarbonato marcado que se agregdeamatraz debe tener una actividad de 4 pCi,
la cual es un nivel adecuado para areas con piwitiact alta (> 1 mgC md?)y periodos de
incubacién cortos (4 horas). Para obtener esteidadi se requiere preparar una solucién de trabajo
intermedia, entre la que suministra el fabricatitenCi mL?) y la actividad final que se debe
agregar a cada matraz (4 pCi). El uso de isétamtieactivos se rige bajo una serie de
regulaciones, medidas de seguridad y protocolaisp®sicion de residuos en el ambiente que
varian segun el pais. Los investigadores deberceomstos detalles y seguir su implementacion.
Realizar todas las operaciones de preparaciorioektas con este analisis en una bandeja que
capture los derrames sobre una mesa cubierta peh gdasorbente protegido con plastico por una
cara. Usar guantes de vinilo en todo momento.

Materiales

Lavar todo el material de vidrio con HCI al 10%gua destilada, envolver en papel de aluminio y
esterilizar en autoclave por 5 minutos. Colocaunma estufa a 70 °C por 3 a 4 horas.

1. Pipetas de vidrio de 5 mL.
2. Vasos de precipitado de vidrio de 100 y 500 mL.
3. Matraz volumétrico de 100 mL.
4.  Gotero.
5.  Filtros de jeringa de nylon, 25 mm de diametro2/m tamafio de poro.
6. Jeringas de plastico de 60 mL para filtrar aguags de los filtros.
7. Jeringas de tuberculina con su aguja.
8. Viales desuero de 15 mL, con tapa de goma.
Reactivos

93



=

agbkrowpn

Equipos

o E

Solucién concentrada de bicarbonato de sodiarcado con’C (NaH*CO), actividad
especifica 1 mCi mt, Amersham CFA3.

Agua destiladgproveniente de un destilador de vidrio.

Solucidn de hidroxido desodi(NaOH 0,1 N).

Solucién buffer de pH 10

Acido clorhidrico(HCI, 0,1 N).

Medidor de pH.

Agitador magnético.

Balanza de 0,01 g de precision.
Autoclave.

Preparacion de la Solucion

1.

2.

a.
b.
C.

Ajuste del pH del agua destilada

Agregar aproximadamente 250 mL de agua destilada easo de precipitado, tapar.
Calibrar el medidor de pH con una solucion bufeptt 10.

Agregar gota a gota una solucién de NaOH 0,1 Nahgjststar el pH del agua destilada a
pH de 9,5; agitando suavemente con el agitador étiagn

Preparacion de la solucién de bicarbonato (concextion 9 -11 puCi mL™)

Tarar un matraz volumétrico de 100 mL con la tapa.

Empleando una jeringa de plastico con un filtrovden adherido a la punta, agregar
agua destilada con pH ajustado al matraz el cumd dstar colocado sobre la balanza
analitica, afiadir hasta 60 mL (determinar el volnrae funcién del peso).

Con una jeringa de tuberculina, extraer todo etexudo de la ampolla que contiene la
solucion concentrada de bicarbonato y agreganieesiaz volumétrico con el agua.
Enjuagar la ampolla tres 6 cuatro veces con agsidatta filtrada con pH ajustado,
empleando la jeringa de tuberculina. Agregar esjigague en el matraz volumétrico
gue contiene la solucion de bicarbonato.

Alcanzar en el matraz un volumen de hasta 90 mifdigna gravimétrica) con el agua
destilada de pH ajustado empleando la jeringa dal66on el filtro.

Mezclar el contenido del matraz levemente.

Trasvasar la solucion de trabajo a viales de silertb mL empleando pipetas estériles
de 5 mL. Llenar 6 envases con 15 mL cada uno.IS&lidraer el aire del vial con una
jeringa de tuberculina.

La actividad especifica de esta solucién de traesjbl pCi mL* Refrigerar a 4 °C por
no mas de seis meses.

El volumen de la soluciéon de trabajo de bicarbonai se agrega a los matraces de
incubacion para asegurar una actividad de 4 pCalsella a partir de las lecturas con el
contador de centelleo. Este volumen tiene queesdf@ * 45 pL. Antes de cerrar el
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ultimo frasco, extraer 30 pL y agregarlos a un @@kentelleo que contenga 200 puL de
2-feniletilamina. Medir en el contador de centeleactividad real de la solucion y
determinar con precision el volumen de la mismas&go para obtener una actividad
de 4 pCi por dosis.

Actividad en pCi mr* = (DPM(Sc)/2200000)/0.03 mL )

Los volumenes indicados estan en funcién de que eadase preparado es para usar
una sola vez con un residuo minimo. Asi que 15 primte preparar 32 matraces de
incubacioén. La solucion en los envases pierdeidetivcon el tiempo si no se
encuentran llenos debido a la pérdida de.CO

Apéndice 2. Célculo de Fs

Para los calculos de la produccién primaria, seleussar un factdf que tome en cuenta no solo el
tiempo de incubacién, sino también la proporciotedenergia solar diaria que reciben las muestras.
Debido a que la incubaciéon en CARIACO no se puedbzar por un periodo completo de luz diaria
(12 horas), la cantidad de energia no es la mislm&ara de inicio de la incubacion que a la horal f
Utilizando un sensor de radiacion luminica (corectir de coseno) se puede determinar la curva de
radiacion solar diaria proveniente del cielo (Fegid.2). Estas curvas también se pueden calcular a
partir de tablas en funcion de la latitud y del mekafo. El factor soldts es la proporcion del area
bajo la curva en el intervalo de las horas empkegdaa la incubacion en relacion al area total laajo
curva. Se busca asegurar que la proporcién sea gonmmo un tercio de la energia diaria y que el
namero de horas sea también un tercio del periedozd

La propuesta anterior se puede obviar si no se gantaienta la energia luminosa sino mas bien
considerando las horas de incubacién usadas, @atel solo hay que modificar la formula (1)
eliminando el factoFsen el numerador, y sustituyendo la constante 18 danominador por el
tiempo en horas de incubacién en fraccién decimal.
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Figura 14.1. Diagrama del procedimiento a seguiamte el analisis de produccion primaria. Los
viales marcados cddcontienen 200 pL de 2-feniletilamina.
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Figura 14.2. Curva de la energia solar diaria esstacion CARIACO. La linea vertical indica el
periodo de incubacion realizado en CARIACO.
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INTRODUCTION
Frank Muller-Karger

The CARIACO (CArbon Retention In A Colored Oceanganographic time series program
focuses on collecting a comprehensive set of oggapbic observations at the CARIACO Station
(10°30'N, 64°40'W), in the deepest portion of thetern half of the Cariaco Basin, off the coast of
Venezuela. The CARIACO program was establishe®Bblo function as a time series facility that
produces timely, high-quality oceanographic dat&eg objective of this effort is to serve the
international ocean carbon and biogeochemistry (&2l paleoclimate research communities by
maintaining a long-term ecosystem observing fagailitthe Cariaco Basin.

CARIACO is one of the three ocean biogeochemistng tseries stations established around the
world with support from the National Science Fourma(NSF) and of local governments and
institutions. The other two are A Long-term Oligihic Habitat Assessment (ALOHA; 22°45'N,
158°00'W) and the Bermuda Atlantic Time-series ${BRTS; 31°45'N, 64°10'W). While ALOHA
and BATS serve as facilities to study change inNbgth Pacific and North Atlantic Ocean,
respectively, the CARIACO time series is located icontinental margin setting. The Cariaco Basin
exhibits about twice the primary production andicat particulate organic matter flux observed at
oligotrophic locations. CARIACO also provides arpogunity to study biogeochemical and
ecosystem processes in the euphotic and twilighégalong an oxic/anoxic gradient.

Monthly cruises have been conducted since Octo®@5 1o collect a set of core observations in
both oxic and anoxic waters at the CARIACO Statmmeasure temporal variability and trends

that span seasonal, interannual and interdecanaldcales. The time series addresses the scientific
objective of understanding the relationship betwegrography, community composition, primary
production, microbial activity, terrigenous inpusgdiment fluxes and biogeochemical cycles in the
water column, and how changes in these processgseserved in seafloor sediments.

The CARIACO ocean time series owes its successitovaer of factors. The understanding that a
good observation, a good datum is critical to cahdaience is of primary importance. The
scientists, technical staff and students engagedliacting observations within the framework of
the CARIACO program are dedicated to continuousiyitoring the quality of the data collected,
and to revising methods and technigues to enserkitfhest standards are met for every
observation collected.

Another key factor is the strong collaboration bsted between participating scientists. The three
U.S. universities (University of South Florida, i\dersity of South Carolina, Stony Brook
University) and four Venezuelan institutions (Fucida La Salle, Univ. Simon Bolivar, Univ. de
Oriente, and the Centro de Procesamiento de Imapanlved in collecting the core CARIACO
observations have tight research and administrétike that enable frequent, rapid and effective
communications, transfer of samples and data, teehaissistance, and funds as required.

Another key to success is making all data opendylable as soon as the number is deemed to be of
high quality and useful to conduct science. Bagardgraphic, biological, and chemical data
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collected under the CARIACO program are routinediingered to the National Oceanographic Data
Center (NODC-NOAA) and to NASA’s SeaBASS datab&¥e.also collaborate with and fully
support the Ocean Carbon and Biogeochemistry Dat@alglement Office (OCB DMO
http://ocb.whoi.edu/cariaco.html; PIl: D. Glover/WHJunded by the NSF. All data are made
available for public use through the Internet pertdtp://cariaco.ws (Universidad Simén Bolivar,
Venezuela) and http://imars.usf.edu/cariaco/index.h

Local support is also critical to establish andmtein the time series program. The CARIACO
program benefits from significant logistical elertsggnnfrastructure, interest and support in
Venezuela. Fundacién la Salle de Ciencias Natu(&leASA) has served as the principal base for
all field operations and is the interinstitutiohaib in Venezuela. FLASA administrators and
scientists have assisted in all aspects of our work

The CARIACO program is also known and is respefteds scientific leadership in Central and
South America. It has served as a model for othBonal ocean observing programs in the region.
In September 2006, the CARIACO program was recaghaét the Headquarters of the Venezuelan
Navy by the Intergovernmental Oceanographic ComomsgOC-UNESCO/IOCARIBE) for its
excellence in research and contribution to scientiévelopment in marine science in the region.

This manual was written by scientists and techngiengaged in CARIACO to document the
methods used to collect the core of select obsensthat constitute the time series program. The
manual explains the methods in both English anchiShao make them accessible to scientists and
technical personnel interested in the CARIACO detd in the operation of the facility, and to those
who are interested in implementing similar meas@mnprograms. This manual is one of the
outcomes of the strong educational efforts condlibtethe CARIACO program to train scientific
personnel and students in the collection and aisatyhigh-quality observations. The effort to
develop the manual was inspired in the US JGOFSBAiEthods manual (UNESCO, 1994), and
includes modifications and new methods now usederCARIACO program.

References

UNESCO. (1994). Protocols for the Joint Global @cElix Study (JGOFS) Core Measurements.
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104



Method 1. Sampling Procedures
Yrene M. Astor

Introduction

The Cariaco time series station is located at 168°aad 64°40'W. The frequency of sampling is
monthly and each oceanographic cruise lasts 24hQare measurements require four separate
hydrographic casts using a rosette equipped W& 2, of 12 bottles with a capacity of 8 L.
Moreover, radiometric measurements, zooplanktors tamd measurements with an Acoustic
Doppler Current Profiler (ADCP) are also made. €dhll shows the parameters that are measured
in each cruise, and Table 1.2 indicates the segueiihie activities on board during a cruise.

The chief scientist coordinates the logistics alheaceanographic cruise, controls sampling and the
successful implementation of the sequence and sagnmiotocols. Prior to sampling, the chief
scientist informs the participants on the cruiséheftasks to perform and reviews with the stadf th
methods of collecting samples and the appropriggsegovation for each parameter. Instructions
indicating sampling protocol, preservation methfmisach parameter and precautions to follow are
placed in visible areas around the rosette andarnaboratories of the boat for possible
consultations. The specific protocol of the crufsa indicates the sequence of the casts, paraneter
to measure and the persons responsible for samginglso placed in work areas.

Hydrocasts

Measuring and sampling the basic variables atithe $eries station requires of four hydrocasts:
calibration, primary production, inter-deep andlisiva Each cast is done with a 12 bottle rosette
system (SeaBird, model SBE 32), and this systemqugpped with a CTD (SeaBird, model SBE

25). A summary of the sequence of the hydrocaststhd to which the bottles are closed, as well as
the order in which samples are taken are spedifi@@ble 1.3. Once the CTD-rosette system is on
board, it is washed with fresh water and the ctabecof different samples are carried out
immediately.
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Table 1.1. Variables measured in the hydrocastiseo0CARIACO project.

PARAMETER UNITS REFERENCES
Temperature °C SeaBird SBE 3F (6800 m)
Salinity SeaBird SBE 4C (6800 m)
Pressure db SeaBird SBE 29 (2000 m)
Fluorescence mg@m? |WETlabs ECO-FLRTD
Dissolved oxygen mLt SeaBird SBE 43

Beam attenuation m! WETLabs C-star

coefficient

Discrete salinity

Guildline Portaal

Discrete dissolved oxyge

M

Aminot and Chaussepied
(1993)

pH Clayton and Byrne (1993)
Hydrogen sulfide UM Cline (1969)

Total alkalinity umol kg Breland and Byrne (1993)
Nutrients uM Gordomtal. (2000)
Particulate organic carbgmug L* Sharp (1974)

and nitrogen

Chlorophylla mgClam® |Holm-Hanseretal. (1965)
Phytoplankton Cells mt | Several references
Primary production mgC rth* | JGOFS (1994)

Colored dissolved organian’

1

Bricaudetal. (1981)

matter
Particle absorption th Kishinoetal. (1985)
Total and dissolved UM Dicksonetal. (2007)

organic carbon/Total and

dissolved nitrogen

106




Table 1.2. Sequence of sampling at the CARIACQOastat

Sampling type Hour Depth (m)
Calibration cast 4:00 200
Primary production cast 4:30 100
In situ production buoy deploymeht ~ 7:00
Inter-deep cast 7:00 1310
Zooplankton tow 9:00 200
Recovery of production buoy 4 hours before deployinen
Radiometric measurements 11:30 100
ADCP cast 12:30 400
Shallow cast 13:00 160
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Table 1.3. Sequence of the casts and order of gagmpl

DEPTHS (m)

1] 7] 15] 25 mch 39 55 7% 140 130 10 400 250 |In B0oO B5m|4DJY 750 131

1=

4:15 Calibration

Continuous cast without collecting sample

4:30 Primary Production

Primary Production

Particle absorption

Phytoplankton taxonomy

Clorophyll and pheopigments

HPLC X[ x| x| x] x| x|[x] x| x
7:00 Intermediate-deep
Dissolved oxygen XX | XX | xx | xx | xx | xx
pH XX | x [xx| x| x| x| x| x] xx
Total organic carbon X X X | X
Dissolved organic carbon X X
Particulate organic carbon and nitrogen x| x| x| x| x| x| x| x| x
Bacteria X x| x| x| x| x| x| x] x
Salinity X | x Ixx] x| x| x| x| x| xx
Total alkalinity x| x| x| x| x| x| x| x| x
Nutrients x| x| x| x| x| x] x| x| x
13:30 Shallow
Dissolved oxygen XX | Xx | xx | xx XX | XX | xx | xx | xx | xx
pH xx | x| x| x xx [ x [ x| x [ xx] x
Colored dissolved organic matter X | x| x]x
Total organic carbon X X X X
Dissolved organic carbon
Particulate organic carbon and nitrogen| x | x | x | X X | x| x| x| x| X
Bacteria X X x| x| x| x| x]x
Salinity x| x| x| x x| x| x| x| x| xx
Total alkalinity X | x| x]x X | X | X | X | X]|X
Nutrients x | x| x| x x| x| x| x| x]x
mchl = chlorophylla maximum
X = number of replicates for each depth
IN = interface, limit between the oxic an@ @moxic layer
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Method 2. CTD Handling and Data Processing
Yrene M. Astor y Ramoén Varela

Introduction

The following describes the core measurements atalftocessing activities being undertaken to
obtain the CTD continuous profiles of basic pararsesuch as temperature, pressure and
conductivity, and additional parameters such azréiscence, dissolved oxygen, and light beam
attenuation coefficient. The instrumgrgickage(CTD and rosette) makes oceanographic casts in
real time, meaning that the values are read armatded simultaneously as the cast takes place. The
sensors that are part of thackageconvert environmental data in measurements oégelor
frequency. Based on these variables, salinity,ljef@nsity, etc., can be derived. This chapter
describes the type of equipment that is being asége Cariaco station, its operation and the
method employed to process data based on the reendations of Sea-Bird Electronics (2008).

All software is available directly from SeaBind\w.seabird.com

Equipment

The instrumenpackageused at the CARIACO Time Series Station consits®eaBird
SEALOGGER SBE 25 (instrument for measuring condhtgtitemperature and depth), a carousel
or rosette (model SBE 32) and a deck unit (moddt SB). The CTD records at a sampling rate of 8
Hz and has channels for seven auxiliary sensors c@lousel is an electro-mechanical device that
triggers the closure of bottles and collectionarhgles, and is equipped with 12 Niskin bottles. The
deck unit supplies energy that controls the calcuse allows the display of data in real time.

Sensors
The CTD includes the following sensors:

Pressure SeaBird Electronics, model SBE 29; depth ran@802n; accuracy: 0.1% of full
scale.

Temperature SeaBird Electronics, model SBE 3F; range froro-35 °C; accuracy: 0.002 °C;
resolution: 0.0003 °C; response time: 0.07 s; btgh®.002 °C yi*; depth range: 2000 m.
Conductivity SeaBird Electronics, model SBE 4; range: 0 tori ‘Saccuracy: 0.0003 S
resolution: 0.00004 S T response time: 0.06 s with pump; stability: 0 ®@ni* month*;
depth range: 2000 m.

Dissolved oxygenSeaBird Electronics, model SBE 43; range: 12084raton level on the
surface; accuracy: 2% saturation; stability: 2% first 1000 hours with a clean membrane;
depth range: 2000 m.

Light transmission WETIlab, model C-Star; path length: 25 cm; respdime: 0.167 s;
sensitivity: 1.25 mV; wavelength 660 nm; band widtf20 nm; depth range: 6000 m.
Fluorescence WETIlab, model ECO-FLRTD; range: 0.01 to 4&bL™; sensitivity: 0.01ug L™;
linearity: 99% R; Excitation/Emission: 470/695 nm; depth range 6600
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Most of these sensors require a constant flow eémta perform the measurementspédmp

(SeaBird Electronics, model 5T, 2000 rpm) conttbisflow. All sensors are placed in a cage
attached below the structure of the carousel I®tHach sensor is connected and set into the cage
of the CTD with a specific configuration to obtgirecise measurements of water characteristics.
SeaBird Electronics provides different settingggdaans for different applications
(http://www.seabird.com). The pressure, temperatorductivity and dissolved oxygen sensors
are sent to the manufacturer once a year for nraant® and calibration.

CTD Operation

Once on board and before sailing, test the instnipeckage(CTD and carousel) to verify
communication with the CTD, recording of data aottlb triggering. Upon arrival at the station,
prepare the CTD for deployment. First, establism@mnication with the instrument using the
programSeatermyerify the status of the instrument, and initialiagging. With theSeasave
program, prepare the display and format in readtiar data storage. All these programs come in
the Seasoft package (http://www.seabird.com). Turthe CTD just before beginning the cast.
Lower the instrumerpackageto a depth of 7 m and maintain at that level foniButes to
equilibrate the sensors. This period of stabil@ais necessary so the whole package comes to the
surface water temperature, the conductivity cetbwéth seawater, the pump is allowed to come
on, and sensors and instrument operation can deroed (SeaBird Electronics, 2008). Once
completed, bring the instrumepdckageclose to the surface and begin the cast. Befatiating

the deployment, stop data acquisition and restaving the file with the same name, in order to
eliminate the data recorded during the period abiszation. These data are erratic and inaccurate
and are usually removed during data processing.

Lower the instrumerpackageat a speed of 0.75 to 1 i antil the desired depth is reached. Verify
real-time operation of the sensors with the prog&sasaveDuring the downcast, identify the
depths at which water collection is desired. Afxantn the pre-established depths for Cariaco (see
Method 1), other interesting ones are the depth of cployth maximum, the depth of the oxic-
anoxic interface, etc. Samples are collected duhegipcast. The instrumeodckageis held for 2
minutes at each depth before closing each botéms$are flushing of the bottle and sensor
stabilization. The turbulence that is created dytire upcast can have an impact on the water
collected; therefore, it is advised to wait a readsde amount of time before closing the bottlese Th
water conditions at the moment of bottle closueeracorded by the CTD and the information
stored in a file with the extension .BL.

The data from each cast is recorded directly inéoship's computer in real time. For each cast,
register the file name, time, and GPS positiorhefghip. Keep a record of the problems that occur
while making the cast and any other relevant infdram about the weather or water conditions.
At the end of each cast, the progr@easav@roduces three files with the following extensions

* .HEX. Representation of the profile information as bydata in hexadecimal format
together with a header.

* .CON. Contains the configuration of the instrument aalibration coefficients used by the
program.
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.BL. Stores the information on water conditions attiime of closing each bottle.

Equipment Maintenance

Before the cruise

1.
2.

Check the CTD batteries.

The conductivity cell is very sensitive to matedaposited in the electrodes and cell. The
electrodes are prone to get dirty, and bacter@itir can be another source of impurities.
All of this leads to a change in the dimensionghefcell. Wash the cell with a non-ionic
detergent (Triton-X) before each cruise.

During the cruise

1.

After each cast and when the instrumgagxtkageis on board, turn it off and wash with tap
water to remove seawater on electronic instrumepesially rinse the conductivity cell, the
bottle triggers and the light transmission andrisgence meter windows. At the end of the
cruise, wash the whole with soap and water.

After the cruise

1.

2.
3.

Lubricate the connections of the instrument witlglat layer of silicone grease, which acts
as a lubricant and sealant. Avoid lubricants tlmeak the adhesion between nuts and bolts.
Check occasionally sacrificial anodes made of zinc.

Over time, springs and rubber seals on the baitiesveakened, allowing exchange between
the sample that is captured and the surroundingrmi@gkamine these parts regularly and
repair any leaks or replace any damaged material.

Regularly verify that the hose that connects theemaump with sensors is free of debris,
garbage and dirt to ensure a smooth flow of water.

Data Processing

Data processing for each cruise consists of coimgetthe raw data in scientific units from which
variables of interest are calculated, and reduesitte of data matrices to a more manageable scale.
Process the data using the software pack&feDataProcessing-Win3&eaBird Electronics, Inc.).
The steps to be taken for processing data fronCie model SEALOGGER SBE 25 are as
followed:

Stage 1 processing

1.

First step Transform the CTD raw data (.HEX file) into sdiéin units (.CNV file) using
theData Conversioimodule. This module creates a file with the exi@msCNV

containing the processed data. Graph the data tlengoduleSeaplotto check for the
presence of values that differ from the averagmbye than a specific number of standard
deviations. Remove outliers using the moddigdeditas many times as necessary. In
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parallel, theData Conversiommodule creates a file extension .ROS from the Blg

which contains information on water conditionsha time of bottle closure.
Determination of advanced coefficients in secondshwespect to pressurefhe CTD
sensors are not aligned physically in the instrurpankage Factors such as the pumping
speed, tubing setup, transfer time of water thrahgttubing, and rocking of the boat
generate records that do not correspond to the pansel of water (SeaBird Electronics,
2008). Use thdélign CTDmodule to correct this. This module aligns theadeith respect to
pressure and ensures that they characterize the gamel of water. This module uses
different coefficients for each variable, and thesefficients are chosen before starting
stage 2 of data processingor example, the advance of the signal with retsfpepressure
for the oxygen sensor varies between 3 and 7 ssecdimdchoose the most adequate time
period, run the modulalign CTDto the processed CTD file (.CNV file) from the
calibration cast using a range of possible advaoing a separate file for each one.
Graph the oxygen data for each test using the ne@kaplotand choose the value in
seconds that minimizes the difference between dhendast and the upcast. The value
chosen applies to all files obtained during thigse when running the modudign CTD
understage 2 of processing his procedure also applies to the light transmrsand
fluorescence meter data.

Stage 2 processing

1.

o o

Once the correct alignment values are establishedheFilter module with the processed
data (.CNV file). This module 'softens’ high fregag data. SeaBird provide the time
constants for each variable according to the mofigle equipment .For the SBE 25,
SeaBird recommends use of a low pass filter wiilna constant of 0.5 s for pressure and
a time constant of 0.03 s with conductivity.

Run the modul@lign CTD. For the SBE 25 with a standard pump of 2000 peaBird
recommends an advanced conductivity coefficient wespect to temperature of + 0.1 s.
The appropriate values for dissolved oxygen seffismmescence and light transmission are
determined as described in paragraph 3tafje 1 processind here is no need to align
temperature when using the CTD SBE 25.

In areas with strong temperature gradients, ieressary to remove the effects that the
conductivity cell thermal mass has on the meascoeductivity, to minimize the
difference between the downcast and the upcasthBbpurpose, use the moddell
Thermal MassThe typical values recommended by SeaBird famtiaé anomaly

amplitude (alpha) and thermal anomaly time congthiheta) for SBE 25 are 0.04 and 8,
respectively.

Run theLoop Editmodule to remove the data recorded when the Copgdrses below a
minimum speed (0.25 ni"sor when the pressure sensor shows an inversememtevith
respect to the direction of the cast due to rockidpe boat.

Calculate dissolved oxygen in mflandumol kg* using theDerive module.

Average data with the moduBin Averagespecifying the type of parameter to average
(pressure, depth, time or scan number) and theediesinge for interval.

Calculate parameters such as salinity, sigma-gr@atl density, potential temperature,
oxygen saturation, etc., using tBerive module.
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Calculate buoyancy (Brunt-Vaisala frequency, N) statbility (E) with moduldBuoyancy
Separate the file into downcast and upcast usiegnibduleSplit

10. TheBottle Summarynodule reads the file .ROS that is create®hta Conversion
module and writes a summary of the data in aBIEL. This file specifies what the water
conditions were at the time of closing the bottlEse file .BTL includes the number and
position of the bottle, date/time, and all variabdelected.

©

Stage 3 processing
The following corrections are taken from instrunsgrovided by SeaBird Electronics (2008).

1. Correction of salinity with discrete sampleBuring the upcast, take samples for discrete
salinity measurements. These are used to calitiratealinity derived from the CTD
conductivity sensor readings. The correction is enaslfollows:

a. Examine the processed data obtained duBitagie 2 processingnd choose a section of
the profile where the values of salinity remain stant.

b. Within this section, select two depths. From thELRles, extract pressure,
temperature, conductivity, and salinity of these thepths and put these data into a
spreadsheet. Include in a separate column theetissalinity values for these two
depths.

c. Calculate the conductivity of the discrete samplthe two depths using the module
SeacalcW

d. Calculate the slope between the two depths withidl@ving equation:

m = (A*B)+(C*D) (1)
(A*A)+(C*C)

where

A = conductivity of the CTD at depth X.

B = conductivity of the discrete sample at depth X.

C = conductivity of the CTD at depth Y.

D = conductivity of the discrete sample at depth Y.

e. Introduce this newn value in the conductivity coefficients of a newilzaation file
(.CON) for the cruise, saving the file with a drtfet name. Repe&tages 1 (First step)
and 2using the new calibration file.

f.  Verify the validity of the correction, by makinggaaph of the salinity data of the
downcast, before and after the correction, alortf thie discrete salinities of the sample
and compare the salinities. If the difference betwtne corrected data and discrete
salinity decreases with respect to the differeretevben the uncorrected data and the
discrete salinity, the correction is valid.

2.  Correction of dissolved oxygen with discrete sanspkes with salinity, a series of discrete
dissolved oxygen samples are collected in the amxatgel layer during the upcast and are
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used to calibrate the data calculated from therdscof the oxygen voltage sensor. The
correction is made as follows:

a. From the .BTL files, extract pressure, depth, terappee, SBE 43 voltage, and oxygen
saturation in ml ! of the depths where discrete samples were cotléntthe casts, and
put these data into a spreadsheet. Include inaatepcolumn the discrete dissolved
oxygen values obtained with Winkler titration.

b. CalculateTcorT with the following formula:

TcorT =Tcor* T (2)
where
Tcor = Tcor coefficient found in the calibration file.
T = water temperature (°C) for each depth.

c. Raise the estimated val@ieorT to the exponentige'"").

d. CalculatePcorP with the following formula:

PcorP = Pcor * P (3)
where
Pcor = Pcor coefficient found in the calibration file.
P = pressure (db).

e. Raise the estimated val@eorP to the exponentiak{®™).
Calculate Phi with the following formula:

-

Phi = €°° * OxiSat (T,S) * & (4)
where
OxiSat (T, S) = saturation level (in m*L.to the temperature and salinity at which the
sample was captured.

g. Make a graph @Winkler/Phi versus voltage of SBE 43 sensor.

h. Calculate the linear regression of the data.

i.  The calibration coefficierffocfor the oxygen sensor is equal to the slope ofjthph,
and theVoffset ratio is equal to the constant of the linear regjmesdivided by the slope
of the curve.

] Introduce these two new factors in the oxygen adefits of a new calibration file
(.CON) for the cruise and repestiages 1 (First step) andusing the new calibration
file.

k. Verify the validity of the correction calculatine difference between the CTD
uncorrected dissolved oxygen values and discrdteesabtained with Winkler
titrations, and the differences between the CTDembed dissolved oxygen values and
the discrete values.

I.  Make a graph of these differences against diseadtees. Examine whether the
correction reduces the difference between the Caia dnd the discrete values.
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m. Make a graph of the CTD uncorrected dissolved omydpta along with the corrected
ones and the discrete samples. Examine whethepthected data agrees with the
discrete samples.

Correction of light transmission datalhis sensor measures both light transmission (%T)
and beam attenuation coefficient (c). Calibratibawdd be carried out in air shortly before
the cruise, preferably in a laboratory under stabladitions. Once the calibration is
completed, calculate the new coefficients and caahgm in the calibration file ((CON).
This allows having a real-time value adjusted far $ensor that does not require a later
correction.

For calibration, follow the instructions provideg $eaBird in its Application Note No. 7,
March 2004. The values are:

Light transmission (%) = (M * Voltage output) + B 5)
Attenuation coefficient (c) =1(z) * In(T) (6)
where
M, B = calibration coefficients.
z = path length of light beam in meters (0.25 m A&4s model C-tar).
T  =light transmission (in decimals) which is tih@tsmission in percentage divided
by 100.

a. Calculation of M and B Connect the CTD to a computer and with 3saternprogram
choose the configuration option SBE 25. Withoubiing on the CTD, activate
commands>ds to awaken the CTD arwr to turn on the sensors. The display
generates a list of voltages of each sensor segibgtcolumns. Block the path of light
with a piece of black felt to find out which coluraarresponds to the light transmission
sensor. The voltage values that tend towards zerthase belonging to this sensor.
Clean light transmission sensor windows to elimeraaty stain or coating. Rub the
window slightly with lens paper moistened with dist water, free from any impurity
or dust, and dry with a new lens paper. Do notstubngly on the windows. Repeat this
operation about three times or until the voltagehenscreen reaches a maximum value.
Write down this voltage as "Al". Proceed to bldak tight beam with a black felt on
the side window of the sensor. Write down the \g@teneasured as "Y1".

The calculations to determine M and B as indicég&eaBird are:

M= (@orva) (v 0

B=-M*Y1l (8)

where

AO = output voltage in air, supplied in the caliibva certificate.

YO = output voltage in darkness or zero (light paltbcked) provided in the calibration
certificate.

115



WO = output voltage in pure water supplied in thkbration certificate.

Tw = percent transmission in pure water, relativeséter (100%, the estimated value
provides attenuation coefficient, cue to particles) or to air (90.2% using this
percentage the attenuation coefficient calculatexwhich is equivalent to the
attenuation due to water and particles).

Al =voltage measured when adjusting the calibmaticair.

Y1 = voltage measured when adjusting the calibnadioring the light path blocking.

Change the coefficients M and B in the calibrafiea(.CON) using thé&Seasave
program.

NOTE. In Cariaco, the value estimated is the beam w@dtteon coefficient caused by
particles or water,;660), Tw = 100. For the beam attenuation coeffiticaused by
particles and water (c), the constaptc0.364 ni is added to £(Bishop, 1986).

This adjustment is performed to correct the diifth@ equipment. If the amplitude of
the adjustment is too wide, it indicates a stronfy dr appropriate adjustment is not
reached after several attempts. Send the equipméme manufacturer for a checkout
and calibration. Verify the equipment performanaemy its operation when measuring
the transmission of light in deep ocean watersQG01m) virtually free of particles. In
this case, the light attenuation coefficient shdadctlose to pure watey, & 0.364 .

At the Cariaco station, the particle minimum isridwat 500 m deep.

Correction of fluorometer dataThe goal to measure tiresitufluorescence (F) is to
determine the distribution of phytoplankton in thater column. The level &f varies
considerably in direct relation to the amount dbobphyll present in response to
environmental conditions, taxonomic composition aellis physiological condition§:. is
expressed in output voltage units of the equiproent relative units. Only when there is a
calibration betweem situ chlorophyll (Chla) samples and measurement$-of is

possible to report correctédin chlorophyll units of mg M or pg L%, It is important to
perform this calibration with samples collectedliffierent depths as the relationship
between Ché andF varies along the water column (Rueda, 2000). Nwethe data
generated by the fluorometer during CTD procesanegexpressed in units equivalent to
mg m? of chlorophyll because this is specified in theDCdonfiguration file. This does not
mean this is correct.

Adjustment
The adjustment is derived from the expression:

F

Chla= —— 9)
(m*z+b)
where
Chl a = chlorophyll concentration estimated from the fesrence.
F =in situ fluorescence equivalent to mg*rof chlorophyll.
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z = depth (m)
m = linear regression line slope.
b = linear regression constant.

The steps to follow are

a. Extract the value df from the .BTL file at the same depths at whiclcdite Chla
samples were taken (eight depths in the case ofl E8R).

b. Calculate the relationshifChl a for each discrete depth.

c. Make a graph with the value of the relationdRi@hl a versus depth. Calculate the
correlation and linear regression of this set aéd&he correlation can be strong or
weak, as well as the sign of regression can beip@sir negative.

d. Using a spreadsheet, copy the columns with theegadfi depth and the value efrom
the .CNV file. Calculate the correct€dF.or) in a third column.

_ F
Feorr = m (10)

e. Make a graph with thE uncorrected data, along wil.r and discrete samples.
Examine whether the corrected data coincide wighdikcrete samples. In most cases,
the adjustment is acceptable.
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Method 3. Determination of Salinity
Yrene M. Astor

Introduction

This procedure describes the method for the detertion of salinity in seawater within the range
of 0.004 to 76 mS cth(salinity 2 — 42).

Principle of Analysis

The Practical Salinity Scale 1978 (PSS 78) defthessalinity of seawater as the conductivity ratio
(K15) between a seawater sample at a temperature 9 Hxd pressure of 1 atm to that of a KCI
solution with a mass fraction of 32.4356 qg'kuf solution at the same temperature and pressure
(Lewis and Perkins, 1981). A salinometer is usedntasure this conductivity relationship at a
constant temperature. This instrument compared&othgthe seawater sample conductance against
an internal reference, which is standardized ag#neslAPSO standard seawater.

Interferences
1. Conductivity is a measurement of the mobility oé tions to carry a charge through a
solution. Since conductivity is affected by tempera, all measurements should be made
at a constant temperature. When temperature ribes,thermal movement of ions
increases, and therefore conductivity increases.
Materials
1. Transparent glass bottles, 250 ml capacity, witstt screw cap and liner. Bottles are
kept with water from previous sampling to prevehe tsalt crystal buildup due to
evaporation and to maintain equilibrium with theagg (Knapet al., 1997). Every six
months, acid wash the bottles (10% HCI) and ringle distilled water.
Equipment
1. Salinometer Guildline, PortaSalmodel 8410A. Range: 0.004 to 76 mS twith a
resolution of + 0.0003 mS ¢Mm(S = 35 and 15 °C). Accuracy + 0.003 units of ficat
salinity.
Reagents

1. Standard Seawater IAPS@r calibration of the instrument.

Sampling
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1. Discard the water remaining in the bottle and ritgee times with the new sample. Fill up
to the bottleneck, and dry the mouth and the lithwai paper towel before closing. Collect
one or two replicates in each cast.

2. Keep the bottles at room temperature away fromligig and in an upright position.
Sample analysis must be made no later than onehnadtetr the cruise.

Sample Analysis

1. The salinometer is calibrated according to manufacts recommendations (Guildline
Instruments, 2006) using standard seawater IAPSSQaAdard solution is used to calibrate
the equipment at the beginning of the analysis,asdcond calibration is done at the end
to check the drift of the apparatus.

Samples are open only at the time of analysis.

Shake the bottle gently to eliminate any gradieasent in the bottle before opening. Three
measurements are made for each sample.

w N

Calculation and Expression of Results

The salinity calculations are based on the definiof Practical Salinity Scale (Lewis and Perkins,
1981; Unesco, 1981).

Quality Control

A graph of the results is made against depth aheksaare compared with average salinitiess+ 2
for each depth calculated from the discrete sangflédse Time Series data from the last three years.
In addition, the data is matched with the salif@ff/D data to identify outliers. Duplicate samples
from deep water (Z = 1310 m) agree = 0.003 unitsatihity from cruise to cruise.
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Method 4. Determination of Hydrogen Sulfide
Xiaona Li and Yrene Astor

Introduction

This procedure describes the method for total tissiosulfide (HS, HS and $) in seawater using
a spectrophotometric method described by Clineg186d modified according to Hayetal.
(2006). The results are expressed in unitsnodl L™ of sulfidein seawater. The range of
concentration is between 0 and 1Q@0ol L. The accuracy of the method is 3.3% and the
detection limit of the analysis is Ouénol L™,

Principles of Analysis

Hydrogen sulfide present in seawater samples reatitsa solution of acidic ferric chloride and
N,N-dimethyl-p-phenylenediamine sulfate to form hyéne blue which can be subsequently
measured by spectrophotometry.

Interferences

1.

2.

The presence of bubbles, agitation and sample miatipn during sample collection or
handling of standards can result in errors becthesecan introduce oxygen to the sample.
The stock and standard hydrogen sulfide solutioav@ry unstable and the concentration
of the standard solution can change quickly (befloeeZn(Ac) fixing reagent is added). It
is important to perform the analysis in less thdro@rs after addition of the diamine.

Color development depends on the pH of the sartipdeefore, dilutions are made with
seawater free of sulfur to buffer pH.

The presence of thiosulfate in the sample may inthke reaction that develops color, the
inhibition time depending on the concentrationfobdsulfate.

Materials

1.
2.
3

ok

Automatic pipette with capacity of 5 mL.

Vials with a capacity of 20 mL.

Glass syringe, capacity 10 mL (Hamilton gas-tigtith Teflon® tip plunger. This syringe
should be tested to make sure bubbles could dasigxpelled from syringe. Some
syringes have a shape that makes this very diffisalseveral syringes should be
purchased and tested prior sampling.

Plastic syringe, capacity 60 mL, with Tydotubing 60 cm in length, connected to its tip.
Transparent Tygdhtubing for water sampling from the Niskin bottlieternal diameter no
greater than 4 mm. Use silicon Ty§Jabing in case dissolved or total organic carbon
samples are taken afterwards. Soak the tubingeemcteawater for 24 hours before the
cruise to minimize the amount of bubbles that sticthe tubing during sampling.

Equipment
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1. Spectrophotometer, equipped with cells with optpathlength 1 and 10-cm.
Reagents

Depending on the concentration of sulfur presemihénsample, the concentrations of reagents and

dilution factors vary. See Cline (1969) for sampléth concentrations lower than 3 or more than 40
-1

umol L.

1. Zinc acetate solution (0.05 MWeigh 1.1 g of zinc acetate (Zn(g@EOO), Zn (Ac)) and
dissolve in 100 mL of distilled water. The reagmsmgtable and it is used to fix the sulfide.

2. Mixed diamine solution (sulfide concentrations beten 0 and 44:mol L™Y). Weigh 4 g of

analytical reagent quality ferric chloride (FeGind 1.6 g of N,N-dimethyl-p-

phenylenediamine sulfat€sH1,N1,H,0,S, molecular weight: 234.28 g ol Add to 100

mL 6N HCI and mix. The reagent is stable for a rhahstored in an amber bottle at 4 °C.

Nitrogen gas

Distilled water free of oxygernPrepare boiled distilled water and let it reambim

temperature while bubbling with nitrogen gas.

5. Stock sulfide solutionPrepare just before beginning the analysis. BBArmL degassed

distilled water while the water is still hot (to minize oxygen diffusion) into a 250 mL

volumetric flask, and pour 90 mL of degassed destilvater into a second 100 mL

volumetric flask, bubbling nitrogen gas into boldsks while the water reaches room

temperature. Blot ca. 0.5 g of analytical qualdgisim sulfide (NaS.9HO) with a Kimwipe
or paper towel. Make sure towel does not sheddibafrite down the exact weight of the
solid to calculate the exact concentration of teelsand standard solution. Add the solid to
the 250 mL flask, mix and fill to the line of thelumetric flask with degassed distilled
water. Dissolve the solid completely. Pipet 5 mac&tsolution to the other 100 mL flask to
make a more diluted standard solution. These swisitshould be used immediately. During
the preparation of the stock solution, keep aitacito a minimum; hence, both the
weighing of the reagent as well as the dissolutiaime flask should be implemented as
quickly as possible. These solutions are very nhstaherefore, stock solution preparation
and calibration curve should be made as quickiyossible.

Sulfuric acid solution(1:1, v/v).

Starch indicator Dissolve 1 g of soluble starch in 100 mL of dlistl water and heat until

turbidity disappears. Add a few drops of chlorofampreservative and refrigerate. This

solution is stable for 2 weeks. Renew again if geflue color is not developed when
titrating.

8. Standard thiosulphate solution (0.01 NDissolve 2.48 g of sodium thiosulphate
(N&S03.5H,0) in 1000 mL of distilled water. This solutionusstable, so prepare before
each analysis and keep refrigerated in an ambde liohot used immediately. Normalize
every day.

9. Potassium iodate standard solution (0.01.NDry the potassium iodate (Kiin an oven to
105 °C for one hour, cool in a desiccator and weigctly 0.3567 g. Dissolve in distilled
water and adjust the volume to 1000 mL. This sotuts stable indefinitely if evaporation is
prevented.

b w
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10. Potassium iodide solutiorDissolve 20 g of potassium iodide (Kl) in 100 wiLdistilled

water.

Sampling

Samples are taken in triplicate and should beiteednes to be sampled from the Niskin bottle.
Hydrogen sulfide is volatile, and it oxidizes veapidly when exposed to oxygen; therefore, it is
important to take precautions during sampling ®vpnt this interference.

1.

Place a 60 mL plastic syringe barrel in a ring dtelamp and connect the Tydotubing to
the spigot of the Niskin bottle (Figure 1). Allohet flow of water to fill the barrel from the
bottom, rising up through the syringe. Flow shdpddcontinued at a slow rate during
sampling, which minimizes contact with air andumt prevents the formation of bubbles.
Place the tip of the gas-tight syringe below théame of the ascending flow and rinse the
glass syringe three times with the water sampl@t ¥ay bubbles that are trapped after the
first rinse. Collect 4 mL of sample while maintaigithe time of contact between the
piston and the sample to a minimum. Avoid the fdramaof bubbles during sampling.
Place the sample in a 20 mL vial slightly tiltedttkontains 0.5 mL Zn(Ag)as fixing
reagent. The inclination reduces the reaction tieteveen the sulfur in the sample and
Zn(Ac),. Screw top on tightly and stir gently but makeestinat any Zn(Ag)on cap is
included.

Store the sample at 4 °C in the dark as soon aslpesAt this temperature, the sample
can remain stored for up to one month.

In a plastic bottle of 1 L, collect enough watemfra depth with a similar alkalinity to
samples so buffering will be similar between sampled standards. Store at 4 °C. This
waterfree of sulfur is oxygenated and used for pH control for theasidilutions to be
done both to samples as well as to the standanticus.

Sample Analysis

Turn on the spectrophotometer 15 minutes beforehety the analysis to stabilize.

1.
2.

3.
4

Samples must reach room temperature before begimmalysis.

Add 0.05 mL (5QuL) of the mixed diamine solution with an automatipette. Stopper
immediately and shake the vial.

Let the solution stand for 20 minutes protectedfimht.

Dilute sample with 5 mL of seawater free of sulfi@®ver and mix quickly. Let the

solution stand again for 15 minutes protected figimt.

Measure the absorption of the samples in a 1-chatél’0 nm for samples containing
sulfur concentrations greater thaprol L™. For those with concentrations lower than 3
umol L™ use a 10-cm cell.

Samples with high concentrations of hydrogen selfithy have to be diluted once the
color has fully developed. However, this is notormended as it increases the uncertainty
of the method. The highest absorption should betlesn 0.8 since the agueous methylene
blue solutions do not conform to Beer’s law at hegimcentrations (Cline, 1969).
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Calibration

1.

ok

The range of concentration of the calibration cislveuld cover the range expected in the
samples to study. See Cline (1969) for more desditait reagents preparation and dilution
factors for concentrations greater than 40 pniol L

Solutions for standard curveFor a sulfur concentration range between 0 tor6l L™,
volumes of 0.1, 0.2, 0.3 and 0.4 mL of the standatdtion are added in vials containing
0.5 mL of Zn(Ac).

Dilute with 4 mL of seawater free of sulfide, arata@.05 mL (5QuL) of the mixed

diamine solution with an automatic pipette. Covad avert the vials.

Allow the diluted standards to rest for 20 minytestected from light.

Dilute with another 5 mL of seawater free of sudfidnd let stand again for 15 minutes
protected from light.

Measure the absorption of the standard solutioaslircm cell at 670 nm. The
concentration of sulfur in each vial is calculatexin the amount of sodium sulfide added
and dilution factors.

Standard Solution Calibration

Carry out the calibration of the standard solutmmediately after its preparation:

1.

w N

No Ok

Add 10 mL of potassium iodide solution and 10 mlthef potassium iodate solution to six
Erlenmeyer flasks with barrelhead stopper.

Add 1 mL of BSO, to each flask.

With a calibrated volumetric pipette, add 50 mltloé sulfide standard solution to three of
the flasks, and 50 mL of oxygen-free distilled watethe other 3 flasks.

Allow to stand for 10 min.

Titrate with standard thiosulfate solution usingtarch solution as indicator.

The volume of thiosulfate among replicates shogi@a to within + 0.05 mL.

Calculate the amount of,8 present with the following formula:

(A-B)

pumol L' H,S =10°* M * (1)

where

A = average titers of the three solutions withaufws, in mL.
B = average titers of the three solutions withwaylin mL.

V = volume of the sulfur standard solution, 50 mL.

M = concentration of the thiosulfate solution (rhdl).

Blank Analysis

The amount of hydrogen sulfide in seawater withgaxyis negligible, so it can be used as a blank.

1.

Place in a vial 0.5 mL Zn(Agland add 4 mL of seawater free of sulfide.
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Add 0.05 mL of the mixed diamine solution with ari@natic pipette, stopper and mix.
Let the solution stand for 20 minutes.
Measure the absorption in a 1-cm cell at 670 nne. Vidilue obtained depends on the purity

and concentration of the reagent, turbidity ofghenple and the difference between cells
(Cline, 1969).

Hwn

Calculation and Expression of Results
The amount of hydrogen sulfide dissolved in seamiatealculated using the following equation:

[H,S (umol L] = 2.388- (Abss— Abs,) @)

P

where

2.388 = dilution factor (calculated from the volwre Zn(Ac) + sample + water free
of sulfur + diamine solution)/4.

Abs; = absorption of the sample.

Abs, = absorption of blank.

p = slope of the calibration linear curve caloetbfrom sub-standard solutions with
absorption less than 0.8.
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Figure 1: Sampling method for,H samples.
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Method 5. Determination of Dissolved Oxygen
Yrene M. Astor

Introduction

This procedure describes the method for the detertion of dissolved oxygen in seawater through
a technique based on the Winkler method (Winklg8g88l Carpenter 1965), modified by Aminot
and Chaussepied (1983). The detection limit is @06.™, the accuracy of the method is + 0.03
mL L™

Principle of Analysis

Dissolved oxygen in the sample reacts with mangamea strong alkaline medium to generate a
precipitate (MNnO(OHy). The sample is then acidified to a pH betweerahd 2.5 that would
dissolve the precipitate and release iodine in tiies equivalent to chemically dissolved oxygen
content in the original sample. The iodine reledsedrated using a standardized solution of
sodium thiosulphate, which reduces the iodine ¢liide. An indicator solution (starch) detects the
endpoint of the titration. With this method, fouol®s of thiosulphate are equivalent to one mole of
dissolved oxygen (Aminot and Chaussepied, 1983).

Interference

1. In waters with high concentrations of oxidizing atgeand/or reductants (iron, sulfite,
thiosulphate, nitrite, etc.), positive or negativeerferences are present. Organic
compounds susceptible to fix iodine as well as wutres that are oxidized in an acid
medium are another source of error (Aminot and Gbapied, 1983).

2. Introduction of air bubbles inside the bottle aslae in the Tygofi tubing used for
sampling produces positive interference.

3.  The transfer of the sample as well as vigorousatgit favors the dissolution of air in the

sample and the loss of iodine because of its WyafT his is avoided titrating in the same

flask where the sample is taken.

The titration should be done quickly to avoid atptteric oxidation of iodide to iodine.

The visualization of the titration endpoint is difflt in waters that have elevated levels of

color due to the presence of organic matter asasedif turbidity.

ok

Materials

Volumetric pipettes (10 and 100 mL).

Automatic dispensers (0 to 2 mL).

Automatic pipettes with capacity of 1 mL.

Pyrex flasks, 125 mL capacity, used for determinaayne, with barrelhead stopper that
project above liquid seal trough to facilitate resaloof stopper. Wash the flask previously
with distilled water and dried completely. Eaclskand stopper must be identified and
kept together at all times. The volume of the flasth the stopper on should be calculated
gravimetrically (see sectiddetermination of Sample Volume.

o PE
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5.

Tygor® tubing for sampling the Niskin bottle, with a diarer no larger than 4 mm. Use
silicon tubing of the same diameter in case tatalissolved organic carbon (TOC and/or
DOC) are taken following oxygen sampling.

Equipment

1.
2.
3.

Piston burette with a resolution of 0.01 mL.
Magnetic stirrer.
Analytical balance, with appreciation of 0.1 mg.

Reagents

1.

Manganese solutionDissolve 600 g of manganous chloride tetrahydeG@p4H,0), or

670 g of manganous sulphate tetrahyde (Mn&@0O), or 560 g of manganous sulphate
dihydrate (MnSQ@.2H,0), or 510 g of manganous sulphate monohydrate MhLO) in
1000 mL of distilled water. Keep at room temperatur

Alkaline iodide solution Dissolve 320 g of sodium hydroxide (NaOH) in 360 of

distilled water. Dissolve 600 g of sodium iodideafNin 300 mL of distilled water while the
solution is warmed up. Mix the two solutions atmotemperature and adjust the volume to
1000 mL. If the samples have nitrite in quantitied pmol L}, add 10 g of sodium azide
(NaNg) dissolved in 40 mL of distilled water before astjng the volume. Keep at room
temperature.

Sulphuric acid solution Dilute 280 mL of concentrated sulphuric acig®@y, d =1.84 g
mL™) in distilled water. Adjust the volume to 1000 mL.

Starch indicator Dissolve 1 g of soluble starch in 100 mL of dlistl water and heat until
turbidity disappears. Add a few drops of chlorofampreservative and refrigerate. This
solution is stable for 2 weeks. Renew again if eefue colour is not developed when
titrating.

Standard thiosulphate solution (0.01 NDPissolve 2.48 g of sodium thiosulphate
(N&S03.5H,0) in 1000 mL of distilled water. This solutionusstable, so prepare before
each analysis and keep refrigerated in an ambd#e liohot used immediately. Normalize
every day.

Potassium iodate standard solution (0.01.NDry the potassium iodate (K¥pin an oven to
105 °C for one hour, cool in a desiccator and weigctly 0.3567 g. Dissolve in distilled
water and adjust the volume to 1000 mL. This sotuts stable indefinitely if evaporation is
prevented.

Determination of Sample Volume

The volume of sample in each flask should be knaith precision. The volumes are obtained by
weight as follows:

1.
2.

Mark each flask along with their stoppers.
Wash and rinse with distilled water each flask, idrgn oven approximately at 100 °C and
allow it to reach room temperature.
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No o

Weigh each empty flask with its stoppers.

Fill the flask with distilled water and put the gper on without leaving any air bubbles
inside. Dry thoroughly, especially around the cag at the edges with absorbent paper.

Weigh the flasks with distilled water.

Measure the temperature of distilled water insigeflasks.

Calculate the volume of water with the followingrfaula:

P.-P

5 (1)

Vmy =

where

P1 = weight of the empty flask (g).

P, = weight of the flask with distilled water (g).

D = density of distilled water at the temperatuf¢he measurement (g rifl.

The density of distilled water at different tempgaras is shown in Table 5.1.

Sampling

1.

2.

4.

5.

The samples for dissolved oxygen are collected fitmerNiskin bottles after taking
samples for hydrogen sulfide. Samples are takem avieplicate.

Transparent flexible TygShtubing is used to collect the sample. This redtices
introduction of air bubbles while sample is takRaise the end of the hose, open the water
flow and remove air bubbles by pressing the tulrtg your fingers. Place the flask in an
inverted position and locate the tubing to thedmotof it. Rinse the flask and its stopper
twice with the sample before sampling. Place taskflin upright position and allow the
water overflow before stoppering. Calculate theuvoé of water that should overflow by
estimating the time the bottle takes to be filleénd then allow water to continue
overflowing for a period equivalent to twice themé. While filling the flask hit the bottom
with the stopper to prevent any bubbles to adhetkd glass. Remove the hose, by slowly
lower the flask until the hose is ~ 1 cm belowwaer surface. Close the flow and remove
the tubing with care. )

Before placing the stopper, dddimediately 0.8 mL of the manganous solution agd 0
mL of the alkaline solution, placing the tip of atispenser below the surface of the
sample while trying to avoid the formation of budxblwvhile adding the reagents. Stopper
firmly, without remaining bubbles inside, and mixibversion at least 15 times. Allow the
precipitate to settle half way down the flask al@@iminutes and mix again.

Place seawater into the barrelhead stopper to alrgitess and gas diffusion. Keep the
flask at room temperature protected from light.

Analyze samples over a period no longer than 24shafter sampling.

Sample Analysis

1.

Before the analysis, allow the samples and reageat$ room temperature.

" The dose of each reagent depends on the flasknealised at a proportion of 6 mL per liter of sample
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In the laboratory, withdraw the water that is ardtme barrelhead stopper top of the flask
before beginning the analysis, trying not to causkeulence in the sample that could
disturb the precipitate. Remove the stopper anefally add 0.8 mL of sulphuric acid
solution. Mix the solution with a magnetic stirterdissolve the precipitate completely.
Titrate directly into the flask in less than an haith sodium thiosulfate solution 0.01 N
until obtaining a pale yellow colour.

Add 1 mL of starch indicator, which turns the smatblue. Continue titrating slowly until
the solution becomes transparent and remain s20fseconds. The titration should not
take more than 3 minutes.

Thiosulphate Calibration

A minimum of three standards for each group of damghould be done.

ogbhwbdpE

Add 10 mL of the potassium iodate standard soludi@i N in a clean flask.
Add approximately 100 mL of distilled water.

Add 0.8 mL of sulphuric acid solution and mix.

Add 0.8 mL of the alkaline solution and mix.

Titrate immediately following steps 3 and 43dmple Analysis

Determination of Blank

Analysis of blank (B.s). Reagents may contain reducing or oxidants imiggrthat may be
controlled by doing a blank.

NoakRwWNRE

Add 1 mL exactly of the potassium iodate standatdten 0.01 N to a very clean flask.
Add 100 mL of distilled water with a volumetric jgipe.

Add 0.8 mL of sulphuric acid solution and mix.

Add 0.8 mL of the alkaline solution and mix.

Finally add 0.8 mL of the manganous solution anxl. mi

Titrate immediately until the point of equivalentg).

Add again 1 mL of the potassium iodate 0.01 N saath@olution and titrate immediately
with thiosulphate (Y).

The analysis blank is:

Bana =(Vl - V2) (2)

Standard blank (Bs). Repeat steps 1 to 8 as described fggBut do not add manganous
solution.

Calculation and Expression of Results

The concentration of dissolved oxygen is calculatgidg the following equation:
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[0, (mL L™Y)] = 559.8*

where

(VT — Bang)

(Vstd - Bstd)

* (Vsam— VI') - 001

VT = thiosulphate volume used for titrating the géen

Bana= analysis blank.

Vg = average volume of thiosulphate used to titragetiinee standard solutions.

Bstg = standard blank.

Vsan= Sample volume in the flask (see sect@termination of Sample Volume.

V, =volume of reagents used to fix the sample.

References

3)

Aminot, A.; Chaussepied, M. (1983). Manuel de AsalyChimiques en Milieu Marin. Francia:
Centre National pour L’Exploitation des Océans, Bg5.

Carpenter, J.H. (1965). “The accuracy of the Winkbethod for dissolved oxygen analysis”.

Limnology and Oceanograph$0: 135-140.

Table 5.1: Density of distilled water at a temperat °C

T(°C) D(gcnd
20 0,99823
22 0,99777
24 0,99730
26 0,99679
28 0,99623
30 0,99567
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Method 6. Determination of pH
Yrene M. Astor

Introduction

This procedure describes the method to determineffgdawater on the total hydrogen ion
concentration (pl) pH scale, using spectrophotometric measuremewsiaped by Clayton and
Byrne (1993). The method is described in Dicksebal. (2007). The total hydrogen ion
concentration is expressed in moles per kilograseafvater. Spectrophotometric pH
measurements are simple, fast and precise (ClaytdByrne, 1993). The precision of the method
is of £ 0.001 units of pH. The high levels of hygen sulfide in anoxic waters shorten the life & th
electrodes used by other potentiometric metho@setbre, it is better to use a spectrophotometric
method in this type of waters.

Principles of Analysis

The pH of a sample is determined by a spectropheticermethod adding a sulfonephthalein
indicator, also calledcresol purple. The method is based on measuraghllkorbance spectrum
of the indicator, which has &pvalue around the pH of seawater and the acig &t basic {)
forms of the indicator. The uncertainty level isiglent to an imprecision in the total hydrogen
ion concentration of + 0.1% where

pHr=—log [H]r (1)
[H]1 O[H'] + [HSO4] (Byrneet al., 1999) (2)

When spectrophotometric means are used in thesasallge pH in the sample is determined from
the following formula:

pHr - pK; + logio [[IZ’]/[HI’]} 3)

where
pK = dissociation constant for species (¢kpressed on the scale of the total hydrogen
ion concentration in mol kg-solution).

The ratio [F]/[HI ] is calculated by measuring the absorbance of pgities at two wavelengths
(434 y 578). For each corresponding wavelengthirtheimum absorbance of the basic and acid
form of them-cresol purple indicator is used to calculate thsoabance ratio (R =#¢A434) Which
describes the extension of the protonation of ldecator.

[1] _ Res-000691

e - (@)
[HI"]  2.222-(Res* 0.133)

where
Re2s)= absorbance ratio gAdA434) at 25°C.
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A, = corrected absorbances measured at wavelengtiesponding to the maximum
absorbances of the basic (Hind acid @) form, respectively.

Interferences

1.

Temperature has influence on the spectrophotomagasurements of pH since it affects
the formation constant of Hhnd molar absorptivities of tlm-cresol purple indicator;
therefore, perform the analysis at a temperatu@baf 0.1 °C.

2. The presence of air bubbles during sampling cam #ie sample. Take the same
precautions as with sampling dissolved oxygdethod 5).

3.  Yaoetal. (2007) demonstrated thatcresol purple has impurities that contribute to
apparent deviations of the pH of up to 0.01 unfiggkd. Therefore, the analyst must
maintain a record of the source and lot numbehefindicator in order to be able to carry
out corrections to the data once indicators witlegree of greater purification can be
obtained and better characterizations can be peefr

Materials

1.  Silicone Tygoff tubing for sampling from Niskin bottle, with a diater less than 4 mm.
This kind of tubing is used when samples for tatad dissolved organic carbon are taken
after pH. Soak the hose in clean seawater for 24shimefore the cruise to decrease the
number of bubbles that adhere to the hose durimgpléag.

2. Optical glass cells, 10-cm light path, with Teffaraps. Be sure to have enough cells for
each sample and each replicate.

3. Gilmont micrometer syringe with an accuracy of 0,5%iih a thin Tefloff tube attached to
the tip of the dispenser.

Equipment

1. Spectrophotometer with a bandwidth of 380 - 850fonspectral measurements.

2.  Thermostatic sample compartment to accommodate eell0-cm where temperature can
be regulated within £ 0.1 °C.

3. Water bath with thermocirculator with temperatuoatcol of + 0.05 °C that regulates the
temperature of the compartment as well as of thieeesystem.

Reagents

1. Solution of m-cresol purple (~ 2 mmol di). Weigh 0.0809 g ofit-cresol purple, sodium

salt (G:1H17/NaGsS, molecular weight: 404.41 g midlin 100 mL of distilled water. Adjust
the pH of the solution to be in the range of 7@ X pH units before each cruise.

Sampling
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1. Draw the samples after collecting$land dissolved oxygen. Adapt tubing to the tithef
Niskin bottle to capture the sample while avoidangbubbles during sampling and thus
diminishing this interference. Draw the sample cliseinto the cell.

2.  Connect the tubing to the bottom inlet of the ediile keeping the cell in a vertical
position, and allow water to flow in smoothly witltdoubbles. Flush three times with the
sample while pressing the tubing with the fingersliminate air bubbles.

3.  Place the cell horizontally and allow the wateowerflow at least two volumes of the cell.
This can be estimated by counting while cell fills.

4.  While the flow continues, carefully place the Teflacap in one of the openings of the cell
without trapping air bubbles inside. Remove theeharsd place the second Tefforap.

5. Store the cell in the dark at room temperature ewviditing analysis. Analyze as quickly as
possible (less than 30 min).

Sample Analysis
Turn on the equipment 15 minutes before beginreganalysis so it stabilizes.

1.  Place cells containing the samples in a Ziflbag and put inside a thermostatic bath to 25
°C for 15 minutes.

2. Clean and dry the exterior of the cell and plac¢e the thermostatic compartment at 25 °C.

3.  Calibrate the spectrophotometer with the sampleaaiad?0 pL ofm-cresol purple
indicator to the cell with a microsyringe. Replalee cap trying to avoid trapping air
bubbles and mix the sample with the indicator.

4. Measure the absorbances at three wavelengths:ni2@mesponding to a non-absorbing
wavelength ofn-cresol purple, and 578 and 434 nm, which corregporthe maximum
absorbance of the basé&)land the acid (H) of the indicator respectively.

Calculation and Expression of Results

The pH of seawater is obtained through the follgxformula:

()

R s —0.00691
(2222-(Res* 0.133)

pHr = pKz + logio {

where

pK, = dissociation constant for Hpecies (expressed on the total hydrogen ion
concentration pH scale in mol kg-soln).

Res) = absorbance ratio (R =s#YA434) measured at 25 °C.

Dissociation constarK; for m-cresol purple depends on salinity and temperatnckit is obtained
from the formula in Clayton and Byrne (1993):

124569

pK, = +3.8275 + F + 0.00211 (35 - 9) (6)

where
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water bath temperature, in degrees Kelvin.
ample salinity.

T
S
F orrection according to DelValls and DicksoA4&): 0.0047.

S
C

The correction factor arises because addition@frilicator alters the pH. Therefore, it is necessa
to calculate a correction factor to obtain betésuits (see Dicksoet al., 2007).

The absorbance ratio &) is obtained from the following formula:

Res) = (As7s — A730) 7)
(Aaza — A7z0)
where
A, = absorbances of seawater witkcresol purple indicator at wavelength 434, 578

and 730 nm.
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Method 7. Determination of Total Alkalinity
Yrene M. Astor

Introduction

This procedure describes the method for the detextion of total alkalinity in seawater using
spectrophotometric measurements, according to Biedad Byrne (1993) and Yao and Byrne
(1998), modified according to suggestions of Dr.ndheeng Yao. The results are expressed in pmol
kg™ of seawater. The precision of the method is + Diky™* and it is suitable for oceanic levels of
total alkalinity between 2000-2500 pmolkg

Principle of Analysis

A known volume of seawater is acidified with a smn of 0.1N HCI to a pH between 3.8y 4.2.
The content of C®is purged from the acidified sample using nitrogas. The excess of acid is
guantified by means of spectrophotometric measun&nesing a sulfonephthalein indicator,
bromocresol green. The absorption maxima for tieeisg ¥ (616 nm) and HI(444 nm) are the
ones used in the spectrophotometric measuremeantkadinity.

Interferences

1. Temperature influences alkalinity spectrophotometreasurements since it affects the
formation constant Hand the molar absortivities of the sulfonephthraiedicator;
therefore, the analysis must be performed to ataahtemperature of 25 + 0.1 °C.

Materials

Cells of 10-cm light optical glass path with Tefforaps.

2. Syringe, micrometer with an accuracy of 0.5%, calied to 2 mL, with thin Teflch
tubing adhered at the tip to dispense the indicator

3.  Amber borosilicate bottles, 250 mL, previously weghvith detergent and deionized

water.

=

4.  Plastic syringe, capacity 5 mL, with a thin Teffambing adhered to the tip.
5.  Tygor® tubing for sampling from the Niskin bottle, wittd@meter no greater than 4 mm.
It is necessary to immerse the tubing in filteredvgater for 24 hours before the cruise to
minimize the quantity of bubbles that stick to tHuese during sampling.
Equipment

1. Double beam spectrophotometer for spectral measesmvith a bandwidth of 380 — 850
nm.

2. Analytical balance, with accuracy of 0.001 g.

3.  Thermostatic compartment to accommodate cells afm@vhere the temperature could be
regulated inside to a range no greater than +©.1 °
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4.  Water bath with termocirculator with temperaturatcol of £ 0.05 °C that regulates the
temperature of the compartment as well as of thelevéystem.

5. Magnetic agitators.

Reagents

1. Saturated mercury chloride

2. Bromocresol green indicator (~ 2 x T0M). Weigh 0.216 g of bromocresol green, sodium
salt (G1H13BrsNaGsS, molecular weight: 720.06 g migland dilute to 100 ml with
distilled water. Adjust the pH of the solution t&b4

3. Hydrochloric acid, 0.1 N Dilute 8.3 ml of hydrochloric acid (38% HCI) indilled water.
Complete to one liter.

4.  Nitrogen gas of high purity

5. Reference material for measurements of oceanic C8upplied by Dr. Andrew G.
Dickson of Marine Physical Laboratory (7110 Rout@. The Jolla, California. 92037-
3917, USA).

Sampling

1.  Connect the Tygdhtubing to the mouthpiece of the Niskin bottle, the tubing in the
bottom of the amber bottle, wash with the sampleghimes and fill allowing the water
overflows the bottle. Calculate the volume of wakeat should overflow by estimating the
time the bottle takes to be filled in and thenlleater to continue overflowing for a
period equivalent to twice that time.

2. Raise the tubing near the mouth of the bottleectbe spigot and withdraw the tubing.
This technique leaves an air space in the bottigppfoximately 2.5 mL (1% of the total
volume of the bottle) which allows the expansioniha water for changes in temperature.

3.  Add with an automatic pipette 50 uL (0.02% of tb&k volume of sample) of a solution of
saturated mercury chloride in order to preventdgadal activity.

4.  Close the bottle and mix the solution.

5. Keep refrigerated, not frozen. Replicates of thilifferent depths are taken from each

station. Samples can be refrigerated for no mae three months.

Sample Analysis

Turn on all the equipments 15 minutes before beggthe analysis to stabilize. Check the pH of
the indicator (< 4.5) and calibrate the analytlzalbnce. Allow the samples, standard solution and
reagents reach room temperature before the andbsigig the manipulation of the flasks and the
syringes, hands must remain clean and dry. Theviotlg procedure is performed to the samples
and to the standard solutions:

Measurement of absorbances before titration

1.

Place the cell with the sample (or standard satitio a Ziplo® bag and put inside a
thermostatic bath at 25 °C for 15 minutes.
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2.
3.

Dry the exterior of the cell and place it in thermostatic compartment at 25 °C.
Measure the absorbances at the following wavelsngdv, 616 and 750 nm.

NOTE. Use the same cell to measure the absorbance® lzefd after the titration. Replicates
should be measured in the same cell.

Titration

1.

2.

o0k

7.

8.

Weigh with a precision of 0.01 g enough empty fsagk125 mL according to the number
of samples and standard solutions to be measured.

Add 100 mL of sample (or standard solution) toaskl with a volumetric pipette placing
the tip of the pipette at the bottom of the flask.

Weigh the flask with the sample (or standard sohjti The difference in weight between
the flask with sample and the empty flask represtrg sample volume (Y.

Add with a micrometer syringe 80 pL of bromocreg@en indicator while mixing.

Weigh with a pre cision of 0.001 g a plastic syength 0.1N HCI, and titrate.

Add acid to the sample slowly while mixing untigeeen yellowish color (pH between 3.8
and 4.2) appears. Place the tip of the dispensinigg close to the surface of the liquid
trying that the acid falls without splashes assuythre total mixture of the acid with the
sample.

Weigh again the syringe. The difference of weigtfobe and after the titrations represents
the volume of the acid added (Va).

Continue mixing while supplying nitrogen gas fomtutes.

Measurement of absorbances after titration.

1.

2.
3.

Fill a 10-cm cell with the sample and place insidéiploc® bag and place it in a
thermostatic bath to 25° C for 15 min.

Dry the exterior of the cell and place it in thermostatic compartment at 25 °C.
Measure the absorbances to the following wavelenid, 616 and 750 nm while the
temperature is kept to 25 °C.

Calculation and Expression of Results

The absorbance measured to 750 nm is used to tantt@orrect any diversion of the base line in
the absorbances that are used to calculate tleafatibsorbances (R =f/A444). The alteration
must not be greater than + 0.001.

The total alkalinity is calculated using the follioy equation:

{M,v.)-|H"), v.. ] x 1000
Y,

(AT) = (1)

S

where
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(AT)s = total alkalinity of the water sample in pmolkg
M, = concentration of HCI added during titration.

(Vs +Va)

\%
M, =107 AT+ @

S a

Vs =volume (or mass) of the seawater sample beftregitin.

Va =volume (or mass) of the added acid.

Vsa = volume (or mass) of the seawater after titration.

AT s¢= total alkalinity of the standard solution (MariRéysical Laboratory) according
to standard certificate.

(H)t = total concentration of the excess of ions of bgén in the seawater sample
after removing completely the G& [(10PH"+ [HI)]

where
(H) T =[HTr +[HI] 3)
[ H']r = [H] + [HSO,] + [HF] = 107" (4)
pH; = 4.2699+ 0.00257835-S,) + Iog{ (2.3(54:('83123% R)} (5)
PHsws = pHr - log (1 - (0.001005 * $) (6)
where

pHr = pH in the pH total scale.
pHsws= pH in the seawater pH scale.
S, = salinity of the solution after titration:

(5. *V.)

= 7
Sa (Va + VS) (7)
where

S; = salinity of the sample before adding the acid.

l 6161 " 750| 616WI 'A750W| )J (8)
(25) |.( 444 = 750| 444WI 'A750W|
where
R = quotient of absorbances (R = 616A/444A).

Abs,, = absorbances at= 444, 616 y 750 nm with indicator.
Abs,w = absorbances at= 444, 616 y 750 nm without indicator
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Method 8. Determination of Spectral Absorption Coéiicients of the Particles and
Phytoplankton.
Laurencia Guzman y Ramon Varela

Introduction

The size, nature and abundance of suspended paiitickeawater has influence on the light climate
in the water, which has a direct effect on the pplgnkton activity and distribution, and indirectly
on the concentration of some chemical elementsdauthe photic layer. On the other hand, the
inherent optical properties can reveal the charsties and amount of particles in seawater. The
following procedure describes the method to deteentie spectral absorption coefficient for
particles as well as for only phytoplankton. Thehtaque measure the light absorption that goes
through a wet filter that contains the particless{inoetal., 1985).

Principles of Analysis

The method is based on the change observed ip#otram of light absorption of a wet filter that
retains the suspended particles of a seawater samibl respect to a reference filter (blank). The
absorption spectrum is measured for the filter ththsample before and after the extraction of the
pigments with hot methanol (60 °C). This technidatermines the total absorption particle
coefficient, @ (L), and the detritus absorption coefficient (pagscivithout their pigments)g &.).

The difference in the optical transmission betwinase two parameters is related to the absorption
coefficient of phytoplankton,,a(A). The results are expressed it.m

Interferences

1. Inthe measurements, variations occur due to éifilegs in the characteristics of particles
in the water, the kind of equipment used (spectbtgheter or espectroradiometer) and the
type of filter. This interference is corrected @rficular for each case applying a pathlength
amplification factorf (Kishinoetal., 1985; Mitchell and Kiefer 1988; Bricaud and
Stramski, 1990; Mitcheltal. 2002).

2. If the extraction of pigments with the solventnsomplete, the coefficient of the detritus
material can be overestimated and this will afteetabsorption coefficient of the
phytoplankton. It is important to observe that éhisrno phytoplankton absorption at
longer wavelengths (red).

3. The amount of material retained by the filter skdoubt generate an optical density (OD)
greater than 0.25 and lower than 0.05 when measur@ds nm, or lower than 0.04 at 440
nm (Mitchelletal 2002). On the other hand, when the amount ¢éna retained by the
filter is too low, it is difficult to observe a chge of color in the surface of the filter. To
control the intensity of the color in the filtehet volume of water filtered must vary
according to the amount of particles present instmaple.

Materials

1. Filters Whatman, GF/F, nominal 0.7 um, 25 mm dianet
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Small Petri dishes (plastic).

Plastic syringe, 60 mL.

Tubing of 10 cm in length that is connected toehd of the syringe.
Drop Pasteur pipette with rubber bulb, 5 mL.

Funnel for filters of 25 mm diameter and with a&apy of 200 mL.
Graduated cylinder, 50 mL.

Equipment

1. Filtration unit and vacuum pump for sampling ashaslfor the laboratory.
2.  Measuring equipment

a.

Hw

Spectrophotometer with a bandwidth of 380 - 800fonspectral measurements, and an
optical resolution of the instrument lower thanmM.n order to be able to measure the
OD of the filters in a spectrophotometer, a speatakessory is required (but not
available from all manufacturers) that illuminatiee totality of the area of the filter for
light transmission and that measures the lightdbat through it.

Another option is to use a spectroradiometer. Type of instrument measures the
radiometric amounts in intervals of narrow wavetdsdor given spectral regions. The
equipment uses an optical fiber with a narrow aofaew that focuses on the total
area of the filter. The filter is illuminated toabnd uniformly with a halogen
incandescent lamp. In the analyses of the CARIA@§pept, a Spectrascan PR-650
from Photo Research is used. A dark box is used avitght source that holds and
illuminates the filter by transmission, and serass fixed support to focus the optical
fiber. This kind of equipment receives the incidiegitt beam and spreads different
wavelengths in different angular directions aftex ight goes through the sample. The
sensible element is a series of photodiodes thasune the different wavelengths. The
useful range of these measurements is betweentR0=® nm, since the shorter
wavelengths are detected at very low intensitiestaa optical fiber that is used can
absorb them strongly.

Water bath up to 60°C with a stability of £ 0.5 °C.
Measure the amount of chlorophyll present in théhamsol extract that has washed the

filter, using a spectrophotometer with 10-cm cdlidlpwing the procedure for
spectrophotometric pigment analysis (Strickclandl Rarsons, 1972), or use a fluorometric
technique to measure chlorophyll followiMgthod 13 of this manual.

Reagents

1. Methanol (CH;OH).

Sampling

1. Draw water samples from the rosette into dark mast. bottles.
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2.  Filter the water through Whatman GF/F filters usangacuum pump. Record the filtered
volume. The volume to filter depends on the amafiparticles in the water, which is
indicated by the degree of saturation of the filkerwaters with moderate biomass (0.5to 1
mg m?* of chlorophyll), which is typical of waters ne&etcoasts, an average volume of 2
L is enough. If water has more particles, redueevtiiume to as little as 0.25 L. In oceanic
waters, increase the volume until an apprecialdl@aton is produced on the filter.

3.  Store each filter without folding in a Petri distoperly identified, with the surface that
retains particles upwards.

4.  Cover the dish with aluminum foil to avoid expostwdight.

5. Freeze the filters placing the dish horizontal lyost before the analysis.

Sample Analysis
Turn on the lamp 15 minutes before beginning tredyais so it stabilizes.
1. Sample preparation

a. Let the filters with the samples reach room temipeea

b. Place absorbent paper, dampened with distillednMagdow the filters inside the Petri
dish to keep them moist. Use a spatula to raiséltewithout touching its upper face,
and keep the dish covered with aluminum foil a8l ttme.

c. Prepare a reference filter (blank) in the same agy step 2.

2. Analysis
a. Absorption of light by all particles (g

i. Measure the optical density (OD) or the light absion spectrum of the blank.
ii. Measure the light absorption spectrum of the fit@éh the sample (OR,).

b. Absorption due to detritus material gaextraction with hot methanol).

i. Place methanol in a bottle with the cover sliglohen.
ii.  Warm up methanol in a water bath to a temperatu®.Wear gloves and safety
glasses and work in a chemical fume hood during thipart of the analysis.
iii.  Place the filter with sample in a filtration funnel
iv. Add hot methanol to the filter in aliquots of 5 making a Pasteur pipette with a rubber
bulb.
v. Filter slowly while adding the methanol until 50 ro methanol are used. Recover the
filtered solution in a graduated cylinder under fitier holder.
vi. Record the volume filtered into the cylinder. Th@dume can be used to determine
chlorophyll concentration.
vii. Measure the light absorption spectrum of the blank.
viii. Measure the light absorption spectrum of the filtéh the sample after being washed
with methanol (Olw,).
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To determine the amount of chlorophglbr calculate the pigment indexes by spectrophotigme
and/or fluorometry (Strickcland and Parsons, 19B2yin by mixing the extract of pigments in
methanol with a syringe to which a small hose taciied at one end. This syringe is used to decant
the extract to any recipient adequate for the nreasents.

Calculation and Expression of the Results

The absorption coefficient for the visible bandifir880 to 750 nm, with a resolution less than 4
nm, can be calculated by the following expressions:

1. The total particle absorption is calculated wita fbollowing equation:

W:A{M} 0
(B*V)

where

a(h) = total absorption particle coefficient n

A = filter used area = 3.63 x T0n? for 25 mm filters.

ODs, = corrected optical density = Qf — ODrso
ODy;s0 = Adjustment = average OD between 752 nm and 780wirare phytoplankton
absorption is assumed to be zero.

B = 1.63 [(OD)*%] (filter amplification factor; Mitchell and Kiefer1988, Bricaud
and Stramski, 1990))
Vv = volume of filtered water in fh

2. The absorption coefficient of detritus materiatédculated with the following equation:

) = A {(2.3* OD,,, )} .
(B V)
where
a4 (M) = detritus absorption coefficient due to veges¢mhains and other particles
without chlorophyll (n1).
ODswpy= corrected optical density = QfQy — ODrso
The same calculations are used as §0r) abut using the absorbances of the filter after th
extraction with hot methanol.
3.  The phytoplankton absorption coefficient is caltedbwith the following equation:
n(A) =a Q) -a() 3)

where
an (1) = absorption coefficient due to phytoplanktonrpants (rit).
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Method 9. Determination of Colored Dissolved Orgara Matter.
Laurencia Guzman y Ramon Varela

Introduction

Colored dissolved organic matter (CDOM) is the hesiithe decomposition of organic compounds,
mainly of plant origin, contributed by the rivensdathe degradation of phytoplankton in the ocean.
CDOM is defined as the material that goes throu@ihea of 0.2 um, and it is quantified in units of
absorbance (/) for specific wavelengths. The absorption spectait@DOM exponentially
decreases towards longer wavelengths, with its maxi of absorption in the ultraviolet. This
procedure describes the method to determine CDOM) asspectrophotometric method in which
the absorption coefficient of the dissolved matdgag is calculated based on the definition of
Bricaudetal. (1981), Nelson and Siegel (2002) and Nekstal. (2007).

Principle of Analysis

The absorbance of CDOM is measured in the ultravienhd blue regions using a
spectrophotometer. The absorption coefficient efdlssolved material is calculated from these
values for desired wavelengths.

Interferences

1. Use recently distilled water for the blank and stior a refrigeratator in the dark to prevent
any alteration. A contaminated blank can affectahgorption coefficient of CDOM.

2. Afluctuating baseline can affect the absorptioaftoient of CDOM,; therefore, the
baseline on the spectrophotometric measurementshau®nstant.

3.  Filter the sample slowly to avoid breaking theefil{which allows particles to go through)
or cell rupture on the filter (releasing intracélucomponents).

4.  The exposure of the samples to light over longgolsrican result in a lost of color which
affects the absorption coefficient of CDOM.

Materials
Wear polyethylene gloves all the time while hangligamples and materials.

Nylon syringe filters, 25 mm in diameter and paee 9.2 pm.

Plastic syringes without plungers.

60 mL glass syringe with stainless steel laborapgpetting needle (10.2 cm length).
Quartz cells, 10-cm pathlength, with Teffocaps.

60 mL amber glass bottles with Teffonaps.

AR

Reagents

1. Hydrochloric Acid (HCI), concentration of 37% and a density of 1.19 g'rrddd 227 mL
of HCI in 773 mL of distilled water carefully antba/ly while mixing.
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2. Methanol (CHsOH), high reagent grade or better.
Equipment

1. Spectrophotometer with a bandwidth of 200-850 nnsfictral measurements.
Sampling

1. Pre-treatment of sampling material

a. Soak the amber bottles, their caps and the syrimgesolution of 10% HCI overnight
at room temperature, then rinse with distilled wate

2.  Sampling

a. Before sampling, remove the plunger from the ptasgringe and wash the syringe three
times with the sample. Use the syringe to captueesample while wearing
polyethylene gloves.

b. Connect the filter to the tip of the syringe arltefithe sample directly into the amber
bottle. Rinse the amber bottle three times withfilkered sample and fill. Allow an air
space in the bottle of approximately 1 mL (1% & tbtal volume of the bottle) for the
expansion of the water when it freezes.

c. Store the sample at -20 °C.

Sample analysis

1. Suitable preservation of the sample allows stovéggout alteration for several months, as
long as it remains frozen and protected from light.

2. Defrost the samples and allow them to reach roonpégature.

3.  Extract a sample from the bottle using a glassiggriwith a pipeting needle.

4 Remove the needle and place a syringe filter ofi®2on the syringe. Filter directly into

the quartz cell rinsing three times with the sampli three quarters of the cell without

leaving any bubbles. Clean and dry the exterighefcell perfectly.

Prepare a cell with recently distilled water (blaakroom temperature.

6. Measure the absorption spectra of the sample (a&soe, A,) zeroing the
spectrophotometer with the blank. After finishihg tmeasurement, samples should not be
refrozen, but they can be refrigerated in their anidottles for up to 3 to 4 days.

7. Ifitis necessary, correct fluctuations of theddae by subtracting the absorbance value at
the wavelength of 700 nm.

o

Calculation and Expression of Results

The calculation of the absorption coefficient cdstilved matter (gis made using the following
expression (Bricaudtal., 1981):
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ag(\)= 2.303 Ay/L (1)

where
Ap) = absorbance at a determined wavelength) (m
L = cuvette cell length (0.1 m).
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Method 10. Determination of Total and Dissolved Nibgen and Organic Carbon
Laura Lorenzoni

Introduction

This procedure describes the method to determtaédayanic carbon (TOC), dissolved organic
carbon (DOC), and total and dissolved nitrogen @fd TDN) in seawater. TOC is the total content
of carbon in seawater found in nonvolatile orgarmmpounds. DOC is the fraction of the TOC that
goes through a filter with pore diameter of 0.7 whrere the inorganic carbon is eliminated by
acidification and aeration. TN is the sum of attegen forms (inorganic and organic), and TDN is
the dissolved fraction of total nitrogen in seawadiefined in the same way as the DOC. This
determination uses a catalytic combustion methbe.r€sults are expressed in pmdldf carbon
(nitrogen). The range of concentrations detectethisymethod is between 0 and 400 umdldf
dissolved organic carbon and between 0 - 50 prfadfitotal dissolved nitrogen. The method
described is taken from Dicksenal. (2007).

Principle of Analysis

The method for TOC (DOC) is based on the total atxah of nonvolatile organic compounds to
CO, through catalytic combustion to 680 °C. The seawsample, filtered for DOC (and unfiltered
for TOC), is acidified and sparged with oxygen lbefoombustion. The sample is injected onto a
combustion column packed with platinum-coated ahabeads held at 680 °C. The amount o5 CO
produced during this process is measured with ali$persive Infrared Detector (NDID). For the
analysis of TN (TDN), the sample is calcinateddowert the nonvolatile nitrogen compounds into
NO forming chemiluminescence when mixed with ozanach is measured with a

photomultiplier.

Interferences

1. The inorganic carbon present in the sample prodagesitive interference, which is
eliminated when the sample is acidified and spavgéuoxygen before the combustion.

2. Contamination of the sample can occur easily thinaig contact with fingers or by
touching the spout of the Niskin bottle without weg gloves. It is necessary to be careful
during sampling, handling, filtration and storadgeh® sample to prevent contamination.
Some precautions are:

a. Wear polyethylene gloves all the time when collegffOC and DOC samples as well
as with those samples taken before TOC or DOC (dses).

b. During sampling, only silicone hoses must make acinvith the spout of the Niskin
bottle, since any other type as Ty§arpresents a source of contamination. Use silicone
hoses with previous samples as well.

c. Avoid contact of the filter holder or the spouttbé Niskin bottle with the polyethylene
bottle used to capture the sample.

d. Avoid contact with grease.
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e. Store the sample in a freezer that does not cqratipresent or previously, organic
material or solvents.

3. Manipulation may be a source of contamination dytire filtration process. It is better not
to filter the samples with a low content of partita organic carbon (< 1 pmot);
however, filtration is necessary in samples withigh particle content (like in highly
productive waters). In the Cariaco Basin, sampias fdepths above 250 m are filtered
(see Table 1.3Vlethod 1 for sampling depths) due to the high content ofigdas that are
found in superficial waters, as well as near therface where bacteria accumulate.

Materials

1. Filters Whatman GF/F, 47 mm diameter, calcinatathduour hours at 450 °C and stored
in closed glass petri dishes.

2.  Silicone hoses and polycarbonate inline 47 mmrfiitdders washed in 10% HCL solution
and rinsed three times with distilled water.

3.  High Density PolyethylenéHDPE) bottles, capacity 60 mL, soaked in a 10% HCI sohuti
for four hours, and rinsed three times with distllwater. Dry upside down on a clean
surface.

Reagents

=

High purity (99.995%) oxygen gas.

2.  Combustion column catalyst.Column packed with 2 mm platinum-coated aluminadse
(Shimadzu P/N 017-42801-01) held at 680°C.

3. Platinum gauze Pure platinum wire gauze (52 mesh, woven frorn@ni diameter wire),
roughly formed into cubes (~ 0.5 cm to a side).eeho five cubes are placed at the top of
the combustion column bed.

4. Consensus Reference Material (CRM)Deep Sargasso Sea/Florida Straight water (44-46
1M DOC), available in 10 mL ampoules from the Dépant of Marine and Atmospheric
Chemistry, University of Miami, RSMAS/MAC
(http://www.rsmas.miami.edu/groups/biogeochem/CRM).

5.  Low Carbon Water (LCW). Water with a carbon concentration between 1-2||Gnio”,
which is also obtained from RSMAS/MAC.

6. Hydrochloric acid (10% HCI).

7.  Hydrochloric acid (HCI). Trace metal analysis grade.

8. Potassium hydrogen phthalate (gHs04K). Prepared according to the carbon
concentration in the sample.

9. Potassium nitrate (KNGs).

10. Milli-Q ©® water.

Equipment
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1. Organic carbon analyzer Shimadzu TOgsywith autosampler ASI-V and total nitrogen
detector TNM-1 (or equivalent). The carbon andagién detectors function independently.
If another type of instrument is used, perform aa@ation of its application in seawater.

Sampling

1. Samples are taken after sampling gases and pHi, thiessample for TOC (TN) is
collected, followed by the DOC (TDN) sample.

2. TOC sample is collected directly from the spouthef Niskin bottle. Rinse the HDPE
bottle three times with the sample and fill thetleot. full. Freeze in a vertical position.

3. The DOC sample is collected by connecting an infiiter holder to the spout of the
Niskin bottle using a flexible silicone hose. Tlale is filtered through a calcinated
fiber glass filter placed within the holder. Allatve water to flow about two minutes
through the inline filter holder and the filter.rRe the HDPE bottle three times with the
sample and then fill the bottle % full. Freeze weatical position.

4. Between casts, disassemble the filter holders aboherge them in 10% HCI. Rinse
several times with distilled water before assentpthre holders for the following filtration.

Sample Analysis

1. Sample pretreatment
a. Allow the samples reach room temperature.
b. Reduce the pH to < 2 by acidifying the sample withcentrated HCI (trace metal
analysis grade) in a volume estimated as 0.1%eo$é#mple total volume.
2. Analysis

a. The conditions for the organic carbon analyzer $ldinu TOC-\¢sy are as follow:

Combustion temperature 680 °C
Carrier gas High purity oxygen
Carrier flow rate 150 mL mih

Ozone generation, gas zero
Ozone flow rate

Air from Whatman Gasfador
500 mL mih

Sample sparge time 2 min
Minimum number of injections 3
Maximum number of injections 5
Number of washes 2
Standard deviation maximum 0.1
CV maximum 2%
Injection volume 100 pL
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b. For DOC and TOC, the system is calibrated usingjatisn of potassium hydrogen
phthalate, while for TN and TDN, the system usdasggium nitrate. Both solutions are
prepared in Milli-@ water.

c. Equipment’s performance is verified before begigrime analysis, by using reference
material (CRM). Low carbon water (LCW) also is eoydd to verify the operation of
the apparatus.

d. Place the samples in an auto-sampler for anali/Bsrun begins with a blank of Milli-
Q® water and a CRM, followed by six samples, anolttenk of Milli-Q® water and a
CRM. The sequence is repeated until all samplese baen analyzed. The analysis
finishes with a blank of Milli-@, a CRM and a blank of Milli-Q water that has not
been acidified. This last blank allows verificatiohwhether the acid used during
acidification shows any sign of contamination. Hienks of Milli-Q® water and the
CRM are used to determine the performance of thteiment during the analysis. If a
problem is detected, analyze the samples again.

Calculation and Expression of Results

1.

2.

Calculation of TOC or DOC Calibrate the equipment Shimadzu TOgsyfor carbon
using an analysis of 4 to 5 injections of a staddalution of potassium hydrogen
phthalateprepared with Milli-@ water. The instrument determines the concentration
parts per million (ppm). The following formula ised to calculate the concentration in
pmol L of carbon corrected with the blank of the instrame

TOC (DOC) = [(Sampl@ypm)— LCWppm) X 83.33333)] + LCW value (uM) Q)
where
Sample = carbon concentration of the sample deteaiidy the analyzer.
LCW = carbon concentration of the low carbon waletermined by the analyzer.

83.33333 = conversion factor from ppm to pmdl L

When LCW (ppm) is subtracted at the beginning ef@fuation, it eliminates the
instrumental blank as well as the carbon contetit@l. CW; therefore, the carbon content
of the LCW is added again (term at the end of theagon) to calculate the correct
concentration of the sample.

Calculation of TN or TDN The calibration of the instrument is similar be tone for
carbon. The standard solution used is potassiutaiprepared with Milli-& water. The
instrument is calibrated in ppm and the conversiopmol L is as follow:

TN (TDN) = Sampleppm) X 71.43 (2)
where
Sample = nitrogen concentration of the sample deterd by the analyzer.
71.43 = conversion factor from ppm to umal.L
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There is no blank for the nitrogen system. Disstlogganic nitrogen (DON) can be
calculated subtracting the inorganic nitrogen gNSOs’, NH,") from the TDN determined
by the analyzer.
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Method 11. Determination of Particulate Carbon andNitrogen
Eric Tappa

Introduction

This procedure describes the method for determiparculate carbon and nitrogen (PC and PN)
in seawater. The PC (PN) is the total content di@a (nitrogen) in seawater that does not pass
through a filter of known porosity (0.7 um) andréfere is retained in the filter. As the organic
matter present in seawater can be found both #sga@s well as particulate matter, the particulate
organic carbon (POC) and particulate organic neroPON) are defined as the organic fraction of
the material retained by the filter. The procedyuwantifies the amount of carbon (nitrogen) in the
filter through an elemental analyzer, which useseghod of dry combustion in a helium/oxygen
atmosphere in which the carbon (nitrogen) is reduoeCQ (N, gas). The results are expressed in
ng L of carbon (nitrogen). The concentration rangehefrethod is between 5 and 500 pgt L
and 0.5 - 100 pg N'L In the samples of the Cariaco Basin, the inog#maktion is not significant;
therefore, it is considered that the material nediby the filter is mainly of organic origin. The
method described below is taken from Sharp (1974).

Principle of Analysis

The method for PC (PN) is based on the dry combgf60 °C) of organic and inorganic
substances present in the sample in an atmosphpueechelium in which oxygen is added as a
catalyst. The gases from the combustion are capgddHP helium into a chromatographic column
where they are separated and then quantified bgrantl conductivity detector.

Interferences

1. If the objective is to establish the concentratbparticle organic carbon, the inorganic
carbon fraction (carbonates and bicarbonates)arsémple must be eliminated. The
removal process is done by exposing the filters¢batain the sample to HCI fumes
(Schubert and Nielsen, 2000) in a desiccator fan@4rs where an open container with
acid is placed in the lower compartment of the cetor. Later, the filters are dried at 65
°C for 24 hours, folded inside tin discs, and sdarea desiccator until analysis.

2. The presence of organic material or oil on thefjltisks and plates can also contaminate
the sample. Filters must be pre-combusted, andigks and petri dishes should be washed
with methanol before using them. Use polyethyleloges at all times while manipulating
the filters, disks and petri dish.

Materials

1. Fiberglass filters, Whatman GF/F, 25 mm in diame®ee-combust filters for four hours at
450 °C, then immerse in 10% HCI for 4 ¥ hours thainmerge in distilled water for two
hours. Place filters in an oven at 70 °C over nayid store in petri dishes.

2.  Small petri dishes. Immerse in methanol and placedesiccator for an hour. Put a piece
of weighting paper in each dish.
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3. Filtration unit and vacuum pump for sampling.

4.  Dark plastic bottles of 2 L.

5. Tweezers, combusted and washed with methanol.

6.  Tin disks (for filters and standards) of 30 mm iardeter. Wash with methanol and place
in an oven at 60 °C for one hour.
Desiccators.

8. Teflon® tubes.

9. Funnels for 25 mm filters and 200 mL of capacity.

Equipment

1. Elemental Analyzer CHN Perkin EImer 2400, instrutmamecision for carbon of 0.2% and
0.1% for nitrogen.

2.  Microbalance with a precision of 0.001 g.

3. Oven (103 -105 °C).

Reagents

1. Helium gas Ultra high purity.
2. Oxygen gasUltra high purity.
3.  Cystine Quality reagent (29.99% C and 11.66% N).

Sampling

1. Collect samples from the Niskin in plastic darktlast of 2 L, washing them three times
with the sample before filling.

2.  Filter through pre-combusted filters Whatman GIREcord the volume filtered. The
volume filtered depends on the amount of particidhe water, which is indicated by the
degree of filter saturation. In coastal watersaaerage volume of 2 L is enough. If the
water have a higher concentration of particlesycedhe volume up to 0.25 L. Ocean
waters requires a larger volume (~ 4 L).

3.  Store the filters in a pre-washed petri dish, lavel freeze. Store three blank filters for
each cast where samples are being collected f¢PR

Sample Analysis
1. Sample pretreatment
a. Place the petri dish and its filter, uncoveredamoven at 60 °C over night to thaw and
b. I(irlz{ce the filter with the sample side down on aligk, roll and fold the ends using two

pre-combusted tweezers.

2. Analysis
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a. Place the filter and the tin disk in a Teffotube and compress with a Tefforod.
b. The samples are then introduced via an autocaromisedn Elemental Analyzer
PE2400 according to the manufacturer’s instructions

Analysis of Standard Solutions and Blanks

1. Blanks are analyzed to determine baseline leveG afid N. Place the blanks in tin disks,
roll and fold the ends like the samples. Perforeahalysis according to the procedure
specified in sectio®ample Analysis

2. Calibrate the PE 2400 with Cystine crystals asdstecth Weigh the cystine (between 0.5 - 2
mg) and place it on a tin disk previously cleanéithwmethanol. Fold the disc and analyze
according to the procedure specified in secBample Analysis Analyze three cystine
standards for each cast.

3. In CARIACO, two casts are done where 19 samplesa&en for PC and PN analysis;
therefore, six blanks and six standards are andlggether with the samples, 25 in total,
during each run on the analyzer. Theretase casts per water column profile.

Calculation and Expression of Results

A calibrating detector factor for carbon (Kc) anttagen (Kn) is determined (in terms of ug C and
N) using the following formula:

(A-B)
(C*D)

K FaCtOfC or N) =

(1)

where

A = sample counts.

B = blank counts.

C =sample weight.

D = standard theoretical weight (%).

With each K factor, the values for carbon and gigmin the sample are determined using the
following equation:

(A-B)

L*(CorN) =
HO Lo ) (FactoK o n) * V)

(2)
where
V = volume of filtered water, in liters.
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Method 12. Determination of Nutrients Using Continwus Flow Analysis (CFA)
Kent Fanning, Robert Masserini y Laura Lorenzoni

Introduction

The analytical methods described follow the metthagipof Louis I. Gordon, Joe C. Jennings, Jr.,
Andrew A. Ross and James M. Krest — “A Suggestetbleol for Continuous Flow Automated
Analysis of Seawater Nutrients” (from WOCE Hydraggmec Program and Joint Global Ocean
Fluxes Study, Gordoetal., 2000) revised by Andrew Ross in August 2008 modified

afterwards by Kent Fanning and Robert Masserimnfténiversity of South Florida Nutrient

Analysis Laboratory. Methods and flow diagramshaf tonfigurations presented here are adequate
to assess nutrients such as phosphate, ammoniuatennitrite and reactive silicic acid.

Principles of Analysis

Continuous flow analysis (CFA) is an automated méttor nutrients analysis in which a

Technicon Autoanalyzer Il equipped with a multichal peristaltic pump is employed. The CFA
reduces the technical error since it analysesahmkes and the standard solutions in a similar way,
improving precision when adding reagents. The duation of air bubbles in the sample stream
segments the flow, reducing mixing of adjacent dampnd enhancing mixing of the reagents.
Each chemical reaction takes place within a glpsslscoil (manifold) where mixing occurs. The
sample-reagent mixture reacts chemically to producelored compound whose light absorbance is
proportional to the concentration of the specieadanalyzed. A photometer located at the end of
the CFA system measures color absorbance.

Analytical Warnings

1. Temperature fluctuations in the laboratory can eagrsors in the kinetic of the reaction
that generates color in the sample. This problemvident in silicic acid analysis. Very
high temperatures lead to degassing of fluid, cepsnterference in the sample stream
segments.

2. Nutrients samples continue degrading after freezkmglyze as soon as possible. Do not
freeze silicic acid samples; instead keep samplegerated.

3. Suspended matter can interfere with the resuliiteo the sample before storing

4, Deionized water (DIW) is not adequate for the bhasebf the system or as a “wash”

between samples and standard solutions. DIW isr@alymmended to establish the

analytical zero. Seawater or artificial seawatehwow nutrient concentrations, with
salinities between the ranges of salinity of theglas, must be used in order to avoid
introducing noise during the analysis or alterréfeaction index.

Maintain constant hydraulic pressure along theesgsh order to avoid false signals.

Calibrate gravimetrically at a constant temperatumg plastic (polypropylene, etc.)

labware used when preparing standard solutionse $emperature changes affect internal

volume.

7. Exclude bubbles from the Cadmium-Copper column Qoidzolumn).

o o
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Field Materials

=

Hw

Membrane filters (Nucleopore Track-Etch, 47 mmegquivalent).

Filtration unit. Polycarbonate filter folders shdude used to filter samples. Clean these by
submerging in 5% HCL for 1 - 2 hours and rinsingesal times with distilled water.
Vacuum pump.

Polyethylene bottles (250 mL) and high density ptilylene bottles (HDPE, 30 mL).

Clean by submerging in 10% HCI all night and rigsseveral times with distilled water.

Laboratory Materials

1. Glass bottles calibrated gravimetrically (NIST guyaClass A or equivalent).
2. Pipettes (Eppendorf Maxipettor, Lab Industries 8éad REPIPET, and precision 0.1%).
Equipment

1. Technicon Autoanalizer Il (AA-II) or an Astoria-HAc International analyzer (former
Alpkem) series 300 or RFA-2.

2. Peristaltic pump.

3. Analytical package including injection system, miicoils, and water bath.

4.  System structuré~ollow Gordoret al. (2000) specifications (Figure 12.1).

Sampling

1. The interior of the Niskin bottles and the valvessinbe free of any inorganic or organic
residue, as well as of any sign of corrosion. Rapkny oxidized component and clean the
interior of the bottles with 8M HCI.

2. Samples are collected in 250 mL polyethylene b&tfRinse three times with the sample.
Fill the bottle about % full; try not to touch thap or the bottle mouth with the fingers
since fingerprints contaminate the sample with phages.

3.  Filter the sample through a Nucleopore filter diremto a HDPE bottle, after rinsing three
times with filtered water. Change the filter evéwyr samples.

4.  Fill the bottle to % its volume, wipe the cap ahd tmouth of the bottle with a paper towel
that does not release fibers and replace the mafyfiFreeze immediately to temperatures
below -20 °C. Keep the bottles vertically so theynt turn over and loose the brine.
During the freezing process a brine forms which learost if the cap is not firmly tight.
Lost of this brine can produce important errors.

5. Before the analysis, defrost the samples for aodesf 15 minutes using a water bath. Mix
before opening the bottle to guarantee a homogesemsgple.

6. Silicic acid samples are filtered but not frozetar8 at 4 °C keeping the bottles vertically

in a rack so they do not over-turn.

Preparation of Deionized Water, Low Nutrient Seawagr, and Standard Solution

Deionized water (DIWpand Low Nutrient Seawater (LNSW)
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Follow Gordonetal. (2000) specifications for DIW and LNSW used fieagents, standard
preparation and analytical zero

Preparation of Standard Solutions

The calculations of molar concentrations used benee from compiled tables from Weasal.
(1985, pp. D-232 y D-262). Write down the date hodr of standard preparation as well as the
date of initial use.

Standard solutions used during the analysis atlereé types: A, B and C.

» Standard A Stock solution from which standard solutions B &are prepared. Therefore,
it is fundamental to use analytical grade reagkmtstandard A.

e Standard B Standard solution prepared from the stock satutio

e Standard C Working solutions introduced directly into the £for calibration (prepared
with LNSW and standard B). Three standard C sahgtwith different concentrations are
prepared.

Prepare two standards A and measure both in thd.Ae maximum absorbance of both
standard solutions must be identical; otherwisepare a third standard A and continue until two
solutions have the same maximum absorbance.

Ground carefully analytical reagents in crystahidn a mortar. Dry each reagent in an oven to
105 °C for 48 hours and place in a vacuum desicedth BaO or MgSQ for another 48 hours.
Allow the reagents reach room temperature befoighireg.

a. Standard A phosphate and nitrate solutions (2,500 PO, and 37,500 pM N@).
Weigh 0.3402 g anhydrous potassium dihydrogen graasgKHPOy; Fisher Scientific
no. P382-500) and 3.7912 g potassium nitrate (KNF&her Scientific no. P383-500).
Transfer to two 1000 mL volumetric flasks (one éaich reagent). Dissolve solids in
DIW and dilute to 1 L.

b. Standard A nitrite solution (2,000 uM N&). Weigh 0.1380 g of sodium nitrite
(NaNG,; Fisher Scientific no. S347-500) with a 97-98% réegof purity and transfer to
a 1000 mL volumetric flask. Dissolve in DIW anduié to 1 L.

c. Standard A ammonium solution (30,000 uM NA. Weigh 1.6037 g of ammonium
chloride (NH,CI, 99% purity, Sigma Aldrich no. 32,637-2) andster to a 1000 mL
volumetric flask. Dissolve in DIW and dilute to 1 L

d. Standard A silicic acid20,000 puM SiOH):

i. Transfer 2 g of Si@analytical grade to a platinuenucible and place in a burner for 5
minutes. Place the crucible in a desiccator ani teach room temperature.
ii.  Weigh 0.6008 g of dry Si£and place in the platinum crucible.
iii.  Weigh separately 4 g of sodium carbonate,(N&) and place on the SpQFigure
12.2A).
iv. Cover the crucible and place on the burner in aeafrigure 12.2B).
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v. Keep away from the blue flame and heat until alkerecsound occurs. Remove from
the burner. Replace the crucible on the burneraad until you hear the sound again.
Repeat these steps until the sound stops. At ding,heat for 20 more minutes.

vi. Remove from the burner and let the crucible coelmlo

vii.  Transfer (with a spatula and DIW) the melted siticsk to a Teflofi beaker. Allow
the disk to dissolve (about 30-45 minutes).

viii. ~ Transfer the silica solution to a 500 mL volumetlask and dilute with DIW. Work
fast in order to avoid contamination from the glamore than 500 mL is needed,
prepare two solutions of 500 mL and mix.

iX. Adjust the pH of the solution to 9.5 using 10% HCI.

X. Keep in a polyethylene bottle (never use glass)@n temperature. Never refrigerate
since precipitation may occur due to the changerperature.

e. Standard B for phosphate and nitra{@5 uM HPO,? and 375 uM NQ). Transfer 30
mL of phosphate standard A and 10 mL of nitratada&ad A to a 1000 mL volumetric
flask. Dilute to 1 L with DIW.

f. Standard B silicic acid2,000 uM SiOH). Transfer 100 mL of standard A silicic acid
to a 1000 mL volumetric flask. Dilute to 1 L with\V.

g. ITISNOT NECESSARY TO PREPARE A STANDARD B FORONYM AND
NITRITE, SINCE STANDARD A FOR BOTH IS DILUTED EN®GUG

h. Working standard C solution®Prepare three different concentrations of stan@aiat
each nutrient to be analyzed (C1 — C4, being Chitdigest concentration and C1 the
LNSW blank). Table 12.1 indicates the volume fraanslard B (or A in case of
ammonium and nitrite) that must be transferred 26@ mL volumetric flask to make
working solutions C2-C4. Dilute standard solutidnand B with LNSW in different
proportions to make working solutions. The diluBagiven in this manual are adequate
for upwelling waters where anoxia is present. Rbepsystems, adjust the dilutions
according to the nutrient concentration range.

i.  Surfactant agentsHigh purity dodecyl sodium sulfate (GKICH,);;0SOQsNa) is used
for the silicic acid and phosphate method, and-85ijs used for nitrate-nitrite analysis.

Nutrient Analysis

The following section gives details about the mdthemployed for nutrient analysis when using an
AA-II. Maintain a regular pattern of bubbles, nesay for noiseless signals, by cleaning the flow
channels daily with a solution of 1.2M HCI (10% HGUse DIW to rinse all tubes. Occasionally,
wash with 2.5 M NaOH. Purge the reagents out okffs¢em, so that they do not precipitate with
the acids or bases used for washing. If the pattebubbles is interrupted, wash all the system and
do not reinitiate immediately. The peristaltic puam the air bar generate the segmented flow.

Phosphate
This procedure describes the method for the detettiion of phosphate in seawater using a

modification of the procedure of Bernhardt and Wiiths (1967). The results are expressed
in uM of HPQ?. The flow diagrams for the AA-II are in Figure 32For this system, flow
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cells of 5 cm and S1 phototubes of high rank aeglLi§his method has a linear response of
up to 5.0 pM HPGF.

Principles of Analysis

The dissolved orthophosphate ions®iay, HPQ? and PQ® ) in seawater react with the
ammonium molybdate under acid conditions to foroao@plex compound
(molybdophosphoric acid). The resulting complereduced when hydrazine sulphate is
added forming a solution of an intense blue colbe flow of the sample in the autoanalyzer
is heated to accelerate the reaction.

Reagents
Follow Gordonetal. (2000) instructions for the preparation ofgesats.

Nitrate + nitrite
This procedure describes the method for nitratéritendetermination in seawater using a
modification of Armstrongetal. (1967). The results are expressed in UM of NONO; .
The flow charts for this analysis are in Figure412.
Principles of Analysis
The nitrate present in the sample is almost quaivgly (> 95%) reduced to nitrite ions
when the samples pass through a Cd-Cu column. Thge ions represent the reduced
nitrate plus any original nitrite ions. These ioaact in an acid solution with two aromatic
amines (sulfanilamide and N-(1-naftil) - ethylendiae dihydrochloride) to form a reddish
colored azo dye. The difference between the nitotecentration in a reduced sample and
the concentration in a non-reduced sample represeatconcentration of nitrate.

Reagents

Follow Gordonetal. (2000) instructions for the preparation ofge@ts and Cd-Cu column.
Figure 12.5 shows the Cd-Cu column appropriat@foAA-Il where:

1 = Teflor? tube (internal diameter 1mm) 5 = glass wool cork

2 = Tygor? tubing 6 = Cd-Cu filings
3 = connection Technicon N-6 7 = glass tube (eetlediameter ~1/4”, 3”
4 = Tygorf tubing (1/4") length).

Nitrite
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This analysis is performed in a separate chanmeduse method for nitrate + nitrite but
without neither the reduction column nor the Imiolezsolution. Figure 12.6 shows the flow
chart of the nitrite system. The reagents for #imalysis are the same described for the
nitrate analysis. The sensitivity of this analysigpproximately 0.056 AWYM nitrite. The
results are expressed in uM of NO

Silicic acid

This procedure describes the method for silicid @@termination in seawater using the
procedure of Armstrongtal. (1967) adapted by Atl&tal. (1971). Figure 12.7 shows the
flow chart for the silicic acid system. This methedccurate enough to measure silicic acid
in oceanic water (blue waters). The results areesged in UM of Si(OH)

Principles of Analysis

When adding molybdic acid to the sample, a compiared3-silicomolybdic acid, is
formed, due to the reaction between ammonium maitgoh an acid solution and the silicic
acid that the sample contains. When adding stanctdoside this complex is reduced to a
blue color. The color development is sensitivestoperature fluctuations; therefore, the
manifold should be protected from air drafts, dmeltemperature in the manifold should be
controlled during the analysis (Knapal., 1997).

Reagents
Follow Gordonetal. (2000) instructions for the preparation ofgesats.
Ammonia

From Gordoretal. (2000), the ammonia determination as desciribetbdified from a
method ALPKEM FRG, taken from “Methods for Chemiéalalysis of Water and
Wastewater”, March 1984, EPA-600/4-79-020, "Nitnogenmonia" , Method 350,1
(Colorimetric, Automated Phenate). The flow chartthis method is in Figure 12.8. The
AA-II uses a flow cell of 50 mm, interference filseof 640 nm and Technicon S-10
phototubes . This method is linear at least untiMb Analytical sensitivity is 0.022 AWM
ammonium.

Principles of Analysis

The ammonium in the sample reacts with alkalinenphi the presence of sodium
hypochlorite as an oxidizing agent to form the ctarplue indophenol. Due to the high
pH, a complexing agent is used to remove the exafasmgnesium ions that form during
the reaction and interfere in the analysis.

Reagents
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Follow Gordonetal. (2000) instructions for the preparation ofgeats.

Sample Analysis

A summary of the steps to follow in order to ruawater samples through the CFA system is given
below.

1. Start the equipment and establish the baseline

a. Check the levels of DIW and “wash” solutions (DIWdasurfactants) in the bottles and
fill as needed.

b. Start pumping and purge the system at least fonib@tes. The longer the purge, the
better the run will be.

c. While purging, check the volume of all the reageantd fill as needed. Prepare new
working solutions.

d. Assure a constant airfloand the presence of bubbles in the flow systens Thi
guarantees a suitable purge of the air from thiesys

e. Once the purge is finalized, check the voltageescédero and maximum, 5V ES) in the
equipment and adjust them as needed.

f.  Add the reagents by moving the reagent tubes fremwiashing bottles to the
corresponding reagent bottles.

NOTE. In the silicic acid channel, it is necessary atvat least 5 minutes before adding the
SnCy, after the addition of the tartaric acid and mobtadsolutions. A premature
addition of the SnGlcan lead to the formation of a dark blue precipitan the walls of
the tubes and mixing coils. If this happens, puhgesystem with NaOH to dissolve and
remove the precipitate.

g. Itis important to assure the purge of all theeystith buffer solution (Imidazole)
before introducing the Cd-Cu column. Usually tretusion runs throughout the system
for 3 to 5 minutes after the pumping begins.

h. Changes in the baseline of the detector are obdeviien the reagents reach the
colorimeters. At this point, write down the difface (in graph units) between the
original baseline, using DIW, and the new baselisiag the reagents. This difference
must be consistent day after day, and is a goodhamesm to confirm the correct
operation of the system (the opposite indicatesraeation of the reagents or a change
in the calibration of the colorimeters).

i.  Allow the instrument to register the new baselimelf0-20 graph units until obtaining a
stable baseline where irregular changes can bevausdf the baseline has noise, check
that there are not bubbles clogged within the systésually pinching the tube at the
exit flow of the cell within the colorimeter forweral seconds solves the problem.

J. Ifthe baseline does not display noise, start ngptihe samples. Place the washing tube
(that fills the autosampler) in the LNSW. Obseitve tletector and wait for the change
of signal that indicates that the LNSW is flowitngdugh the system and has reached
the colorimeters (around 20 minutes).

NOTE. It is important to label properly the bottlesesponding to each working standard

and to the DIW, to avoid confusion at the timeldd tun.
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2.

3.

Sample run

a. Run working standards before and between samphesrun of standards and samples
consist of:

A run of the working standard C4.

Two runs of the standard C1 (LNSW).

Three runs of the working standards C4.

Three runs of the working standards C3.

Three runs of the working standards C2.

Three runs of the standard C1 (LNSW).

Three wash with DIW.

Run of the first group of seawater samples, runthedirst sample two times.

After 12 samples, run the baseline with LNSW, tafyehat the drift of the equipment
is less than two graph units.

Run the rest of the samples, repeating the baselibRSW after every 12 samples (if
it is necessary).

A run of LNSW.

Three wash with DIW.

Three runs with standard C1 (LNSW).

Three runs with the working standard C2.

Three runs with the working standard C3.

Three runs with the working standard C4.

Allow the baseline to run for 5 minutes.

NOTE. A run of more than 12 samples usually takes s¢Veurs. There is a delay between
the time at which the sample is introduced to §fstesn and the time it takes the colorimeter
to detect a peak (for ammonium, the lag time caaflhg to 20 minutes). Allow the run of
the baseline for 5 minutes before initiating a secaun or culminating the present one.

During the run, air bubbles must have a regulaepat Check for noise or sudden changes
in the measurements of the colorimeter in the deteas well as in the extractor tube. The
extractor tube must take the sample correctly feawh bottle, and care should be taken to
avoid wrong positioning or movement of the botthesthe carousel, which can affect the
procedure. Verify the levels of the reagents duangn.

In order to avoid the drift of the instruments, thas for a set of samples must be brief, so
that the time that passes between the beginningheneihd does not exceed 90 minutes.

Purging and turning off the system
a. Once the baseline has run for 5 minutes at theoéadseries of measurements, it is

possible to begin to wash the system and turrf.iffbfe “wash” is fundamental to avoid
the formation of precipitates in the walls of theés and mixing coils of the system.
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b. Turn off the detector and close the data acqursii@gram.

c. Carefully remove the Cd-Cu column from the systaing not to introduce air within
the column while doing it.

d. Remove all the reagents, except tartaric acid péenck all the tubes in their respective
“wash” recipients. Once the SnG$ purged completely from the system, place the tu
of tartaric acid in its “wash” recipient.

e. Using the autosampler, run two bottles with 10% H®b bottles with NaOH 1M and
two bottles with 10% HCI through all the system.

f.  Purge the system with DIW for about 10-15 minutef®te turning off the pump.

Calculation and Expression of Results
For calculations and expression of results, seel@wat al. (2000).
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Figure 12.3. Flow diagram for phosphate system.réthmwed from Gordoret al. (2000) by
permission.
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Figure 12.4. Flow diagram for the nitrate systenepfduced from Gordoet al. (2000) by
permission.
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Figure 12.5. Cd-Cu column to use in an AA-Il. Refreed from Gordoet al. (2000) by
permission.
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Figure 12.6. Flow diagram for the nitrite systemepPoduced from Gordoet al. (2000) by
permission.
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Figure 12.7. Flow diagram for the silicate systdReproduced from Gordoet al. (2000) by
permission.
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Figure 12.8. Flow diagram for the ammonia systeraprBduced from Gordoet al. (2000) by
permission.
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Table 12.1: Volume of standard B (or A in case ofnaonia and nitrite) to prepare standard
solutions C. LNSW is low nutrient seawater.

Nutrients Phosphate | Nitrate Silicic acid| Nitrite Ammonia
Standard solutions

C4 15 mL 15 mL 10 mL 0.25mL |0.25 mL
C3 10 mL 10 mL 5mL 0.1 mL 0.1 mL
C2 5 mL 5 mL 2.5mL 0.05mL | 0.05mL
C1l LNSW LNSW LNSW LNSW LNSW
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Method 13. Determination of Chlorophylla and Phaeopigments
Ramon Varela

Introduction

The determination of chlorophylis used as an indicator of the biomass of the pyimpeoducers
(phytoplankton) that are found as suspended pastial the water. The following procedure
quantifies the chlorophyll concentration and phagments found in a sample using fluorometric
techniques. The procedure follows Holm-Hanetal. (1965), and the calculations are done as
indicated in Lorenzen (1966). Among the modificai@re the use of methanol instead of acetone
as an extraction solvent due to its greater efimyg Holm-Hansen and Riemann, 1978) and the use
of a sonic dismembrator (Wrightal., 1997). The method applies to all ranges tirophyll a
concentration found in seawater. The method deiedithit is 0.01 pg [ for natural waters (for a

0.5 L sample). The results are expressed in figrimg ni®.

Principles of Analysis

A seawater sample is filtered through a fibergfdes on which suspended particles are retained.
Among these particles, there is chlorophyll beaorganisms. Algal pigments are extracted using
methanol as the solvent and a sonic dismembrataed to break the filter and the cells. After
clarifying the extract by centrifugation, algal pignts are excited by light, which has a blue
wavelength, emitting fluorescence with a red wavglb. The fluorescence is detected by a
photomultiplier. Next, the sample is acidified tuneert all the chlorophyk into phaeopigments
and is measured again in the fluorometer.

Interferences

1. The presence of chlorophy] chlorophyllc and/or divinyl chlorophylh in the sample can
cause error in the measurement. High chloroghgtincentrations, especially at the depth
of the chlorophyll maximum, have a negative intexfeee with chlorophyld, and a
positive one with phaeopigments (Kneal.., 1997). This interference is important if
algae of the class Chlorophyceae and Prochloropleyase abundant.

2.  The detection limit of the equipment is exceedeé@mthe level of pigments in the extract
is very high. The fluorometer is always kept at maxn sensitivity; therefore, the
measurements tend to underestimate high concemsapossibly because of quenching.
In order to solve this problem, several alternatigrist. One alternative, not
recommended, is to dilute the sample, which in@gdise uncertainty of the methdidthe
filter is saturated after filtration, one optiontascut the filter into smaller fractions and
analyze separately. The most recommended optigarinproductive waters with high
concentration of phytoplankton is to filter a srealolume of water (250 mL or less) to
avoid cutting the filter or diluting the sample.

3. Fluorescence depends on temperature; therefofeymethe calibration of the equipment
as well as analysis of samples at a constant atieieperature between 20-25 °C. The
temperature coefficient for the fluorescence obabphyll is - 0.3%/°C.

4.  Chlorophyll degrades quickly under intense liglatrfprm the analysis under dimmed light.
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5. Materials used during the analysis as well as tethanol must remain free of acid residues.

Materials

1. Fiberglass filters (Whatman grade GF/F or equivialerY um pore size, 25 mm diameter).

2. Funnels for 25 mm filters, 200 mL capacity.

3. Polypropylene graduated centrifuge tubes with saaps for extraction, 15 mL.

4. Cells, 13-mm, specific for the fluorometer.

5. Automatic pipettes with capacity of 200 and 1000 pL

6. Volumetric pipettes (5 and 10 mL).

7. Small spatulas.

8.  Vinyl gloves.

Equipment

1. Fluorometer Turner Designs, with a photomultip§ensitive to the red wavelength185-
870 nm), lamp FA4T5D (10-AU-005), blue filter 840 — 500 nm CS 5-60) and red filter (
> 665 nm CS 2-64).

2. Sonic dismembrator, Fisher Scientific model 100.

3. Centrifuge, 0 - 3900 r.p.m.

4.  Filtration unit and vacuum pump.

Reagents

1. Methanol (CHsOH).

2. Hydrochloric acid(0.48N HCI).

3. Concentrated chlorophyll a solutiorAn ampoule of commercially available pure
chlorophylla standard solution is usedr{acystis nidulan€-6144 Sigma, 1 mg) free of
chlorophyllb. Dissolve the content of an ampoule filled wittocbphyll a crystals in 15
mL of methanol. Chlorophyll crystals dissolve vetgwly; therefore, make the dilution
two days before the calibration. Once dissolvedpkifis solution frozen at - 20 °C.

4.  Working solution for calibration Dilute 1 mL of the concentrated chlorophglsolution

in 49 mL of methanol. The concentration of thisusioh must be approximately 1 pgL

In order to determine the precise concentratiorgsuee the absorption for each nanometer
between 660 and 670 nm using a recently calibispedtrophotometer and locate the
wavelength of the maximum absorption,{. Determine the chlorophyll concentration in
the solution applying the following formula:

. 1000mg
1g

Chlorophylla = {(A e A75°””‘)} (1)
E*L

where

Amax = maximum absorption (between 660 - 670 nm).

A7sonm= absorbance at 750 nm.

E = chlorophyll specific absorption coefficientrirethanol, 79.81§cmi* (Jeffrey

and Welschmeyer, 1997).
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L = cell pathlength in cm, 10-cm.
Cleaning Procedures

Soak all the glass material (cells, pipettes, @tca) 10% HCI solution for 24 hours. Rinse five ¢isn
with distilled water and let them dry. Keep theoflameter cells upside down to avoid dust particles
inside the cell. Wash the tweezers, spatulas, apd#er material that is not made of glass with
liquid detergent, running water and a final ringéhwdistilled water. Wear gloves all the time.

Sampling

1. Collect the water samples in 1 L polyethylene daoktles rinsing three times with the
sample before filling.

2. Filter the sample immediately through a fibergfiigsr. Register the filtered volume. The
volume to filter depends on the amount of chlordipimat is found in the water, which can
be estimated through the CTD fluorometer. In watétk low biomass (< 1 mg 1), filter
a volume of 500 mL in duplicate. If the biomass is mg n?’, filter 250 mL in triplicate.

3. Maintain vacuum levels less than 100 mm Hg to aboahking the cells.

4 When filtration is finished, remove the filter withflat tweezers and fold in half or roll up
with the side that contains particles inwards. €laca centrifuge tube properly identified.

5. Freeze at - 20 °C. Analyze within a month.

Blank Analysis

Before beginning the chlorophylanalysis, it is essential to evaluate the openaiidhe
fluorometer as well as the analytical quality af thethanol with a blank analysis. The methanol
must be free of polluting agents or of some otloataminant that can alter the results.

1. Place 5 mL of methanol with a clean pipette inruafdmeter cell.

2. Make areading in the fluorometer. An indicatiorpofsible contamination of the reagent
or uncalibrated equipment is a reading greater teao; thereforeDO NOT make the
analysis until the equipment is calibrated or afteainging the reagent.

3. ltis convenient to use a solid standard providgethe manufacturer to verify the stability
of the equipment before the analysis. This stantaadjusted during the calibration.

Sample Analysis

It is recommended to begin the analysis with sampiéh lower concentrations and finish with the
ones with greater concentration (usually surfacepdas). Analyze duplicates simultaneously. Wear
gloves all the time during the analysis and folkafety procedures for handling methanol.

1. Sample preparation before the analysis. Sonication.

a. Remove the centrifugue tubes from the freezer |enthe filters reach room
temperature protected from light.
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b. Filters are extracted in 10 mL of pure methanokifyehat all the tubes contain the
same amount of liquid and that the filters arellpsubmerged.

c. Grind each filter within its tube with a small splatto homogenize the sample.
Homogenization by grinding of the filter enhandes tupture of the algal cells and
increases extraction efficiency of the solvent. tRattubes in a test tube rack and cover
with aluminum foil to protect the tubes from light.

d. Lower the sonic dismembrator into the methanolamhetube until it is 4.5 cm above
from the bottom of the tub&he probe must be as perpendicular as possiblé andst
not touch the walls of the centrifuge tube.

e. Turn on the dismembrator and gradually increas@diveer until position 15.

f.  Sonicate for 30 seconds, turn off the equipmentrantbve the dismembrator, put the
centrifuge tube cap on, and store the sample geatdom light.

g. Rinse the tip of the dismembrator with pure meth&etveen samples and let it dry.

h. Place the tubes in a rack and store at 4 °C (déreete) for 24 hours to allow methanol
to extract the pigments. It is recommended to slsaghtly the tubes three or four times
during this period.

2. Measurement of chlorophyll a and phaeopigments wililuorometer

Turn on the fluorometer one hour before beginnireganalysis to allow the equipment to
stabilize.

a. Place the tubes in a centrifuge for 30 min at 3000n. to clarify the extract.

b. Transfer the tubes to a rack and arrange duplitagether, protecting them from light.

c. With a pipette, carefully withdraw 5 mL of metharfidm the upper portion of the
liquid in the tube, without touching particles betfilter or producing turbulence. Add
to a fluorometer cell.

d. Place the cell in a previously calibrated fluoroeneand make the reading once the
equipment stabilizes (~ 8 s). This reading corradpdo the initial fluorescence (Fo).

e. Add 100 pL of 0.48N HCI and shake slightly. Waitesdst three minutes to complete
the reaction.

f. Place the cell in the fluorometer and once it $iteds, make the reading of the acidified
sample. This reading corresponds to the acidifisatéscence (Fa).

g. Between samples, rinse the pipette and the fluaiemaells a minimum of three times
with pure methanol.

Fluorometer Calibration

Calibrate the fluorometer every six months withuagp commercially available chlorophyll standard
(Anacystis nidulan€-6144 Sigma, 1 mg) free of chlorophgliFollow the instructions of the
manufacturer. Make five dilutions of the workindwgmn of chlorophyll, with concentrations
between 0 and 130 pg'Lwhich allows calibrating the equipment for a saafl O to 150 pg &

Once calibration is finalized, measure the solahdard that is provided by the manufacturer, and
use this reading to verify the stability of the guopent in successive analyses. A drift greater than
10% indicates the necessity of a new calibration.
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The same dilutions can be used to determine tlikfiaation coefficient (R) after calibration. Take
the readings from several dilutions (Fo), then iégidith 100 pL of 0.48N HCI. Measure samples
again in the fluorometer (Fg). R is the maximum fluorescence ratio, before after acidifying,
calculated from the chlorophyll standadC-6144 Sigma) used to calibrate the fluoromdter.
methanol, R varies between 2.4 and 2.7. The vdl&efor methanol is more variable that the one
used for acetone. The amount of acid added toehencist be the same for the calibration as well
as for the samples. A small increase in the volpreduces anomalous values of R.

_ Fo
"= (Famxj @

where
Fomax= reading before acidification.
Fa,ax = maximum fluorescence after acidification.

Calculation and Expression of Results

The Lorenzen formula (1966) used to calculate tilerophyll a concentration and phaeopigments
in seawater is:

Chlorophylla (ug L") = {(Ri—l)} * (Fo- Fa)* [\\//_rzj -
Phaeopigments (gl = {(Ri—l)} ((R * Fa) B Fo)* (\\//_r;]j @

where

Vm = volume of methanol (50 mL).
Vs = volume of filtered sample.
Fo =reading before acidification.
Fa =reading after acidification.
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Method 14. Determination of Primary Production
Ramoén Varela

Introduction

The primary production rate is defined as the arhofimorganic carbon assimilated by
phytoplankton during photosynthesis that is coracemto particulate organic matter per unit of
time and volume (mg C thh), or surface area (g Cfi%). This last definition is obtained when
integrating a series of production measurements aifferent depths. The production rate can be
measured using radioactive carbon-T€) labeled sodium bicarbonate following the methéd
Steeman-Nielsen (1952) with changes indicated ypebal. (1997), IOC (1994), Strickland and
Parsons (1972) and Ros (1979). This method all@tection of carbon fixation rates between 0.05
and 100 mg C Mh™. The procedure that is described fits the conakitiof high productivity that
are found in coastal waters at the CARIACO stat®pecifically, the variables that have been
modified are the level of specific activity of taedium ¢'C)-bicarbonate solution, the time of
incubation at sea and the volume of water thatteséd after the incubation.

Principle of Analysis

Assimilation of dissolved inorganic carbon (DIC) fplyytoplankton is estimated when a small
amount of**C is added in the form of N&fCO; to a water sample and allowing the phytoplankton
to incorporate the tracer in the organic matteirduphotosynthesis. After addifi¢C, the samples
are incubatedifi situ’ at the depths of origin of each sample for a munn period of 4 hours. If the
total content of C@concentration in the water sample is known as agthe amount dfC added,
the primary production rate can be calculated.

Interferences

1. High levels of light and changes in temperaturealter the results. Phytoplankton from
deeper layers are adapted to low levels of ligtargfore, when these organisms are
exposed to brief periods of intense light, the phphthesis process may speed up or light
or thermal shock may occur. It is important to parf sampling, handling, and filtration of
the samples under conditions of dimmed light aral sthble temperature similar to sea
temperature.

2. Contamination with trace metals such as Cu, Znranuohhibits carbon fixation. Avoid the
contamination by following recommended techniquesfeaning the material, including
the Niskin bottles. A suitable cleaning of the instents and containers used during the
analysis assures data quality. In addition, itipartant to apply a strict protocol with the
material and instruments that make contact wittstiiation of**C to avoid contamination
from the radioisotope during manipulation as inwluek area. Special care with the
pipettes is important and avoids transferring tkaisotope between samples. Use trays
and absorbent paper for containing spills, and¥okafety techniques recommended for
this kind of work.
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3. CO;can be easily lost to the atmosphere from seawataples; therefore, aliquots taken
from the incubation vessels to measure radioagtang preserved in vials containing 200
puL of 2-phenethylamine (a G@bsorber).

Materials

Use only HCI and distilled water to wash the maierthat will be in contact with the sample. Do
not use detergents or disinfectant cleaners asraysaffect the activity of the organisms. Wear
polyethylene or vinyl gloves all the time for haindl the materials and the preparation of reagents,
to avoid contaminating samples and for safety.

Glass filtering flasks, capacity 2 L.

Polycarbonate funnels for 25 mm diameter filteegparcity 250 mL.

Fiber-glass filters Whatman GF/F, diameter 25 mm.

Automatic pipettes with capacity of 200 and 1000 pL

Polycarbonate erlenmeyer flasks with screw cagsaty 300 mL, for incubation
(grouped in four for each depth plus a fifth adamk).

Plastic syringes of 60 mL.

Glass scintillation vials, capacity 20 mL.

Polyethylene or vinyl gloves (powder-free).

Tray and absorbent paper, for catching spills efittration unit.

0. Buoy, ballast, and line with coastlock snap swigelsequivalent) to hold flasks on the
line.

AR A o

HOX~NO

Reagents
1.  Sodium ¢‘C) bicarbonate working solution(NaH"COs) with an approximate activity of
11 uCi mL™. Refer toAppendix 1 for the solution preparation.
2. Hydrochloric acid(0.5N HCI).
3.  2-phenethylaming CsHsCH,CH,;NH>), Sigma-Aldrich, Inc., P-2641.
4.  Scintillation liquid (CytoScinf), or similar compatible with aquatic samples.
Equipment

1.  Filtration unit and vacuum pump.
2. BetaScout liquid scintillation and luminescencedesPerkinElmer 2007-0010.

Sampling

Wear polyethylene or vinyl gloves all the time digrisampling and sample analysis. See Figure
14.1 for a schematic detail.

Hours before the cruise
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Wash all the material used in the field with 1% H@H distilled water. Avoid contact with
metallic objects. If the erlenmeyer flasks are ngwak them in 5% HCI for 72 hours. Rinse
three times with deionized water. Store the fldglesd with 100 mL of 1% HCI while they
are not in use between cruises.

Wash the pipette tips with 5% HCI and rinse fooras with distilled water. Dry them and
store the tips in a polyethylene glove or in a & bag until they are used.

Under a fume hood, add 200 pL of 2-phenethylanmoreath scintillation vial that is going
to hold water during the analysis. Mark these véaS.

Calculate the exact volume of the working bicarlterta add to each incubation flask,
based on its activity, which must be measured ptesly with the scintillation tester (i in
NOTE 1).

In the field

1.

One or two hours before dawn obtain the samplesdar to have enough time to prepare
the production array before sunlight is too inter@dallect five water samples from the
Niskin bottle directly into polycarbonate flasks fach depth. Rinse three times with the
sample; and fill leaving a small air space. Threthe flasks are going to be exposed to
light (L), the fourth flask corresponds to the “dark bét{le), and the fifth is used for the
measurement of the blank8)(which is only required at some depths. In CARIACO
primary production is measured in eight depthg;, 1,5, 25, 35, 55, 75 and 100 m, which
includes in this case the totality of the euphatioe.

Keep filled flasks separated by depth in labelexelsmr black bags protected from light
while sampling from the rosette.

In the laboratory of the boat and under dimmedtlginditions, add the working
bicarbonate solution (~ 11 pCi ) to all the flaskd. andD. The volume that is added to
each flask must provide an activity between 4 pCi.

Withdraw 200 pL of water from one flask markedor each depth and transfer into a vial
markedsS (that contains 2-phenethylamine), label eachagabrding to the depth of origin
(S2). This step is made to determine the radiatioelkeadded to the flasks. Wrap each
flask D with aluminum foil, as they represent the “darktles” which measure dark carbon
fixation for each depth.

Withdraw 200 pL from each flask withotfC (blanksB) at each depth and transfer to
vials marked a$o. This measures the background natural radiaticaeatvater and
particles.

Next, two 30 pL aliquots are taken from the workimgarbonate solution to determine the
activity of the solution. Transfer to two vials rkad withS and differentiate aSc.
Withdraw 50 mL of seawater from flagkand filter to determine the blank. When finish
filtering, rinse the filter with 250 pL of 0.5N HOPlace the filter unfolded into an empty
vial (without 2-phenethylamine) with the side oéthiter retaining particles upwards, and
mark according to the depth Bz.

If production is low (< 1 mgC Mh™), increase the volume to filter to 150 mL for thk
blanks as well as for all the samples. Recordubigsme.

Incubation in situ
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Incubation is done in the water using a producéioay. Attach a buoy to a line of 120 m
length weighted with ballast, and marked with smealivels used to place groups of four
flasks (3L’s and 1D) to the depths from which the samples were cabkkcthis method of
incubation allows that the samples remain exposele same temperature and level of
natural light of the depth of origin (I0C, 1994h& buoy must be visible and easy to
recover; therefore, it must be equipped with someation mechanism (flag, bright colors,
reflecting radar, strobe flash, etc.).

Keep the flasks protected from light until deploymédeploy the productivity array
approximately at dawn. Write down time and positdnieployment. Incubate the samples
for a period of time that captures a representatoréion of the luminance energy, which
then is extrapolated to the assimilation of a ddays depends on the luminance regime of
the site (seasonally variable), as well as of #titude. At the CARIACO station, the time
of incubation is 4 hours at a minimum but no m&a@nt5 hours for logistic reasons. The
deployment starts between 6:30 and 7:00 A.M. aeddts between 10:30 and 11:00 A.M.
This interval is also equivalent to 1/3 of the teoaf light in a day and where 1/3 of the
average daily solar energy to the station latitigsdeceived (10.5° N).

Once the period of incubation is finished, recaberproductivity array. Record the time
and position of recovery. Detach each group ok#dsom the line and place them in
separate labeled dark plastic boxes or bags, pectdéom light until filtration. Filter as
soon as possible to avoid changes due to biologrcalesses within the flask.

While keeping the laboratory of the boat under dioras of dimmed light, withdraw 50
mL aliquot from each flask_(andD) using a 60 mL plastic syringe. Filter into four
individual funnels through 25 mm fiberglass filtenaintaining vacuum levels of 70 mm
Hg or less. Rinse the filter at the end with 250gi0.5N HCI. In periods of low biomass
when low levels of productivity are expected, fill®0 mL or 150 mL instead of 50 mL.
Place the filter in an empty scintillation vial,v&y and refrigerate to 4°C until returning to
the laboratory. Identify each vial according to tiepth of origin a zandDz, conducting
this operation in sequence from the shallower ¢odieper sample.

Sample Analysis

In the laboratory

1.

In the shore laboratory, add to all via% B, L andD) 10 mL of scintillation liquid, slowly
and without producing bubbles, taking care thatstiméace of the filter is in complete
contact with the liquid. Keep the vials protecteahi light and refrigerate until reading in a
scintillation tester. Never freeze.

The vials with the liquid are measured in the sitation tester after four weeks or when
the filter looks completely transparent in the igjuDo not shake the vials, verify that the
filter is totally transparent, and the liquid istriorbid. Clean the vials externally with lens
paper and make the measurement.

Calculation and Expression of Results
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The scintillation testers indicate the average nemalb light flash emissions (counts per minute,
CPM) in vials that contain scintillation liquid. €se counts are transformed into disintegrations per
minute (DPM), since the equipment and the liquichdbhave an efficiency of 100%, and not all
thep disintegrations are seen as an individual spafltierefore, it is necessary to determine the
efficiency of the equipment before running the skmpising a well-known and stable DPM stock
solution provided by the manufacturer of the equepmThis efficiency is used to correct the rest of
the measurements. Once the values are correctatlqtion is calculated (in mg Chih) by

depth using the following formula:

[DPM(Lz) - DPM(DZ)]* (\\;WJ* DIC* 105* F,

Production = wt

1)
[DPM©)]* Vas |12
Val
where
DPM(L 2) = average DPMs of the three filters in the transpiabottlesl() from a single
depth corrected with the filter blanBd).
DPM(Dz) = DPMs in the filter of the dark bottl®] corrected by the filter blaniBE).

Vs = volume of water in the flask (290 mL, constanthis case).

Vot = volume of filtered water in the flasks D andB (50, 100 or 150 mL).

DIC = concentration of inorganic carbon in seawatesampled depths in mg C’m

1,05 = constant describing the difference of diffitg of the molecules with’C and
4C in the live cells.

Fs = daily solar energy rate received during the Ioation. Relative number

calculated based in the area integrated undeiotae mdiation curve between
the period of incubation for the latitude of that&in NOTE 2).

DPM(S) = DPM of the aliquot$z, from the liquid extracted from the flasksat the
beginning of the experiment, or added radiation.

Va = volume of the aliquot (or 0.20 mL) extracted frtime flask to the vialsX).

12 = factor for the calculation of the concentration peur. If the factor is ignored,
the calculated production is per day.
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Appendix 1. Preparation of the working solution of sodium ¢‘C) bicarbonate (NaHCO3),
approximate concentration 11 pCi mL*

The amount of marked bicarbonate that is addeddh #ask must have an activity of 4 uCi, which
is an adequate level for areas with high produstiz 1 mgC nif d*) and short periods of
incubation (4 hours). In order to obtain this atyivit is required to prepare an intermediate
working solution, between the manufacturer’s orgjiactivity (1 mCi mL*) and the final activity
that is added to each flask (4 uCi). The radioadswetope use is restricted under a series of
regulations, safety measurements, and protocoldigposal of residues to the environment that
varies according to the country. The investigatoust know these details and follow their
implementation. Perform all the activities relatedhis analysis on a tray to catch spills and on a
table covered with absorbent paper with bottomtldising. Wear vinyl gloves all the time.

Materials

Wash all glass material with 10% HCI and distilleater, wrap in aluminum foil, and sterilize in a
steam pressure sterilizer for 5 minutes. Removeithtnby placing in an oven to 70 °C for 3to 4
hours.

Glass pipettes 5 mL.

Glass beakers, 100 and 500 mL.

Volumetric flasks, 100 mL.

Glass dropping bottle.

Nylon syringe filters, 25 mm diameter and 0.2 pmepsize.
Plastic syringes to filter water through the fiste80 mL.
Tuberculin syringes with needle.

Serum tubing vials of 15 mL, with stoppers.

ONoOOR~WDNE

Reagents

1.  Concentrated sodium'{C) bicarbonate solutior(NaH""COs), specific activity 1 mCi mL
! Amersham CFA3.

2. Distilled watercoming from a glass still system.
3. Sodium hydroxide solutiorf0.1N NaOH).
4.  Buffer solution with a pH 10.
5. Hydrochloric acid(0.1N HCI).
Equipment
1. pH meter.

2.  Magnetic stirrer.
3.  Electronic balance, 0.01 g precision.
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4.

Steam pressure sterilizer.

Preparation of the Solution

1.

2.

a.
b.
C.

Distilled water pH adjustment

Add approximately 250 mL of distilled water to saker and cover.

Calibrate the pH meter with a buffer solution of pél

Adjust the pH of the distilled water to pH 9.5 ldang, drop by drop, a solution of
0.1N NaOH while mixing gently with a magnetic stirr

Preparation of the bicarbonate solution (concentian 9 - 11 pCi mL™)

Tare a volumetric flask of 100 mL with its cap.

Using a plastic syringe of 60 mL with a nylon filettached, add distilled water with
adjusted pH to the flask placed on the balancé 6@tnL has been added (determine
the volume based on the weight).

With a tuberculin syringe, extract all the contehthe ampoule that contains the
concentrated bicarbonate solution and add it taovtth@emetric flask with the water.
Rinse the ampoule three or four times with filtedestilled water with adjusted pH,
using the tuberculin syringe. Add the water usedifsing in the volumetric flask that
contains the bicarbonate solution.

Increase the volume in the flask to 90 mL (by w8ig¥th distilled water of adjusted
pH using the 60 mL syringe with the filter.

Mix the content of the flask slightly.

Decant the working solution to 15 mL serum vials\g$ mL sterile pipettes. Fill six
serum vials with 15 mL each. Seal with stopperdrdex the air from the vial using a
tuberculin syringe.

The specific activity of this working solution i4 1Ci mL*. Refrigerate at 4 °C by not
more than six months.

The volume of the working solution of bicarbonatieled to the incubation flasks to
assure an activity of 4 uCi is calculated from rtbadings with the scintillation tester.
This volume must be of 420 + 45 L. Before clodimg last vial, extract 30 pL and add
them to a scintillation vial of 200 pL that contai2-phenethylamine. Measure in the
scintillation tester the real activity of the satut and determine accurately the volume
of solution necessary to obtain an activity 4 ugdbse.

Activity in pCi mL™* = (DPM(Sc)/2200000)/0.03 mL (2)
The indicated volume assumes that each preparedillide used on a single cruise

with a minimum residue. Thus, 15 mL will allow ytuprepare 32 incubation flasks.
The solution in the vials loses activity with tiniehey are not full due to C{oss.
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Appendix 2. Fs calculation

For primary production calculations, a fackocan be used that takes into account not onlyirtie t

for incubation, but also the solar proportion af thaily energy, which the samples receive. Because
it is not possible to do the incubation in CARIAG® an entire daylight period (12 hours), the
amount of energy is not the same at the time inoubéegins and that at the end. Using a sensor of
luminance radiation (with cosine collector), thevauof daily solar radiation coming from the sky
can be determined (Figure 14.2). These curvescalsde calculated from tables based on the
latitude and the month of the year. Solar faé®is the proportion of the area under the curvdén t
interval of the hours used for the incubation ilatien to the total area under the curve. The dbjec

is to ensure the proportion is at least a thirthefdaily energy and that the number of hoursss al

a third of the period of light.

The previous statement can be ignored if the luosrenergy is not taken into account but instead
the hours of incubation are used, for which itn/mecessary to eliminate thsfactor in the
numerator of formula (1), and replace constannlthé denominator by the time in hours of
incubation in decimal fraction.
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Figure 14.1. Diagram of the procedure to followidgrmrimary production analysis. The vials
marked withS are filled with 200 pL of 2-phenethylamine.
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Figure 14.2. Curve of daily solar radiation at @&RIACO station. The vertical line indicates the
period of incubation used in CARIACO.

189



