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RESUMEN 

 
En el norte de Chile, el volcanismo cuaternario controla la calidad del agua de la mayoría de las hoyas 
hidrográficas de la zona, encontrándose compuestos con elevados contenidos de arsénico de origen 
natural en minerales, suelo, agua, vegetales y animales. Sin embargo, esta zona destaca por una fuerte 
actividad minera y procesos metalúrgicos, por lo que el arsénico puede ingresar al agua también por vía 
antropogénica. Para la mayoría de los organismos la exposición a metales pesados, por encima de una 
concentración umbral, puede ser extremadamente tóxica. Entre los de mayor importancia 
ecotoxicológica en los ambientes acuáticos se encuentra el arsénico. La captación y toxicidad de los 
metales pesados para los organismos acuáticos están influidas no sólo por su concentración; también 
son relevantes el tiempo de exposición y los factores bióticos y abióticos del ambiente. 
 Las diatomeas bentónicas de los cuerpos limnicos altoandinos, están expuestas a fuertes 
cambios de las variables físicas y químicas del ambiente. La información sobre la sistemática y ecología 
de las diatomeas bentónicas de esté tipo de ambientes es escasa. En este estudio realizamos la 
identificación taxonómica y cultivos unialgales de dos taxa de diatomeas bentónicas, aisladas desde el 
Salar del Huasco, Altiplano del norte de Chile. Los resultados indicaron que las las especies 
identificadas como Nitzschia epithemioides Nitzschia epithemioides Grunow in Cleve & Grunow (1880) y 
Nitzschia sp, presentaron altas tasas de crecimiento exponencial, altas densidades celulares y 
capacidad de tolerar diferentes condiciones de temperatura, densidad de flujo fotónico y concentración 
de silicatos y selenio, por lo que podrían utilizarse sin problema para iniciar investigaciones orientadas a 
evaluar la capacidad de estos taxa de bioconcentrar y biotransformar el arsénico inorgánico, ya que, 
laguna Huasco presenta elevadas concentraciones del metaloide en sus aguas (ca. 12 mg L-1). 
 Para dar cumplimiento al objetivo general del estudio, cultivos axénicos de N. epithemioides 
fueron expuestos a diferentes concentraciones de fósforo equivalentes al medio de enriquecimiento f/2 y 
arseniato de sodio en concentraciones de 0, 10, 100 y 1000 mg L-1. Los resultados obtenidos confirman 
la capacidad de N. epithemioides de tolerar elevadas concentraciones de arsénico. La concentración 
total de As más elevada al final del periodo de cultivo, fue de 115 a 10480 µg g-1 (peso seco) en los 
cultivos expuestos a <0.1 y 1000 mg As(V) L-1 respectivamente, y concentración de fósforo equivalente al 
medio f/10. Los resultados de los análisis de especiación de As, indicaron que en promedio la especie 
predominante fue As(V) (76 %), seguido por arsenolípidos del tipo OH-ribosa (23 %), una menor 
proporción de tres tipos de arsenoazúcares (1.27%) y DMA(V) (0,06%). 
 La diatomea bentónica Nitzschia epithemioies aislada desde laguna Huasco, altiplano norte de 
Chile, presenta un alto potencial biológico para la remoción de arsénico en aguas contaminadas con el 
metaloide, y constituye una alternativa tecnológica de bajo costo, amigable con el medio ambiente y 
viable técnicamente a corto plazo. El presente estudio contribuye al avance en la investigación y 
desarrollo de nuevas tecnologías y metodologías de remoción de arsénico en el agua y ecosistemas 
acuáticos, utilizando organismos no manipulados genéticamente y que naturalmente por las 
características particulares de su entorno han desarrollado varias estrategias para la detoxificación de 
metales y metaloides como el arsénico.  
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INTRODUCCIÓN GENERAL 

 
El arsénico (As) es clasificado como un metaloide (GESAMP 1986). Los tres electrones desapareados 
que As presenta en su estructura eléctronica externa le permiten formar uniones covalentes con 
hidrogeno, carbono, oxígeno y azufre para formar una variedad de compuestos inorgánicos y orgánicos 
(Gorby 1994). El As es un constituyente de más de 245 minerales y ocupa el vigésimo puesto en la 
abundancia de elementos en la corteza terrestre. Erupciones volcánicas y otros procesos naturales son 
fuentes de elevasas concentraciones de As en el ambiente. Unas 17.150 t de As son emitidas a la 
atmósfera por volcanes, 27 t por los océanos, y en el rango de 125 a 3.345 t por la quema de madera y 
petróleo y por los incendios forestales de origen natural (Matschullat 2000). En áreas no influenciadas 
por actividades humanas la concentración de As en el aire, son de sólo unos pocos ng m-3 
(Umweltbundesamt 1983). En el mar la concentración de As varía entre 0,09 µg L-1 y 24 µg L-1 
(promedio: 1,5 µg L-1), y en las aguas dulces entre 0.15 µg L-1 y 0,45 µg L-1 (máximo: 1 mg L-1) 
(Léonard 1991). En aguas termales y subterráneas As fué encontrado en concentraciones de 0,5 µg L-1 

hasta 5.000 µg L-1 (Rüde 1996). Aparte de las fuentes naturales, la contaminación de As en agua y 
suelo puede ser consecuencia de actividades humanas debido a (1) la eliminación de productos 
químicos de residuos industriales, (2) la fundición de minerales que contienen As, (3) la quema de 
combustibles fósiles, y (4) la aplicación de compuestos de As en diversos productos, especialmente en 
los últimos 100 años. La fundición de Cu, Ni, Pb y Zn, es la fuente antropogénica más importante de As, 
se estima que 62.000 t de As son emitidos anualmente por esta vía, donde el 80% de las emisiones 
corresponden a las fundiciones de Cu (McArthur et al. 2001). 
 
 La presencia de elevadas concentraciones de arsénico en las aguas naturales es un problema a 
nivel mundial, ya que la ingesta crónica de estas aguas causa efectos adversos a la salud; decenas a 
millones de personas han sido afectadas por la exposición a aguas con arsénico. Entre las áreas con 
mayor población y extensión geográfica implicadas destacan, en Asia el Golfo de Bengala en 
Bangladesh y noreste de la India (Rahman et al. 2001; Bhattacharya et al. 2003), Mongolia Interior en 
China (Guo et al. 2001), Taiwán y Vietnam (Smedley & Kinniburgh 2002). En Europa, destacan Hungría 
y Rumanía (Gurzau & Gurzau 2001). En América esta problemática está siendo afrontada en 
Norteamérica en Canadá, Estados Unidos (BEST 2001) y México (Rodríguez et al. 2004); y en 
Sudamérica en Argentina, Chile, Bolivia y Perú (Fernández-Turiel et al. 2005). En el Cono Sur-
Americano, As en el agua en concentraciones superiores a los 50 µg L-1 y consecuente riesgo de 
padecer arsenisismo, salvo casos locales de contaminación (explotaciones mineras, fundiciones), es de 
origen natural y está relacionado con el volcanismo y la actividad hidrotermal asociada a la cordillera de 
los Andes entre los 14° y 28° latitud Sur. La vía de incorporación más habitual de As en el hombre es a 
través del agua de consumo, si bien la dieta y la inhalación por vía respiratoria pueden contribuir en 
menor grado. En las zonas con aguas arsenicales es común observar que los vegetales presentan 
concentraciones de As también elevadas y que el ganado también padece los efectos de la arsenicosis 
(Queirolo et al. 2000a; Sancha & Frenz 2000). Entre los casos más emblemáticos y con mayor 
repercusión mundial de afectación por As en agua en Sudamérica destaca el de Bell Ville en Córdoba 
(Argentina) y el de Antofagasta en el norte de Chile. Desde principios de los sesenta se observaron los 
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dramáticos efectos de la ingesta crónica de agua arsenical en Antofagasta (Pizarro & Balabanoff, 1973; 
Puga et al. 1973; Klohn, 1974; Borgoño et al. 1977; Smith et al. 1998; Karcher et al. 1999; Ferreccio et 
al. 2000; Sancha & Frenz, 2000; Sancha et al. 2000; Hopenhayn-Rich et al. 2000; Bates et al. 2004; 
Christian & Hopenhayn, 2004; Cáceres et al, 2005). Debido a la escasez de agua en la zona, se 
condujo el transporte de agua desde el río Toconce en los Andes. Resultó que esta agua tenía altas 
concentraciones de As (800 µg/L promedio) y ya en los primeros años sesenta comenzaron a 
manifestarse efectos cutáneos por consumo, especialmente en los niños. La construcción de plantas de 
tratamiento en Antofagasta (1970) y Calama (1978), disminuyó la concentración media de As en agua a 
40 µg/L mitigando los efectos del As (Rivara et al. 1997; Sancha, 1999). Aunque el incidente de 
Antofagasta es el mejor documentado por la población implicada y tiempo de exposición, las aguas con 
elevadas concentraciones de As son frecuentes en todo el norte de Chile. Al sintetizar sobre una mapa 
la distribución de las aguas con elevado contenido de As en Chile, se obtiene prácticamente un continuo 
noroeste-sureste que abarca las regiones de Arica y Parinacota, Tarapacá, Antofagasta, Atacama y 
Coquimbo. Los arroyos de la zona, así como pozos poco profundos, son utilizados además de para el 
consumo humano para regadío. Esta agua frecuentemente contienen varios centenares de µg/L de As 
(Queirolo et al. 2000b).  
 
 La precipitación de está zona hiperárida es mínima, por lo que el agua superficial tiene su 
origen en muchas ocasiones en manantiales termales. Ejemplos de cursos de aguas largos que 
alcanzan la costa son escasos (los ríos Lluta, Camarones y Loa). El resto del territorio es un desierto 
extremo con una red de drenaje poco desarrollada. El río Camarones discurre por la quebrada 
homónima en la región de Tarapacá, recoge las aguas de sus tributarios altiplánicos y no siempre las 
desemboca al mar. Las aguas de este río por lo general exceden los 500 µg/L de As, llegando en 
ocasiones hasta los 2000 µg/L. En pozos se han encontrado concentraciones de 200 a 1000 µg/L. Las 
variaciones de las concentraciones a lo largo del tiempo del agua del río se relacionan con cambios en 
la cantidad y localización de las raras precipitaciones (Mansilla & Cornejo Ponce, 2002). El río Loa es el 
más largo de la zona (440 km). Suministra agua a una población de aproximadamente 420.000 
habitantes, así como a la industria minera y a la agricultura. El contenido medio de As es de 1400 µg/L y 
el de B de 21 mg/L. El aporte de estos elementos es fundamentalmente a través del río Salado que 
nace en el campo geotérmico de El Tatio. Además de este aporte natural, los residuos mineros y de 
fundiciones y sus emisiones atmosféricas también contribuyen a la concentración de este elemento en 
el agua (Romero et al. 2003). 
 
 El estado de oxidación del As (-3, 0, +3 y +5), y por tanto su movilidad, están controlados 
fundamentalmente por las condiciones redox y el pH del medio hídrico. Como aproximación, y sin tener 
en cuenta otros factores como el contenido de materia orgánica, en condiciones oxidantes, el estado 
As(V) predomina sobre As(III), encontrándose fundamentalmente como H2AsO4- a valores de pH bajos 
(inferiores a 6,9), mientras que a pH más alto, la especie dominante es HAsO42- (en condiciones de 
extrema acidez, la especie dominante será H3AsO40, mientras que en condiciones de extrema 
basicidad, será AsO43-). En condiciones reductoras el arsénico se encuentra fundamentalmente como 
As(III) y la especie disuelta dominante es H3AsO30 a valores de pH más amplios (extrema acidez a pH 9). 
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Otros factores, como la concentración de determinados elementos, también controlan la especiación de 
As y por tanto su movilidad. Por ejemplo, en presencia de concentraciones altas de azufre, predominan 
las especies acuosas de azufre y arsénico; si en ese caso se establecen condiciones reductoras y 
ácidas, precipitarán sulfuros de arsénico (Brookins 1988; Yan et al. 2000; Smedley & Kinniburgh 2002). 
Por otra parte, la evaporación, potenciada en zonas áridas y semiáridas, favorece el aumento de la 
salinidad y de la alcalinidad y por tanto del As. Sin embargo se ha observado en aguas subterráneas 
que las concentraciones de As y cloruro presentan una correlación negativa (Smedley et al. 2002). 
 
 Las formas orgánicas de arsénico suelen aparecer en concentraciones menores que las 
especies inorgánicas. El As inorgánico puede ser convertido a especies metiladas catalizadas por una 
serie de organismos (hongos, bacterias y algas) en condiciones aeróbicas y anaeróbicas. Las formas 
orgánicas dominantes son el ácido dimetilarsínico (DMAA, (CH3)2AsO(OH)) y el ácido 
monometilarsónico (MMAA, (CH3)AsO(OH)2), donde el As está presente en ambos casos como As(V) 
(Hasegawa et al. 1999). Además se han incrementado las evidencias de que los procesos 
microbiológicos pueden estar implicados en la movilidad del As cuando hay una actividad microbiológica 
relevante, debido a que el estado de oxidación-reducción del medio, incluyendo el del As, puede verse 
afectado. Por ejemplo, la presencia de arsenito puede ser mantenida en condiciones óxicas por 
reducción biológica de arsenato (Oremland et al. 2004; Oremland & Stolz 2005). La biometilación y 
biorreducción son probablemente las transformaciones ambientales más importantes de As, ya que 
pueden producir especies organometálicas que son suficientemente estables para ser móviles en aire y 
agua (IPCS/WHO 1992). Ambos procesos bióticos (por acción de bacterias y algas) y procesos 
abióticos contribuyen a la metilación del As. 
 
 Para la mayoría de los organismos la exposición a metales pesados, por encima de una 
concentración umbral, puede ser extremadamente tóxica. Los de mayor importancia ecotoxicológica en 
los ambientes acuáticos son: mercurio, arsénico, cromo, plomo, cadmio, níquel y zinc. Los iones de 
estos elementos suelen penetrar en la célula a través de los mismos sistemas de transporte que utilizan 
otros cationes metálicos fisiológicamente importantes (Calcio, magnesio, cobre y zinc). La captación y 
toxicidad de los metales pesados para los organismos acuáticos están influidas no sólo por su 
concentración; también son relevantes el tiempo de exposición y los factores bióticos y abióticos del 
ambiente (Dawson & Ballatori 1995; Markert 1998; Wilken 1998). Considerando un modelo general, la 
interacción de un metal con la biota acuática, puede plantearse como un proceso que involucra los 
siguientes pasos: (1) la especiación en el ambiente, (2) las interacciones con la membrana plasmática 
en la interfase organismo-ambiente y (3) la partición del elemento en los compartimentos del organismo 
y los efectos biológicos resultantes de su interacción con los receptores en los sitios de acción (Di Toro 
et al. 2001). La toma de iones metálicos por las algas del fitoplancton, depende de la concentración del 
ion libre y su biodisponibilidad, es decir, que éste no se encuentre formando complejos con otras 
sustancias inorgánicas u orgánicas o se incorpore a precipitados (Figura 1). La concentración del ion 
metálico dentro de la célula depende de la disponibilidad de ligandos portadores o “Carriers” (Stumm & 
Morgan 1995), la velocidad del transporte a través de la membrana y posiblemente de la velocidad de 
transporte fuera de la célula. Una vez en el interior de la célula algal, el ion metálico puede intervenir en 
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procesos bioquímicos o ser atrapado en formas inactivas (complejado por fitoquelatinas y 
metalotioneínas), como una forma de detoxificación. 
 

 
Figura 1.Proceso de biodisponibilidad (A-D). A, representa la formación de complejos por el metal en su 
forma más accesible; B y C, describen el transporte del metal hacia la membrana celular; D, representa 
absorción de un metal a través de la membrana y E, incorporación a los compartimentos celulares y sus 
respectivas respuestas metabólicas.  
 
 La localización de As en el sistema periódico directamente debajo de fósforo predice una 
analogía química para el comportamiento de arsenato y fosfato incluyendo su incorporación dentro de 
moléculas orgánicas. Sin embargo, no es reconocido el uso de arsénico en sistemas enzimáticos y 
podría potencialmente interferir en numerosos mecanismos biológicos normalmente dependientes de 
fósforo, por ejemplo el agotamiento o la inhibición de la adenosina trifosfato (ATP) (Meharg & Hanley-
Whilaker 2002). Esto sugiere que los organismos tienden a desarrollar mecanismos de aislamiento y 
detoxificación para arsénico produciendo compuestos metilados (mono-, di-, y trimetil arsénico) y 
compuestos organo-arsenicales más elaborados (arsenobetaina, arsenocolina, arsenoribosomas y 
arsenofosfolipidos), que son mucho menos tóxicos que las formas inorgánicas (Anderson & Bruland 
1991). 
 
 Se ha demostrado que ciertos productos químicos y metales pesados o metaloides tienen la 
capacidad de ser bioconcentrados en los organismos directamente del agua, bioacumulables y 
biomagnificados dentro de las cadenas tróficas, causando que los organismos de niveles tróficos 
superiores puedan contaminarse con altas concentraciones de sustancias químicas o metales que se 
encuentran en su presa (Konasewich et al. 1982; Williams & Krueger 1988; Morrison et al. 1996; Jarman 
et al. 1996; Nakata et al. 1998; Gobas et al. 1999; Bard 1999; Lee et al. 2000; Hayteas & Duffield 2000; 
Hargrave et al. 2000). La bioconcentración, bioacumulación y biomagnificación de los contaminantes 
químicos en el ambiente acuático, son procesos dinámicos que involucran muchas variables 
interrelacionadas. Por ejemplo, el potencial de los metales pesados o metaloides de bioconcentración, 
bioacumulación o biomagnificación en los organismos y tramas tróficas depende de las propiedades del 
compuesto (p.e., hidrofobicidad, lipofilia, y resistencia a la degradación), factores ambientales (p.e., 
salinidad, temperatura, concentración de otros químicos, y potencial redox), factores bióticos (p.e., el 
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modo de alimentación de un organismo, la posición trófica, la concentración de lípidos y metabolismo) y 
la biodisponibilidad (p.e., entradas actuales del químico, mecanismos de transporte, y el grado de 
contaminación) (Konasewich et al. 1982; Malins et al. 1982; Morrison et al. 1996; Gobas et al. 1999; Lee 
et al. 2000; Shin & Lam 2001). Hargrave et al. (2000) indicaron que los productores primarios 
planctónicos toman los metales pesados o metaloides directamente del agua, a través de 
bioconcentración y reportan que se han encontrado Factores de Bioconcentración (FBCs) para 
fitoplancton en el orden de 104 – 106 en base a peso húmedo (104 – 108 de peso en lípidos), lo que 
indica que el fitoplancton bioconcentra los contaminantes químicos en concentraciones de 104 - 106 
veces más que las concentraciones del ambiente acuático. Otros reportes indican que la 
bioconcentración de arsénico en algas unicelulares, alcanza hasta 3000 veces la concentración en el 
agua circundante y que la bioconcentración de arsénico bajo condiciones de laboratorio en organismos 
acuáticos, principalmente microalgas y pequeños invertebrados dulceacuícolas, presentan factores de 
bioconcentración (FBCs) para varios compuestos de arsénico, generalmente en amplios rangos, desde 
20 a sobre 1000 dependiendo de la especie de cada organismo, concentración de arsénico y tiempo de 
exposición (Magos 1990; IPCS/WHO, 1992).  
 
 A pesar de los avances en los tratamientos convencionales para la eliminación de As, hay una 
necesidad apremiante de nuevas metodologías y de una forma más rentable de remoción de As de las 
aguas. Los tratamientos biológicos, surgen como otra alternativa de eliminación de As del agua, basada 
en la utilización de plantas y microorganismos que desempeñan un importante papel en la movilidad del 
As en el agua y remoción del metaloide (Cervantes et al. 1994; Cobbett & Goldsbrough 2002; Perales-
Vela et al. 2006). Sin embargo, para la aplicación efectiva de estas alternativas tecnológicas, es 
necesario realizar más investigaciones para explorar la potencialidad de tales procesos.  
 
 Debido a que las microalgas han desarrollado varias estrategias para la bioconcentración y 
detoxificación de metales y metaloides como el As. El objetivo general de esta investigación fue evaluar 
la capacidad de diatomeas bentónicas extraídas desde laguna Huaco, cuerpo de agua altiplanico del 
norte de Chile, con elevadas concentraciones del metaloide de origen natural, como biorremediadores 
de aguas contaminadas con arsénico. 
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HIPÓTESIS DE TRABAJO 
 

Las diatomeas bentónicas del salar del Huasco, Altiplano norte de Chile, presentan una alta tolerancia a 
elevadas concentraciones de arsénico de origen natural. Considerando la resistencia de estas 
diatomeas a elevadas concentraciones del metaloide en aguas salinas naturales, estas deberian poseer 
la capacidad de bioconcentrar y biotransformar el arsénico inorgánico a especies menos tóxicas de 
arsénico orgánico en cultivos, lo cual podría permitir su uso como microorganismos para remediación de 
aguas con alto contenido de sales y arsénico. 
 
 

OBJETIVOS 
 

Objetivo general 
 
Evaluar la capacidad de diatomeas bentónicas extraídas desde laguna Huasco, cuerpo de agua 
altiplanico del norte de Chile, con elevadas concentraciones del metaloide de origen natural, para 
bioconcentrar y biotransformar el arsénico inorganico para actuar a fúturo como potenciales 
biorremediadores de aguas contaminadas con el metaloide.  
 

Objetivos específicos / Capítulos asociados 
 

1. Seleccionar los taxa de diatomeas que se evaluarán como potenciales biorremediadores de aguas 
con elevadas concentraciones de arsénico inorgánico. 
 
- Capítulo I: Eimmy E. Ramírez, Ana S. Cifuentes, Ingrid Inostroza & Roberto E. Urrutia. (En preparación). 
Toxicidad del arsenato para cuatro cepas de diatomeas bentónicas aisladas del Salar del Huasco (Norte de Chile, 
20° S) bajo condiciones de laboratorio. 

 
2. Optimizar los parámetros fisicoquímicos y requerimiento de nutrientes para el cultivo de las 
diatomeas seleccionadas como biorremediadores de aguas con elevadas concentraciones de arsénico 
inorgánico.  
 

- Capítulo II: Ramírez, E.E., Gonzalez, M.A., Cifuentes, A.S., Inostroza, I. & Urrutia, R.E., (Accepted). Culture and 
growth of two benthic diatoms species isolated from the Salar del Huasco (North of Chile, 20° S) at different 

conditions of temperature, light and nutrient. Gayana Botánica. 
 

3. Determinar la capacidad de bioconcentración y biotransformación de arsénico inorgánico a 
compuestos menos tóxicos en la diatomea Nitzchia epithemioides con mayor tolerancia al metaloide. 
 

- Capítulo III: Eimmy E. Ramírez1*, Jörg Feldmann2, Andrea Raab2 & Roberto E. Urrutia1. (Submitted). 
Bioconcentration and biotransformation of arsenate by benthic diatom Nitzchia epithemioides Grunow in Cleve & 
Grunow (1880) under different phosphate concentrations. Aquatic Toxicology. 
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CAPÍTULO I 

 
Toxicidad del arsenato para cuatro cepas de diatomeas bentónicas aisladas del Salar del Huasco 
(Norte de Chile, 20° S) bajo condiciones de laboratorio. 
 
Eimmy E. Ramírez1*, Ana S. Cifuentes2, Ingrid Inostroza2 & Roberto E. Urrutia1. 
 
1Aquatic Systems Unit/Environmental Science Center EULA-Chile, Universidad de Concepción, 
Concepción, Chile. 
2Botany Department/ College of Natural Sciences and Oceanography, Universidad de Concepción, 
Concepción, Chile.  
 
*Autor para correspondencia: eimmy.ramirez@udec.cl; Fono: +56 41 2204054, Fax: +56 41 2207076 
 
En preparación: 
 
RESUMEN 
 
En el presente estudio se determinó la toxicidad del arsenato sobre cuatro cepas de diatomeas 
bentónicas aisladas desde un ambiente con elevadas concentraciones de As de origen natural. Para 
ello, se evaluó el porcentaje de inhibición de la tasa de crecimiento y densidad célular de las diatomeas 
expuestas a diferentes concentraciones de arsenato. El mayor porcentaje de inhibición de la tasa de 
crecimiento fue para las cepas de diatomeas  Nitzschia sp1 con un 93% a 1000 mg l-1 As(V) , y 
Achnanthidium sp con 100% a 1000 mg l-1 As(V), en ensayos de 96 h. Las cepas Nitzschia sp2 y 
Nitzschia sp3, presentaron el menor porcentaje de inhibición de la tasa de crecimiento con sólo un 8% a 
1000 mg l-1 As(V); y un 4% a 1000 mg l-1 As(V), para cada cepa en un período de exposición de 7 días. 
Este estudio tambien demuestra que las diatomeas en estudio poseen diferentes capacidades para 
tolerar el arsénico a pesar ser aisladas de un entorno en comun con las mismas variables físicas y 
químicas del ambiente. 

 
INTRODUCCIÓN 

 
El arsénico es un metaloide nocivo distribuido universalmente en los ecosistemas acuáticos (Smedley & 
Kinniburgh 2002). Su rango de concentración varía desde <1 a 5000 µg/l y podría incluso alcanzar los 
850000 µg/l en los drenajes mineros (Nordstrom & Alpers 1999). En aguas oxigenadas el arsénico se 
encuentra predominantemente como arsenatos aniónicos (H2AsO4- y HAsO42-) con no más de un 15-
20% como arsenito neutro As(OH)3 (Neff 1997; Francesconi 2005). Varios factores físico-químicos y 
biológicos pueden influir en la bioacumulación y toxicidad de las diferentes especies de arsénico en los 
microorganismos. El contenido de fosfato del medio, pH, potencial redox, temperatura e intensidad de la 
luz, afectan la bioabsorción y toxicidad del arsénico (Yamaoka et al. 1999; Pawlik-Skowronska et al. 
2004). La capacidad de los microorganismos para acumular, transformar y detoxificar el arsénico 
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también influye la toxicidad del arsénico (Neff 1997; Goessler et al. 1997; Yamaoka et al. 1999).  
  Teóricamente, las algas pueden responder de varias maneras para aplacar la toxicidad del 
arsenato. En primer lugar, la afinidad o el número de transportadores de arsenato en la superficie 
pueden disminuir y su contenido intracelular es así reducido a través de la regulación de la absorción 
(Karadzhova et al. 2008). La acumulación de arsenato podría ser controlada adicionalmente por su 
excreción fuera de las células (Gupta et al. 2011). En segundo lugar, el arsenato podría reducirse a 
arsenito que luego es liberado al ambiente, incoorporarse a compuestos que contienen azufre (por 
ejemplo, glutatión y fitoquelatinas), o metilado a especies orgánicas menos tóxicas (Pawlik-Skowronska 
et al. 2004; Zhao et al. 2009). En tercer lugar, la distribución subcelular de arsenato podría variar en 
función de su concentración ambiental que podría también alterar su toxicidad (Duncan et al. 2010; Miot 
et al. 2009). Para el caso del As, la localización de este elemento en el sistema periódico directamente 
debajo de fósforo predice una analogía química para el comportamiento de arsenato y fosfato 
incluyendo su incorporación dentro de moléculas orgánicas. Sin embargo, no es reconocido el uso de 
arsénico en sistemas enzimáticos y podría potencialmente interferir en numerosos mecanismos 
biológicos normalmente dependientes de fósforo, por ejemplo el agotamiento o la inhibición de la 
adenosina trifosfato (ATP) (Meharg & Hanley-Whilaker 2002). Esto sugiere que los organismos tienden 
a desarrollar mecanismos de aislamiento y detoxificación para el arsénico produciendo compuestos 
metilados (mono-, di-, y trimetil arsénico) y compuestos organo-arsenicales más elaborados 
(arsenoribosomas, arsenofosfolípidos, arsenobetaina y arsenocolina), que son mucho menos tóxicos 
que las formas inorgánicas (Anderson & Bruland 1991; Murray et al. 1991). 
  No obstante, la bioabsorción y toxicidad de las especies de arsénico inorgánico continúa en 
controversia. Varios documentos científicos informan que las microalgas marinas son más sensibles a 
As (III), mientras que las algas de agua dulce son más sensibles a As (V) (Knauer et al. 1999; Yamaoka 
et al. 1999; Levy et al. 2005; Karadzhova et al. 2008). Sin embargo, también se han reportado muchas 
excepciones a esta regla. La microalga marina Dunaliella sp. y Polyphysa peniculus fueron más 
sensibles a As (V) que a As (III) (Cullen et al. 1994; Takimura et al. 1996). As (V) y As (III) ejercen igual 
toxicidad para el alga de agua dulce Stichococcus bacillaris a pH 8,2 con niveles de fosfato entre 0,03 y 
0,3 mg P L-1 (Pawlik-Skowronska et al. 2004). Igual toxicidad de As (III) y As (V) se determinó a partir de 
ensayos de inhibición de crecimiento algal de 72h para el alga de agua dulce Chlorella sp. (pH 7,6) 
(Levy et al. 2005). Mientras que As (V) fue más tóxico que As (III) para Monoraphidium arcuatum (pH 
7,6). Una disminución en la toxicidad de As (V) se encontró para las algas de agua dulce Chlorella sp. y 
M. arcuatum en medio de cultivo que contiene 0,5 mg P L-1 (Levy et al. 2005). En general, dependiendo 
del microorganismo y las características fisicoquímicas del medio, el reporte de la  EC50 (es decir, las 
concentraciones que reducen en un 50% el crecimiento de las células) para las microalgas verdes varía 
a lo largo de un intervalo de concentración de más de cuatro órdenes de magnitud (desde 0,3 µM a 4 
µM de arsénico) (Ismail et al. 2002). Otros reportes sobre la toxicidad de As para las microalgas de 
agua dulce están limitados a clorófitas y cianobacterias, reportándose un 50% de inhibición en el 
crecimiento (IC50) de estos organismos, a concentraciones desde 0.048 a 202 mg/L (Jurewicz & 
Buikema 1980; Fargosová 1994). Murray et al. (2003), concluye que el alga Chlorella vulgaris sobrevive 
a concentraciones de arsenato hasta 1000 mg/l. La absorción de As por las microalgas en ambientes 
contaminados con el metaloide a menudo exceden ampliamente las concentraciones encontradas en 
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ambientes no contaminados (Planas & Healey 1978; Sanders & Windom 1980; Cullen et al. 1994). Lo 
que demuestra, que las microalgas tienen una alta capacidad de acumular As, pueden influir en la 
concentración de arsénico total y en la proporción de especies de As inorgánicas y orgánicas del medio 
que las rodea.  
  El objetivo del presente estudio fue determinar la toxicidad del arsenato sobre cuatro cepas de 
diatomeas bentónicas aisladas desde un ambiente con elevadas concentraciones de As de origen 
natural. A fúturo se realizará con la microalga que presente la mayor tolerancia a arsenato, 
experimentos para los análisis de cuantificación, especiación, y biotranformación de arsenato 
correspondientes.     
 

MATERIALES Y MÉTODOS 
 

LUGAR DE MUESTREO 
Muestras de agua, sedimento y microalgas fueron colectadas desde la zona norte de laguna Huasco, 
Salar del Huasco, cuerpo de agua del Altiplano, norte de Chile (20°17’30”S; 68°52’20”O; Fig. 1), debido 
a que este sector esta conectado con una vertiente generando un gradiente escorrentiá- confinamiento 
que permite las mayores concentraciones de arsénico de la laguna, cuya máxima profundidad alcanza 
los 40 cm y presenta características fisiográficas y climáticas particulares (Risacher et al. 2003). La 
toma de muestras se realizó estacionalmente: en época seca (Noviembre de 2008); poslluvia (Abril de 
2009); y seca-fría (Agosto de 2009). 

 

 
Figura 1. Mapa de sitio de muestreo en sector norte de laguna Huasco, Salar de Huasco, norte de Chile. 
 

PREPARACIÓN DE LAS MUESTRAS PARA LA CUANTIFICACIÓN DE AS 
Las muestras de agua fueron colectadas en envases de polietileno con 1ml/L de ácido nitrico 
concentrado para los analisis de As. Las mustras fueron transportadas refrigeradas al laboratorio y se 
mantubieron a baja temperatura (4°C) hasta el día del análisis. Los sedimentos fueron secados y 
tamizados a 63 µm para el proceso digestivo de 1 g de sedimento con HCl y HNO3 (3:1 v/v) siguiendo 
la metodología descrita por Herrera (2002). Las muestras de fitoplancton obtenidas del filtrado 
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simultaneo a 58 y 20 µm (para separar el fitoplancton del zooplancton) de 60 l de agua de la interfase 
agua-sedimento, fueron depositadas en enbases de polietileno por medio de la remoción del material 
colectado con agua destilada, obteniéndose un volumen aproximado de muestra de 300 ml y se fijó con 
formalina al 5%. Para los análisis de cuántificación de As total, las muestras fueron agitadas a 150 rpm 
durante 20 minutos, posteriormente el residuo fue llevado a sequedad a 105 °C en estufa. Se pesó 1 g 
de muestra seca para la digestión ácida con la mezcla HNO3/HF (4:1 v/v), se dejó reaccionar a 
temperatura ambiente por 16 h, luego la extracción de solventes se realizó por evaporación a sequedad 
a 50 °C por 3 h. Posteriormente se anadió a la mezcla ácida 400 µl de H2O2 al 30% y se dejó 
reaccionar a temperatura ambiente por 24 h. Finalmente los solventes fueron evaporados a sequedad a 
68 °C por 5 h. 
 

INSTRUMENTACIÓN 
La cuantificación de arsénico total se realizó mediante espectroscopia de absorción atómica acoplada a 
un sistema de generación de hidruros, en un equipo SpectrAA-50/55 Varian. Las condiciones de los 
parámetros instrumentales para la cuantificación de arsénico se indican en la tabla I. 
 
Tabla I. Condiciones de parámetros instrumentales para cuantificación de arsénico mediante HG-AAS. 

Condiciones operativas Características 
Agente reductor NaBH4 0.6% (p/v) en NaOH 0.5% (p/v) 

Flujo: 1 ml por minuto 
Solución HCl HCl 6 M 

Flujo: 1 ml por minuto 
Muestra Flujo: 7 ml por minuto 
Pre-reducción KI 10% (p/v) y HCl © 
Gas arrastre N2 extra puro 
Longitud de onda 193.7 nm 
Ancho rendija 0.5 nm 
Concentración para 0.2 Abs. 0.3 mg l-1 
Corriente lámpara cátodo hueco As 10 Ma 
Corrección de fondo Lampara de deuterio 
Tipo de combustible Aire/acetileno 
Flujo aire 10.00 l min-1 
Flujo acetileno 2.10 l min-1 

 

COLECTA,  AISLAMIENTO Y ESTABLECIMIENTO DE CULTIVO UNIALGALES 
Este ecosistema de altura esta sujeto a fuertes vientos y debido a que la profundidad de laguna Huasco 
en el sitio de colección no superaba los 10 cm, fue posible obtener las microalgas más el sedimento fino 
en suspensión por medio del filtrado a 20 µm de abertura de malla. El material retenido, fue depositado 
en envases de polietileno y transportado en frío al laboratorio.  
  Para establecer los cultivos unialgales, se utilizó el método de aislamiento por pipeteo y lavados 
sucesivos, de acuerdo al protocolo descrito por Andersen Capitulo 6 (2005). Básicamente se trabajó con 
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portaobjetos excavados (más de una depresión) o directamente sobre gotas (con medio de cultivo) 
puestas sobre un portaobjetos normal (gotas en hileras) utilizando un microscopio invertido (Nikon TS 
100). Mediante pipetas Pasteur estériles se procedió a aislar y lavar una a una las unidades algales 
para posteriormente depositarlas en tubos de ensayo o placa Petri con medio de cultivo f/2 de Guillard 
(Guillard 1975). Finalmente cultivos unialgales no-axénicos de los taxa crecieron en matraces 
Erlenmeyer de 250 ml (ca. 50 ml volumen cultivo) utilizando medio de cultivo f/2 según Guillard, 1975 
(pH 8.00, salinidad=30 PSU), incubados a 120 µmol photons m−2 s−1 (LI-250 Light Meter, LI-COR. 
U.S.A.), a 20 ± 2 °C y con un ciclo 18:6 h L:O. 
 
IDENTIFICACIÓN DE LAS DIATOMEAS 
La identificación taxonómica, se realizó en base a las características morfológicas distintivas de cada 
taxón (Hustedt 1976; Krammer & Lange-Bertalot 1988, 1991, 2000, 2004). La morfología y los datos 
sobre las dimensiones celulares de las diatomeas vivas se obtuvieron utilizando un microscopio fotónico 
Olympus (modelo CX 31. Cámara, 518CU 5.0M CMOS). Para remover la materia orgánica de los 
frústulos, pequeños volúmenes de cultivo fueron lavados con ácidos de acuerdo a la metodología 
propuesta por Hasle & Fryxell (1970).  
 
CONDICIONES EXPERIMENTALES DE LOS BIOENSAYO DE INHIBICIÓN DE CRECIMIENTO 
La determinación de la inhibición del crecimiento en las cepas de diatomeas en estudio por efecto de 
arsenato como Na2HAsO4 a concentraciones de 0 a 1000 mg l-1. Se realizó siguiendo los 
procedimientos y preparación de soluciones nutrientes descritos en la Norma Chilena Oficial Nch 2706 
(2002), remplazando el agua del medio de cultivo por agua de mar filtrada a 0,45 µm en membrana de 
nitrocelulosa y autoclavada a 120°C por 20 minutos, enriquecida con Si (1.06 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O), 
macronutriente necesario para el crecimiento de las diatomeas. Un inoculó de 1 x 10-4 cel ml-1 de cada 
cepa fueron incubados a 23 ± 2 °C y 90 µmol m-2 s-1 en sistema de cultivo modo batch.  
 
ANÁLISIS ESTADÍSTICOS 
Para determinar las diferencias significativas entre las tasas de crecimiento y densidades celulares de 
las diatomeas en los tratamientos con diferentes concentraciones de arsenato, se realizaron 
comparaciones mediante análisis de varianza de una-vía (ANOVA), seguido de comparaciones 
múltiples por un test de Tukey’s. Un valor p de <0.05 se consideró como significativo. Todos los análisis 
estadísticos se realizaron utilizando el Software SigmaPlot, versión 11.0 (Systat Software Inc.).   

 

RESULTADOS 
 

CUANTIFICACIÓN DE ARSÉNICO TOTAL EN LAS MATRICES AMBIENTALES ABIÓTICAS Y BIÓTICAS  
La concentración de arsénico total determinada en aguas y fitoplancton, fueron mayores en época de 
alta taza de evaporación del acuífero (Noviembre) y disminuyeron en épocas de poslluvia (Abril) y seca-
fría (Agosto). Los sedimentos no presentaron diferencias significativas en la concentración de arsénico 
en las distintas épocas evaluadas (Tabla II). 
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Tabla II. Concentraciones de arsénico total en matrices abióticas y bióticas de laguna Huasco, Salar del 
Huasco. 

 Concentración de arsénico (mg l-1) 
Matriz Noviembre 

2008 
Abril 
2009 

Agosto 
2009 

Promedio 

Agua 12,5±0,8 2,8±0,3 6,1±0,1 7,1±4,9 
Sedimento 91±2 105±3 112±4 103±11 
Fitoplancton 213±6 127±10 163±30 168±43 

 

BIOENSAYOS DE INHIBICIÓN DE CRECIMIENTO  
El mayor porcentaje de inhibición de la tasa de crecimiento fue para las cepas de diatomeas 
identificadas como Nitzschia sp 1 con un 0-93% a 10 y 1000 mg l-1 As(V) , y Achnanthidium sp con un 4-
100% a 0.1 y 1000 mg l-1 As(V), para un período de exposición de 96 h. Las cepas identificadas como 
Nitzschia sp 2 y Nitzschia sp 3, presentaron el menor porcentaje de inhibición de la tasa de crecimiento 
con ul intervalo de sólo un 0-8% a 1 y 1000 mg l-1 As(V); y un -12-4% a 1 y 1000 mg l-1 As(V), para cada 
cepa en un período de exposición de 7 días. El efecto de las diferentes concentraciones de arsenato 
ensayadas sobre la densidad celular para cada cepa evaluada se observa en la figura 2.  
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Figura 2. Curvas de inhibición del crecimiento para las cepas de diatomeas Nitzschia sp1 (A), 
Achnanthidium sp (B), Nitzschia sp2 (C) y Nitzschia sp3 (D), a diferentes concentraciones de arsenato.  
 

DISCUSIÓN 
 

Laguna Huasco, Salar del Huasco. Se caracteriza, por la salinidad y fluctuaciones estaciónales de sus 
aguas con mayor evaporación que precipitación (Vila & Muhlhauser 1987; Risarcher et al. 2003). 
Durante la estacón seca entre los meses de Agosto a Noviembre, presenta una alta tasa de 
evaporación y esta expuesta a elevada radiación electromagnética. Luego en temporada de lluvia 
producida por el invierno altiplanico, en los meses de Diciembre a Febrero, el salar es inundado por las 
precipitaciones intensas que se producen en este periodo. En temporada de poslluvia, las especies 
químicas que constituyen el acuífero incluido el arsénico se encuentran diluidas debido al aporte hídrico 
dejado por las lluvias. Esto ha producido sistemas acuáticos con características físico-químicas que 
dependen estrechamente de la disponibilidad de agua (Chong 1988; Keller & Soto 1998; Risarcher et al. 
2003). Es por ello, que en este ambiente extremo, solamente habitan organismos halófitos adaptados 
fisiológicamente a estas condiciones.  
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  En este estudio se encontraron elevadas concentraciones de arsénico total para los organismos 
del fitoplacton, presentando un aumento en la concentración total de arsénico, en el mes de Noviembre, 

época seca (213 ± 6 mg Kg-1 As). La concentración de arsénico total en los organismos fitoplanctonicos 
disminuyó en Abril, época de poslluvia y nuevamente se elevó en agosto, época seca-fría, lo que 
demuestra que la concentración de As esta determinada por el aumento o disminución de la 
concentración del metaloide en los componentes del medio acuático. Sin embargo, no es posible 
determinar en este estudio, el comportamiento del arsénico, ya que, este depende de las especies 
particulares en que se encuentre y la mayor reactividad de una una especie no necesariamente 
coincidirá con la mayor concentración del metal en determinada forma química. De allí que el 
comportamiento de un un elemento, en el ambiente (biodisponibilidad, toxicidad, distribución) no pueda 
predecirse basándose en su concentración total (Bernhard et al. 1986).  
 
  Los resultados de los bioensayos con arsenato para las diferentes cepas de diatomeas en 
estudio indidicaron que tanto Nitzschia sp2 como Nitzschia sp3 son capaces de tolerar elevadas 
concentraciones de arsenato, lo que sugiere que estas microalgas podrían haber desarrollado uno o 
varios mecanismos de detoxificación para arsenato al estar expuestas a altas concentraciones de 
arsénico en su entorno natural, como se ha demostrado en estudios previos bajo condiciones de 
laboratorio (Anderson & Bruland 1991; Murray et al. 1991, Foster et al. 2008). No obstante, este estudio 
demuestra que las especies de microalgas en estudio poseen diferentes capacidades para tolerar el 
arsénico a pesar ser aisladas un entorno en comun con las mismas variables variables físicas y 
químicas del ambiente (Figura 2). 
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ABSTRACT 
 
Benthic diatoms are cultured usually under laboratory conditions to be used as a food source for other 
organisms, of aquaculture interest or for biotechnological applications. Laboratory experiments 
demonstrate the incidence of the physical and chemical variables on abundance and growth rates of 
diatoms. While macronutrients are usually selected and dosed into common culture mediums to meet 
the general requirements of a wide range of diatoms, the availability and optimization of micronutrients 
are more susceptible to each organism’s particular physiological conditions.  
 The aim of this study was to characterize the growth of two species of benthic diatoms isolated 
from the Salar del Huasco in batch cultures at different conditions of temperature (10, 15 and 20 °C), 
light intensity (40, 80 and 120 µmol m-2 s-1) and concentrations of silica (1.06 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O 
and 2.12 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O) and selenium (10-8 M H2SeO3) in f/2 medium, on a light-dark cycle of 
18:6 h. 
 Both Nitzschia epithemioides Grunow in Cleve & Grunow (1880) as Nitzschia sp. showed higher 
maximum cell densities (692800±107704 and 649600±68942 cells ml-1, respectively) and exponential 
growth rates (1.80±0.56 and 0.97±0.32 div. d-1, respectively) at the highest temperature (20°C). The 
light intensity to which the cultures were exposed had no effect on cell density and exponential growth 
rate in both taxa. Regarding to nutrients, an increase in silicates concentrations on the culture medium 
could promote the growth of N. epithemioides and Nitzschia sp, since a tendency was observed to 
higher cell densities (1.08 x 106 ± 84.639 and 1.32 x 106 ± 109.038 cells ml-1, respectively) and 
exponential growth rates (1.98 ± 0,44 and 0.95 ± 0,18 div. d-1, respectively) with respect at the normal 
f/2 medium and f/2 medium plus selenium. Simultaneous addition of silicate and selenium to the culture 
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medium increased the maximum cell density of the two strains under study, but this increase was 
significant (p = 0.05) only for N. epithemioides and among the normal f/2 medium (719200±116895 cells 
ml-1) and the f/2 medium with double the amount of silicate and selenium (1498800±209599 cells ml-1). 
However, the exponential growth rates were not significantly different when compared to those of the 
control (without the addition of silicate and selenium). 
 In conclusion both N. epithemioides and Nitzschia sp shown an increased cell density and 
exponential growth rate at 20 °C. The different light intensities not significantly influenced the growth of 
both taxa. An increase in the concentration of silicates or simultaneous increase in silicates and 
selenium in the culture medium can be considered as possible strategy to increase cell density of 
benthic diatom N. epithemioides in batch cultures. 
 
KEYWORDS: Growth characteristics, culture, Nitzschia, selenium, silicate. 
 
RESUMEN 
 
Las diatomeas bentónicas usualmente son cultivadas bajo condiciones de laboratorio para ser utilizadas 
como fuente de alimento de otros organismos de interés acuícola o para aplicaciones biotecnológicas. 
Experimentos de laboratorio demuestran la incidencia de las variables físicas y químicas sobre la 
abundancia y tasas de crecimiento de las diatomeas. Mientras los macronutrientes están generalmente 
seleccionados y dosificados en los medios de cultivo más comunes para satisfacer los requerimientos 
generales de un amplio rango de diatomeas, la disponibilidad y optimización de micronutrientes son 
más susceptibles a las condiciones fisiológicas particulares de cada organismo. 
 El objetivo de este estudio fue caracterizar el crecimiento de dos especies de diatomeas 
bentónicas aisladas del Salar del Huasco en cultivos tipo batch, a diferentes condiciones de temperatura 
(10, 15 y 20 °C), intensidad de la luz (40, 80 y 120 µmol m-2 s-1), y concentraciones de sílice (1.06 x 10-4 
M Na2SiO3 x 9H2O y 2.12 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O)  y selenio (10-8 M H2SeO3) en medio f/2, a un ciclo 
18:6 h luz-oscuridad. 
 Tanto Nitzschia epithemioides Grunow in Cleve & Grunow (1880) como Nitzschia sp,  exhibieron 
las mayores densidades celulares máximas (692800±107704 y 649600±68942 células mL-1, 
respectivamente) y tasas de crecimiento exponencial (1.80±0.56 y 0.97±0.32 div. d-1, respectivamente) 
a la temperatura más elevada (20 °C). La intensidad de luz a la cual los cultivos fueron expuestos no 
afectó la densidad celular y tasa de crecimiento exponencial en ambos taxa. En cuanto a los nutrientes, 
un incremento en la concentración de silicatos en el medio de cultivo, podría favorecer el crecimiento de 
N. epithemioides y Nitzschia sp, ya que, se observó una tendencia al aumento en la densidad celular 
(1.08 x 106 ± 84.639 y 1.32 x 106 ± 109.038 células mL-1, respectivamente) y tasa de crecimiento 
exponencial (1.98 ± 0,44 y 0.95 ± 0,18 div. d-1, respectivamente) con respecto a los medios f/2 normal y 
f/2 más selenio. La adición simultanea de silicato y selenio al medio de cultivo, aumentó las densidades 
celulares máximas de las dos cepas bajo estudio, pero este aumento fue significativo (p = 0.05) sólo 
para N. epithemioides y entre los medios de cultivo f/2 normal (719200±116895 células mL−1) y medio 
f/2 con el doble de silicato y selenio (1498800±209599 células mL-1). Sin embargo, las tasas de 
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crecimiento exponencial no tuvieron diferencias significativas con el control (sin adición de silicato y 
selenio). 
 En conclusión tanto N. epithemioides y Nitzschia sp muestran un aumento en la densidad 
celular y la tasa de crecimiento exponencial a 20 °C. Las diferentes intensidades de luz evaluadas no 
influyeron significativamente en el crecimiento de ambos taxa. Un aumento en la concentración de 
silicatos o aumento simultáneo de silicatos y selenio en el medio de cultivo puede ser considerado como 
posible estrategia para incrementar la densidad celular de la diatomea bentónica N. epithemioides en 
cultivos discontinuos. 
   
PALABRAS CLAVE: Características de crecimiento, cultivo, Nitzschia, selenio, silicato. 
 

INTRODUCTION 
 
Diatoms are the main microalgal component in biomass and in biodiversity of marine and freshwater 
aquatic ecosystems, making up a part of phytoplankton and phytobenthos. Their contribution to the 
global primary production in these ecosystems is highly significant (Round et al. 1990). The communities 
of benthic diatoms, predominantly pennate, are much more difficult to sample and quantify, because 
they are strongly adhered to different types of substrates and in varied types of environments; for this 
reason, biologists and ecologists have largely disregarded them and there is little data available in the 
literature (Raniello et al. 2007). Nonetheless, benthic diatoms are cultured usually under laboratory 
conditions to be used as a food source for other organisms, such as abalone and sea urchin (Dunstan et 
al. 1994) or for biotechnological applications (Stoermer & Smol 1991). 
 The physiological plasticity of diatoms to environmental factors such as temperature, salinity, 
light intensity and nutrient concentrations is the keys to their ability to survive and grow in different types 
of environments (Tomas 1996; Dempster & Sommerfeld 1998; Thessen et al. 2005; Affan et al. 2007). 
Numerous laboratory experiments demonstrate the incidence of these factors on abundance and growth 
rates (Méléder et al. 2003; Mercado et al. 2004; Grinten et al. 2005; Affan et al. 2007; Raniello et al. 
2007; D’Alelio et al. 2009). Particularly important are the concentrations of silicate (macronutrient) and 
selenium (micronutrient) in the culture medium for the diatoms (Harrison et al. 1988; Round et al. 1990; 
Nelson et al. 1995; Tréguer et al. 1995; Raniello et al. 2007). Silicates are essential as a components of 
the cell wall and as metabolic regulators. In his absence the proteins, DNA, chlorophyll and carotenoid 
synthesis are inhibited; photosynthesis and glycolysis are reduced; lipid synthesis also can be enhanced 
and altered by the availability of silicates (Werner 1978; Taguchi et al. 1987; Roessler 1988; Round et al. 
1990). The role of selenium in cell function is still unclear. Some evidence suggests that it is important in 
cell division processes and maintaining internal membrane integrity (Doucette et al. 1987), while it is also 
an essential part of the enzyme glutathione peroxidase, which protects cells against the destructive 
effects of hydrogen peroxide (Overbaugh & Fall 1982; Price & Harrison 1988). While macronutrients are 
usually selected and dosed into common culture mediums to meet the general requirements of a wide 
range of diatoms, the availability and optimization of micronutrients are more susceptible to each 
organism’s particular physiological conditions (Keller & Selvin 1987).  
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 Diatoms of the Salar del Huasco, in the northern Chilean Altiplano, are subject to severe 
changes in physical and chemical environmental variables. The limnic systems in this region are 
characterized by closed endorheic basins with more evaporation than precipitation (Vila & Muhlhauser 
1987; Risarcher et al. 2003). It has been hypothesized that due to the expansion and contraction of the 
lakes of the Altiplano, its aquatic organisms have been subjected to drastic changes in both water levels 
and composition of salts. This has resulted in aquatic systems with physicochemical characteristics that 
depend heavily on the availability of water (Chong 1988; Keller & Soto 1998; Risarcher et al. 2003). It is 
likely that both the quality and the quantity of the water determine the biological diversity, its distribution 
and its ability to be present in this type of systems. The information on the systematics and ecology of 
benthic diatoms in limnic bodies of the Alitplano is scarce and mostly restricted to contributions with a 
strong physiographic orientation (Márquez-García et al. 2009). 
 The aim of this study was to characterize the growth of two species of benthic diatoms isolated 
from the Salar del Huasco in batch cultures at different conditions of temperature, light intensity and 
nutrient concentrations. Considering that the water of Salar del Huasco has high concentration of arsenic 
(ca. 12 mg L-1), the results of this study, among others, will pursue researches to evaluate the ability of 
these taxa to bioconcentrate and to biotransform inorganic arsenic in to organic compounds that are less 
toxic. 

 
MATERIALS AND METHODS 

 
SAMPLE SITE 
Water and microalgae samples were collected in summer (November, 2012) from Lagoon Huasco, Salar 
del Huasco, located in the Altiplano (ca. 4000 m altitude), in the north of Chile (20°17’30”S; 68°52’20”O; 
Fig. 1). Its maximum depth is 40 cm and has unique physiographic and climatic characteristics (Risacher 
et al. 2003). 

 

 
Figure 1. Map of the geographical location of the Salar del Huasco (modified from Chong, 1988). 
Figura 1. Mapa de localización geográfica del Salar de Huasco (modificado de Chong, 1988). 
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PHYSICOCHEMICAL ANALYSES 
Water samples were collected in 1 liter polyethylene containers and then after being filtered (0.45 µm), 
the following parameters were measured: total dissolved solids (TDS), chloride (Cl), sulfate, (So4), 
hardness (CaCO3), nitrate (NO3), phosphate (PO4), sodium (Na) and potassium (K), according to 
standardized protocols (APHA, AWWA, WPCF 1992). In situ, measurements of temperature, electrical 
conductivity, pH, electrical potential and dissolved oxygen were taken using field equipment, WTW 
Multiline P3. These data were examined to obtain a reference of environmental conditions for growth of 
diatoms in terms of salinity, temperature, pH and nutrients. 
 
COLLECTION, ISOLATION AND ESTABLISHMENT OF UNIALGAL CULTURE 
Lagoon Huasco, with its high elevation, is subject to strong winds, and because the depth at the 
collection site was not more than 10 cm, it was possible to obtain, by filtering with 20 µm phytoplankton 
net, microalgae, mix with floating fine sediment. The retained material was deposited in polyethylene 
containers and transported, cold, to the laboratory. 
 To establish unialgal cultures, the isolation method used was single-cell isolation by micropipette 
and successive washes, according to the protocol described by Andersen Chapter 6 (2005). Basically, 
the isolation was performed using well slides (with more than one depression) or directly on drops (of 
culture medium) placed on a slide (in rows) using an inverted microscope (Nikon TS 100). Using sterile 
Pasteur pipettes, the algal units were isolated and washed one by one, then deposited in test tubes or 
Petri dishes with f/2 culture medium (Guillard 1975; pH = 8.00, E.C = 52 mS cm-1, TDS = 33300 mg L-1). 
Finally non-axenic unialgal cultures of the taxa grew in 250 ml Erlenmeyer flasks (ca. 50 ml culture 
volume), incubated at 120 µmol photons m−2 s−1 (LI-250 Light Meter, LI-COR. U.S.A.), at 20 ± 2 °C and 
with a L:D cycle of 18:6 h. 
 
DIATOM IDENTIFICATION 
Taxonomic identification was performed based on the distinctive morphological characteristics of each 
taxon (Cleve-Euler 1953; Hustedt 1930; Krammer & Lange-Bertalot 1988, 1991, 2000, 2004). The 
morphology and data on cell dimensions of living diatoms were obtained using an Olympus light 
microscope (model CX 31. Camera, 518CU 5.0M CMOS). To remove the organic matter of the frustules, 
small volumes of the culture were washed with acid according to the method proposed by Hasle & 
Fryxell (1970). The frustules were prepared for a scanning electron microscope (SEM) as described by 
Amato et al. (2005) and examined under a scanning electron microscope SEM JEOL JSM6380-LV. The 
morphology of the frustules were analyzed from photomicrographs taken with a camera (JSM-6830) 
attached to the SEM microscope.  
 Strains of benthic diatoms in study were deposited in the Culture Collection of Microalgae, 
University of Concepción (CCM-UdeC), Chile, under the numbers, CCM-UDEC 296 and CCM-UDEC 
297. 
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EXPERIMENTAL CULTURE CONDITIONS 
In order to evaluate growth rate and biomass production of the strains investigated, each taxon was 
cultured in f/2 + Si medium from Guillard (Guillard 1975). Three culture parameters were tested: 
temperature (10, 15 and 20 °C), photon flux density (40, 80 and 120 µmol m-2 s-1) and different 
concentrations of selenium and silicate (Table I). All treatments were maintained on a light-dark cycle of 
18:6 h and manual shaking twice a day. 
 For each strain, 1 x 104 cells ml-1 was inoculated into Erlenmeyer flasks containing 100 ml of 
culture medium and incubated for 20 days. Four replicates were used. The growth was monitored daily 
by cell counting (2 ml iodine fixed), under a Zeiss inverted microscope, and using Utermöhl chambers of 
1 ml capacity. For this purpose, the samples were sonicated during 20 s. The density of cells per ml was 
calculated with the following formula: For this purpose, the samples were sonicated for 20 s. 
 

N° (cells/ml) = Total chamber area x N° counted cells. 
Counted area 

 
 The specific growth rate (k) defined as the increase in cell density per unit time (Guillard 1973) 
was calculated according to the following equation: 
 

k [div./day] = 3.322 log (N1 –N0)/t1 – t0 
 
 Where N1 and N0 correspond to the cell density at the beginning (t0) and the end (t1) of the time 
interval selected between inoculation and maximum cell density, respectively. The average value of the 
replicates was used for the growth curves of each studied treatment.  
 

Table I. Different concentrations of silicate and selenium in basic f/2 medium. 
Tabla I. Diferentes concentraciones de sílice y selenio en medio f/2 básico. 

 
Culture Medium 

 
Silicate 

 
Selenium 

   
f/2 1.06 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O - 
f/2 double silicates    2.12 x10-4 M Na2SiO3 x 9H2O - 
f/2 selenium 1.06 x 10-4 M Na2SiO3 x 9H2O 10-8 M H2SeO3 
f/2 double silicates and selenium 2.12 x10-4 M Na2SiO3 x 9H2O 10-8 M H2SeO3 

 
STATISTICAL ANALYSES 
To determine significant differences between exponential growth rates and cell densities in the different 
treatments (temperature, photon flux density, and different concentrations of silicate and selenium in f/2 
medium), comparisons were carried out using one-way analysis variance (ANOVA), followed by multiple 
comparisons with a Tukey’s test. A value of  p < 0.05 was considered significant. All of the statistical 
analysis was performed using the software SigmaPlot, version 11.0 (Systat Software Inc.). 
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RESULTS 
 
PHYSICOCHEMICAL ANALYSIS 
The in situ measurements of temperature, electrical conductivity, pH, electrical potential, dissolved 
oxygen and the chemical analysis of the water (Table II), determined that the water was alkaline, saline 
and its major ions corresponded to sodium, chlorides and sulfates. 
 

Table II. Physical and chemical parameters of water from Lagoon Huasco. 
Tabla II. Parámetros físicos y químicos del agua de Laguna Huasco. 

 

in situ 
  

Chemical Analysis            
(mg L-1) 

 

    
Temperature 12.5 °C TDS 50821 
Electrical Conductivity 64 mS/cm Cl 13028 
pH 8.65 SO4 4389 
Electric Potential  -93 mV CaCO3 3109 
Dissolved Oxygen 4.57 mg L-1 NO3 9.32 
  PO4 3.83 
  Na 8140 
  K 4017 
  As 12.5 ± 0.8 

*Data analyzed in water samples taken at the collection site of microalgae. 
*Datos analizados en las muestras de agua tomadas en el sitio de colección de las microalgas. 

 
DIATOMS IDENTIFICATION 
Light microscope (LM) observations for both taxa revealed single cells with an isopolar frustule and 
bilateral symmetry, with oval, elongated valves, rounded at the polar endings. Generally two chloroplasts 
per cell were observed (Fig. 2 A, B and F). 
 Under scanning electron microscope (SEM), it was possible to identify only one taxon at species 
level. This was Nitzschia epithemioies Grunow in Cleve & Grunow (1880). Its valves were depressed or 
constrained in the central region (Fig. 2 A - C); cell length 22.97 ± 3.41 µm  and width 6.93 ± 1.08 µm; 
showed fibulae of two types (1) small isodiametrical structures, 9 to 12 in 10 µm (Fig. 2 E), and (2) 
transversely elongated ribs, some of which pass completely through the valve, 3 to 5 in 10 µm (Fig. 2 D, 
E). There is a central pair of fibulae farther apart than the others (Fig. 2 E); central raphe endings 
presented a tiny pimple-like thickening of the margin (Fig. 2 D).  
 The other taxon identified at genus level corresponded also to the genus Nitzschia (Fig. 2 F - J), 
cells were smaller than N. Epithemioies : length 12.61 ± 2.54 µm and width 6.06 ± 0.97 µm; raphe 
system fibulate, usually along the border of the valve, with fibulae that are small and discrete, square or 
rectangular (Fig. 2 H - J). 
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Figure 2. Cell morphology Nitzschia epithemioides (CCM-UDEC 196). live cells observed in light 
microscope (LM), singular view (A), dorsal view (B); Oxidized frustule observed in LM (C); Frustule 
ultrastructure observed in scanning electron microscope (SEM), external view of Sternum valve (SV) (D), 
internal view of SV (E). Cell morphology of Nitzchia sp (CCM-UDEC 297). live cells observed in LM, 
dorsal view (F), ventral view (G); Oxidized frustule observed in LM (H); Frustule ultrastructure observed 
in SEM, external view of SV (I), internal view of SV (J). 
Figura 2. Morfología celular Nitzchia epithemioides (CCM-UDEC 296). células vivas observadas en 
mocroscopia fotonica (LM), vista singular (A), vista dorsal (B); Frustulo oxidado observado en LM (C); 
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Ultraestructura del frustulo observada en microscopia electronica de barrido (SEM), vista externa del 
esqueleto valvar (SV) (D), vista interna del SV (E). Morfologia celular Nitzchia sp (CCM-UDEC 297). 
células vivas observadas en LM, vista dorsal (F), vista ventral (G); Frustulo oxidado observado en LM 
(H); Ultraestructura del frustulo observada en SEM, vista externa del SV (I), vista interna del SV (J). 
 
GROWTH CURVES AT DIFFERENT TEMPERATURES 
For Nitzschia epithemioides, the carrying capacity of the cultures was reached at 18 days of incubation 
at 10 and 15 °C, and at 16 days at 20 °C (Fig. 3 A). Significant differences (p ≤ 0.05) were found in cell 
density for the three temperatures tested. The higher maximum cell density was observed at 20 °C 
(692800±107704 cells ml-1), followed by 15 °C (337200±64351 cells ml-1) and 10 °C (85008±11115 
cells ml-1), respectively. All of the pairwise multiple comparison procedures based on the Tukey Test 
were significant (p = 0.05)  for the cultures incubated at 20 and 10 °C and the cultures incubated at 20 
and 15 °C. The exponential growth rate (k) was not significantly different among the three temperatures. 
However, the reported value at 20 °C was approximately double (1.80±0.56 div. d-1), to that reported at 
15 and 10 °C (1.09±0.30 and 0.97±0.36 div. d-1, respectively).  
 For Nitzschia sp, the carrying capacity of the cultures was reached at 18 days of incubation of 
the evaluated temperatures (Fig. 3 B). Significant differences (p ≤ 0.05) were found in cell density 
among the three temperatures. The higher maximum cell density was observed at 20 °C 
(649600±68942 cells ml-1), followed by 15 °C (361900±93734 cells ml-1) and 10 °C (247720±46471 
cells ml-1). All of the pairwise multiple comparison procedures based on the Tukey Test were significant 
(p = 0.05) among the incubated cultures at 10 and 20 °C. The exponential growth rate (k) was not 
significantly different among the temperatures evaluated (0.97±0.32, 0.59±0.29 and 0.47±0.07 div. d-1 at 
20, 15 and 10 °C). 
 

 
Figure 3. Growth curves for Nitzchia epithemioides (A) and Nitzchia sp (B) derived at different 
temperatures and incubated in f/2 medium at 120 µmol photons m-2 s-1, with a 18:6 h light-dark cycle. 
Figure 3. Curvas de crecimiento para Nitzchia epithemioides (A) y Nitzchia sp (B) derivadas a diferentes 
temperaturas e incubadas en medio f/2 a 120 µmol de fotones m-2 s-1, con un ciclo 18:6 h luz-oscuridad. 
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GROWTH CURVES AT DIFFERENT LIGHT INTENSITIES 
Growth curves for Nitzschia epithemioides at 40, 80 and 120 µmol photons m−2 s−1 can be seen in Fig. 4 
A. The carrying capacity of the cultures was reached at 16 days of incubation at all photon flux densities 
evaluated. Although, no significant differences (p≤0.05) were found  at 40, 80 y 120 µmol photons m−2 
s−1, both in maximum cell density (791200±76114,  692800±107704 and 719200±116895 cells ml-1, 
respectively) and exponential growth rate (1.73±0.38, 1.80±0.56 and 1.38±0.72 div. d-1, respectively), a 
tendency is observed at higher cell densities and growth rates of microalgae at lower irradiances. 
 For Nitzschia sp, the growth curves can be observed in Fig. 4 B. The carrying capacity of the 
cultures was reached at 18 days of incubation for all photon flux densities evaluated. No significant 
differences (p≤0.05) were found  in maximum cell density among 40, 80 and 120 µmol photons m−2 s−1 
(667200±38467, 643800±128640, 709440±128200 cells ml-1, respectively). The exponential growth rate 
(k) neither showed significant differences (0.77±0.60, 0.87±0.38 y 0.96±0.39 div. d-1, respectively). 
However, its value tended to increase in the higher irradiances. 
 

 
Figure 4. Growth curves for Nitzchia epithemioides (A) and Nitzchia sp (B) derived at different light 
intensities and incubated in f/2 medium at 20°C, with a 18:6 h light-dark cycle. 
Figura 4. Curvas de crecimiento para Nitzchia epithemioides (A) y Nitzchia sp (B) derivadas a diferentes 
intensidades de luz e incubadas en medio f/2 a 20°C, con un ciclo 18:6 h luz-oscuridad. 
 
EFFECTS OF THE CHANGES IN THE CONCENTRATION OF SILICA AND SELENIUM 
For the experiments at different concentrations of silicate and selenium, was selected the higher 
temperature (20 °C) and photon flux density (120 µmol m-2 s-1), since, in these conditions both taxa 
showed high cell densities. 
 For Nitzschia epithemioides the carrying capacity of the culture was reached within 16 days of 
incubation in normal f/2 medium and within 11 days in the f/2 medium with double silicate, f/2 medium 
with selenium, and f/2 medium with double silicate and selenium (Fig. 5 A). No significant differences 
were found in maximum cell density among normal f/2 medium (719200±116895 cells ml−1), f/2 medium 
with double silicate (1085600±84639 cells ml−1), f/2 medium with selenium (1133200±142255 cells ml−1) 
and f/2 medium with double silicate and selenium (1498800±209599 cells ml−1). Nevertheless, the 
multiple comparison procedures from the Tukey Test were significant (p = 0.05) among the f/2 medium 
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with a double concentration of silicate and selenium and the normal f/2 medium. The exponential growth 
rate (k) was not significantly different among the four treatments (1.38±0.31, 1.98±0.44, 1.48±0.54 and 
1.77±0.45 div d-1, respectively).  
 For Nitzschia sp., the carrying capacity of the culture was reached within 18 days of incubation 
for all concentrations of silicate and selenium evaluated (Fig. 5 B). No significant differences were found 
for maximum cell density among normal f/2 medium (7094400±128640 cells ml−1), f/2 medium with 
double silicate (1320400±109038 cells ml−1), f/2 medium with selenium (947520±224525 cells ml−1) and 
f/2 medium with twice the concentration of silicate and selenium (1401120±296267 cells ml−1), but it was 
observed that cells increased about twice in the medium with the highest nutrients concentration and 
normal f/2 medium. The exponential growth rate (k) showed no significant difference among the four 
treatments (0.91 ± 0.38, 0.95±0.18, 0.72±0.35 and 0.95±0.31 div. d-1, respectively). 
 

 
Figure 5. Growth curves for Nitzchia epithemioides (A) and Nitzchia sp (B) cultures incubated in f/2 
medium with different Na2SiO3 and H2SeO3 concentrations at 20°C and 120 µmol photons m-2 s-1, with a 
18:6 h light-dark cycle. 
Figura 5. Curvas de crecimiento para Nitzchia epithemioides (A) y Nitzchia sp (B) cultivos incubados en 
medio f/2 con diferentes concentraciones de Na2SiO3 y H2SeO3 a 20°C y 120 µmol de fotones m-2 s-1, 
con un ciclo 18:6 h luz-oscuridad. 
 

DISCUSSION 
 
The existing literature on the ecology, taxonomy and cultivation of microalgae of high saline ecosystems 
in Chile and South America is very scarce. Studies conducted in aquatic systems of the Chilean 
Altiplano highlight diatoms as the most important algal group in terms of abundance, since they are more 
tolerant to the high salinities of these systems and, therefore, being the base of the food chain, 
especially as diet for waterfowl (i.e. flamingos) (Vargas et al. 2004; Márquez-García et al. 2009). Diatom 
studies conducted in Andean bodies of water in Chile are scarce (Mühlhauser et al. 1995; Cruces et al. 
2006; Rivera & Cruces 2008, 2009), due to the difficulty of sampling, the variety of morphological and 
hydrological characteristics, complexity of the geological patterns of their water bodies, and the wide 
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range of chemical and biological features for these environments. The diatom taxa investigated in these 
studies are generally epipelics, but some are really planktonic and periphytic. They are found in 
freshwater, brackish water and marine habitats. Nitzschia epithemioides, one of the species found in 
lagoon Huasco is a brackish water species, found in muddy habitats (saline lakes and coastal areas), 
and has a wide geographic distribution. It has been reported in Europe [Romania (Caraus 2002, 2012), 
Great Britain (Whitton et al. 2003), Germany (Scholz & Liebezeit 2012), Spain (Álvarez Cobelas & 
Estévez García 1982, Aboal, Marín & Zafra 2003)], Asia [China (Liu 2008), Taiwan (Shao 2003-2014)], 
North America [New Brunswick (Thaler & Kaczmarska 2009)] and South America [Salar de Uyuni (3650 
m), Altiplano, Bolivia (Rumrich et al. 2000, Alvial et al. 2008), Jujuy, Argentina (Maidana et al. 2009)]. 
 
 The temperature in Andean ecosystems, shows strong daily fluctuations and low average 
temperature of the water, particularly Lagoon Huasco which exhibited an average temperature of 5 °C 
(Risachert et al. 2003), in situ water temperature was 12.5 °C (November, summer 2012). Therefore, for 
laboratory cultures was evaluated as lower temperature, 10 °C, and to increased cell densities and 
growth rates 15 and 20 °C. Both taxa (N. epithelioid and Nitzschia sp) exhibited growth rates and cell 
densities higher at the highest tested temperature (20 °C). These results are consistent with the trend 
found by other researchers in other benthic diatoms under culture conditions. Admiral (1977) conducted 
unialgal cultures of estuarine benthic diatoms, Amphiprora c. f. paludosa, Nitzschia c. f. dissipata, 
Navicula arenaria and Nitzschia sigma at different temperatures, obtaining a higher growth rate from 16 
to 20 °C for N. arenaria, the other three species obtained high growth rates at 25 °C or above this value. 
Grinten et al. (2005) studied the growth of  the diatom Nitzschia perminuta at different temperatures (7, 
15 and 20 °C), finding the highest maximum growth rate at 25 °C (0.65 ± 0.14 div. d-1), followed by 15 
°C (0.30 ± 0.10 div. d-1) and 7 °C (0.26 ± 0.03 div. d-1). Scholz & Liebezeit (2012) evaluated the effect of 
different temperatures in the cultures of 25 species of marine benthic diatoms. Most species isolated 
reached maximum growth rates at higher temperatures (10 to 35 °C), with a low growth significant and 
decrease in cell density at temperatures ≥ 30 °C and ≤ 4 °C. 
 
 The results reported in this study suggest a good tolerance capacity of diatoms for a range of 
light among 40 and 120 µmol photons m-2 s-1, since, cell density and exponential growth rate were not 
affected by light intensity to which the cultures were exposed. Although there were no significant 
differences (p ≤ 0.05) in the exponential growth rate among irradiances evaluated, N. ephitemioides 
presented a trend to higher growth rates at the lower photon flux densities (1.73±0.38 and 1.80±0.56 
div. d-1, at 40 and 80 µmol photons m−2 s−1, respectively). Instead, Nitzschia sp exhibited the highest 
growth rate at 120 µmol photons m−2 s−1; (0.96±0.39 div. d-1). Grinten et al. (2005) reported results with a 
similar tendency to those found for N. ephitemioides in the diatom Nitzschia perminuta that presented a 
low increase in cell density at the higher light intensity (200 µmol m-2 s-1), compared to the lower light 
intensities (40 and 5 µmol m-2 s-1) and a highest maximum growth rate at 40 µmol m-2 s-1 (0.39 ± 0.04 
d-1) than at 5 and 200 µmol m-2 s-1 (0.28 ± 0.03 and 0.29 ± 0.02 d-1, respectively). These differences in 
growth could be attributable to that benthic diatoms are efficient in the use of low irradiances for 
inorganic assimilation (Rivkin & Putt 1987). On the other hand, Correa-Reyes et al. (2001), isolated 
several strains of benthic diatoms of the Nitzschia gender in batch cultures under different light 
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 conditions and suggest that some strains of bentic diatoms could be cultured under high light 
irradiance without photoinhibition, which could explain the behavior that we reported in this study for 
Nitzschia sp. The available scientific information suggests that the saturation light intensity may vary 
among benthic diatoms species, several authors have speculated about an inherently greater resistance 
to irradiance stress of microphytobenthic algae. Diatoms intertidal microphytobenthos often are exposed 
to high radiation, disrupting the ability of the cells to balance the fluctuating supply of light energy with 
the demands of cellular metabolism and growth, thus exposing the photosynthetic machinery to the risks 
of over -excitation and oxidative damage. It is therefore likely that benthic microalgal species possess 
several mechanical and physiological adaptations that enable survival in a highly variable environment 
(Blanchard & Montagna 1992; Peletier et al. 1996; Kromkamp et al. 1998; Barranguet et al. 1998). 
 
 Silicon is an essential element for diatoms, both as structural material and as metabolic 
regulators, affecting a wide range of cellular processes. Our results suggest that an increase in silicates 
concentrations on the culture medium could promote the growth of N. epithemioides and Nitzschia sp, 
since a tendency was observed to higher cell densities (1.08 x 106 ± 84.639 and 1.32 x 106 ± 109.038 
cells ml-1, respectively) and exponential growth rates (1.98 ± 0,44 and 0.95 ± 0,18 div. d-1, respectively) 
with respect at the normal f/2 medium and f/2 medium plus selenium. Raniello et al. (2007) conducted 
experiments to evaluate the effect of different silicate and selenium concentrations on diatom Cocconeis 
neothumensis, reporting that one of the highest exponential growth rates was observed in f/2 medium 
with double the amount of silicate (0.85±0.11 day-1). These experimental conditions also provided the 
highest cell density at saturation (ca. 2,700 cells mm-2). 
 
 The results on the effect of selenium in cultures of N. Epitemioides and Nitzschia sp were not 
significant, but these suggest an increase in the maximum cell density (1133200±142255 and 
947520±224525 cells ml-1, respectively) compared to the maximum cell density observed in cultures 
using normal f/2 medium (ca. 720,000 cells ml-1 for both strains). However, exponential growth rates of 
both strains did not show a positive increase relative to other nutrient concentrations evaluated. This 
could be attributed to that despite the importance of selenium for normal development and growth of 
diatoms, intraspecific and interspecific differences exist for the requirement of selenium in microalgaes. 
Doblin et al. (1999) reported that there was no change in growth or biomass yields in Chaetoceros. cf. 
tenuissimus cultures after approximately 60 generations, indicating that this diatom species has no 
selenium requirement, or that its selenium requirement was met by the background selenium levels in 
the culture medium. This adds to the findings of Harrison et al. (1988) who demonstrated the variable Se 
requirement within the Chaetoceros genus. 
 
 As for the simultaneous addition of silicate and selenium to the culture medium. We observed an 
increase in the maximum cell density for the two strains under study, although this was only significant 
(Tukey test) for N. epithemioides and among the normal f/2 medium (719200±116895 cells ml−1) and the 
f/2 medium with double the amount of silicate and selenium (1498800±209599 cells ml−1). The 
exponential growth rates were not significantly different in any treatment in both strains. Raniello et al. 
(2007) report different results for benthic diatom Cocconeis neothumensis indicating that a simultaneous 
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increase of silicate concentration and the presence of selenium in the culture medium results in a loss of 
the positive effects detected with single nutrient. They argued that a higher SiO32- amount in the culture 
medium, lead to a decreased uptake of SeO32- by C. neothumensis cells and viceversa. Or occurring a 
negative interaction between selenium and silicates inside the cell, in the context of diatom physiology, 
although very limited data has been reported in the literature regarding the metabolic interference 
between selenium and silicates (Müller et al. 2005). These differences with our results could be 
attributed to that diatoms have different physiological and metabolic behavior, and to that culture 
conditions tested by Raniello were not the same of the present study. 
 
 In conclusion both N. epithemioides and Nitzschia sp shown an increased cell density and 
exponential growth rate at 20 °C. The different light intensities not significantly influenced the growth of 
both taxa. An increase in the concentration of silicates or simultaneous increase in silicates and 
selenium in the culture medium can be considered as possible strategy to improve cell density of benthic 
diatom N. epithemioides in batch cultures. 
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Abstract 
The present study evaluated the ability of bentic diatom Nitzschia epithemioides, isolated from an 
environment with high concentrations of naturally occurring arsenic to bioconcentrate and biotransform 
inorganic arsenic in axenic cultures exposed at different arsenate concentrations and phosphate 
regimes. The total arsenic concentration in the algal cells of N. epithemioides was always greater than 
the concentration in the cultures, although the bioconcentration factor decreases with increasing 
arsenate from the base level (<0.1 mg l-1). Arsenate uptake by the microalgae at the end of the culture 
period was of 115 to 10480 µg g-1 (dry weight) on cultures exposed to <0.1 and 1000 mg As(V) l-1 
respectively, and phosphorus concentration equivalent to the f/10 medium. The results of the arsenic 
speciation analysis indicated that in the water-soluble extracts of N. epithemioides the predominant 
species in average was As(V) (76 %), a minor proportion of three types of arsenosugars (1.27 %) and 
DMA(V) (0.06 %), for cells harvested on day 4 and 8 of the culture period. Arsenolipids in the 
methanol/dichloromethanol extracts contained predominantly OH-ribose (23 %), and an unknown 
arsenic cation, on day 8 of the culture period, the greatest amount of OH-ribose was observed in 
cultures with f/2 medium. Overall our finding will facilitate the application of algae in arsenate 
remediation.  
 
Keywords: arsenic species, biouptake, diatom, phosphate, toxicity. 
 

INTRODUCTION 
 
Arsenic is a toxic metalloid universally distributed in aquatic ecosystems (Smedley & Kinniburgh 2002). 
Its presence is due to both natural sourses, such as volcanic action, and anthropogenic activities, such 
as smeltin industry, burning of fossil fuels and use of arsenical pesticides in agriculture (Nriagu 1994). Its 
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concentration ranges from <1 to 5000 µg l-1 and could even reach 8,50,000 µg l-1 in mining drainages 
(Nordstrom & Alpers 1999).  
 Arsenic can exist in several oxidation states (+5, +3, 0, and -3) and chemicals forms and its 
toxicity depends on its chemical speciation. The dominant species of arsenic in aquatic systems is 
arsenate, which is the thermodynamically stable form of inorganic arsenic in oxygenated waters 
(Edmonds & Francesconi 1993). Other inorganic species, such as arsenite, and a variety of organo-
arsenicals, such as monomethylarsonate (MMA) and dimethylarsinate (DMA), have been also detected 
in the aquatic environments, their presence being correlated with biological activity (Anderson & Bruland 
1991; Edmonds et al. 1997; Francesconi 2005). The production of arsenosugars in marine algae starts 
off with DMA(V) retained in the algal cells, which is thought to be reduced to DMA (III) and then oxidized 
by the addition of the adenosyl group from S-adenosylmethionine (SAM). This nucleoside then 
undergoes glycosidation to produce a range of arsenosugars (Edmonds & Francesconi 1987). The 
formation of arsenosugars has subsequently been detected in the diatom Chaetoceros concavicornis 
(Edmonds et al. 1997) and freshwater algae Chlorella vulgaris (Murray et al. 2003), Chlorella sp. (Levy 
et al. 2005) and Monoraphidium arcuatum (Levy et al. 2005). Also it has been speculated that 
microalgae sequester arsenic species into the lipids of cells (Lunde 1968; Irgolic et al. 1977; Wrench & 
Addison 1981). The lack of suitable techniques for arsenic lipid determination has hampered research in 
identifying arsenolipids in marine algae with detection and identification of arsenic lipids occurring mostly 
in marine macroalgae and marine animals or animal products (Morita & Shibata 1988; Hanaoka et al. 
1999; 2001; Devalla & Feldmann 2003; Kohlmeyer et al. 2005; Schmeisser et al. 2005). Among these 
chemical species, inorganic arsenic is considered to be moderately toxic to marine microorganisms at 
high concentrations (Neff 1997). Various physicochemical and biological factors may influence the 
bioaccumulation and toxicity of different arsenic species in microorganisms. The phosphate content of 
the medium, pH, redox potential, temperature and light intensity are all reported to affect As biouptake 
and toxicity (Yamaoka et al. 1999; Pawlik-Skowronska et al. 2004). The ability of the microorganism to 
accumulate, transform and detoxify arsenic (Yamaoka et al. 1999; Goessler et al. 1997; Neff 1997) also 
influences As toxicity. However, the mechanisms of isolation and detoxification for arsenic developed by 
microorganisms remain unclear. Algae have developed different ways to counter arsenate toxicity: (1) 
the affinity or number of arsenate transporters on the surface may decline and its intracellular content is 
thus reduced via uptake regulation (karadjova et al. 2008). Arsenate accumulation could be further 
controlled by its excretion out of cells (Gupta et al. 2011), (2) arsenate could be reduced to arsenite 
which is then released to the ambient environment, scavenged by sulfur-containing compounds (e.g., 
glutathione and phytochelatin), or methylated to less toxic organic species (Pawlik-Skowronska et al. 
2004; zhao et al. 2009), (3) the subcellular distribution of arsenate might vary with its ambient 
concentration which could also alter its toxicity (Duncan et al. 2010; Miot et al. 2009).  
 Arsenate is an analogue of phosphate and is taken up by the cell through the phosphate uptake 
system (Ullrich-Eberius et al. 1989, Zhao et al. 2009). Its bioaccumulation may thus be lowered by 
phosphate especially in eutrophic waters (Guo et al. 2011). Biotransformation processes might also be 
obstructed by phosphate considering its non-specific binding to arsenate reductases (Hellweger et al. 
2003; Markley & Herbert 2010; Slaughter et al. 2012). Further, it could be anticipated that arsenate’s 
modes of toxic action (i.e., substitution of phosphate- containing biological molecules like phospholipids, 
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ADP, ATP, and ion-pumps) might depend on the phosphorus accumulated in cells (Miot et al. 2009). 
Therefore, phosphate is highly correlated to arsenate accumulation and biotransformation. A small 
variation in extracellular or intracellular phosphate concentrations may significantly change the toxicity of 
arsenate. However, no consensus is arrived at on these hypotheses (Xin Wang et al. 2013). Arsenate 
tolerance of the cyanobacteria Microcystis aeruginosa was found to be unaffected by ambient phosphate 
concentration (Gong et al. 2009) and phosphate-limited (-P) Chlorella sp. did not show more sensitivity 
to arsenate (Knauer & Hemond 2000).   
 The aim of this study was to evaluate the ability of benthic diatom Nitzschia epithemioides in 
Cleve & Grunow Grunow (1880), isolated from an environment with high concentrations of naturally 
occurring arsenic to bioconcentrate and biotransform inorganic arsenic to organic arsenic compounds of 
lower toxicity. Which would further facilitate the application of algae in arsenate remediation. 
   

MATERIALS AND METHODS 
 
COLLECTION, ISOLATION AND MAINTENANCE OF STOCK CULTURES 
The benthic microalgae used in this study was extracted from Huasco Lagoon, Salar del Huasco, 
located in the Altiplano (ca. 4000 m altitude), in northern Chile (20 ° 17'30 "S, 68 ° 52'20" W), Its 
maximum depth reaches 40 cm and has high concentrations of naturally occurring arsenic in its waters 
(ca. 12 mg l-1).  
 To establish unialgal cultures, the isolation method used was single-cell isolation by micropipette 
and successive washes, according to the protocol described by Andersen Chapter 6 (2005). Finally non-
axenic unialgal cultures of the microalgae grew in 250 ml Erlenmeyer flasks (ca. 50 ml culture volume) 
using f/2 culture medium as Guillard, 1975 (pH 8.00, salinity = 30 PSU), incubated at 80 µmol photons 
m−2 s−1 (LI-250 Light Meter, LI-COR. U.S.A.), at 20 ± 1 °C and with a L: D cycle of 18: 6 h. 
 On the other hand, the frustules were prepared for a scanning electron microscope (SEM) as 
described by Amato et al. (2005) and examined under a scanning electron microscope SEM JEOL 
JSM6380-LV. The morphology of the frustules were analyzed from photomicrographs taken with a 
camera (JSM-6830) attached to the SEM microscope. Taxonomic identification was performed based on 
the distinctive morphological characteristics of each taxon (Cleve-Euler 1953; Hustedt 1930; Krammer & 
Lange-Bertalot 1988, 1991, 2000, 2004). Strain of benthic diatom in study was deposited in the Culture 
Collection of Microalgae, University of Concepción (CCM-UdeC), Chile, under the number, CCM-UDEC 
296. 
 To obtain axenic cultures of microalgae identified at specific level, as Nitzschia epithemioies 
Grunow in Cleve & Grunow (1880), a mixture of antibiotics was added to 50 ml of culture medium f/2, in 
dose of 200 ug ml-1 penicillin G, 50 µg ml-1  streptomycin sulfate and 25 ug ml-1 gentamicin sulfate. After 
24 h of growth of microalgae under photon microscopy the presence of bacteria was not observed, so an 
inoculum at f/2 medium fresh (without antibiotics) was added. To maintain exponential growth, 1 mL of 
stock culture was aseptically transferred to fresh medium f/2 sterile every 7 days. To cultures stock 
bacteriological tests were performed aseptically through scratched on bacto-agar plates each week. 
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ARSENATE EXPERIMENT 
An inoculum of 1 x 103 cells ml-1 of N. epithemioides was incubated under sterile conditions in 
Erlenmeyer flasks containing 2 l of culture medium f/2 (Guillard 1975), with phosphorus in different 
concentrations equivalent to enrichment medium f/2 (5.65 mg l-1), f/10 (1.13 mg l-1) and f/20 (0.57 mg l-1). 
For each treatment sodium arsenate (Na2HAsO4) was added in concentrations of 0, 10, 100 and 1000 
mg l-1 on the second culture day (exponential growth phase). Cultures were maintained in an incubator 
under the same incubation conditions that for stock cultures, with mechanical aeration (using syringe 
filters of 0.2 µm), during 8 days of culture. Three replicates were used. Cells were harvested on day 4 
and 8 of the culture period by centrifugation at 2500g for 5 min. The supernatant was discarded and the 
cells within each phosphorus and arsenic treatment were pooled to obtain an adequate sample mass. 
Afterwards, previously frozen samples were lyophilized for 24-48 h. 
 To determine the effect of phosphorus and arsenic concentrations evaluated on growth of N. 
epithemioides, biomass was estimated as dry weight at the 4 and 8 days of the culture period. 
 
INSTRUMENTATION 
Analyses were carried out using Agilent istruments throughout (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 
USA), consisting of an Agilent HP 1100 HPLC system coupled in tandem with an Agilent 7500c series 
ICP-MS as elemental detector and Agilent 1100 LC/MSD ES-MS as molecular detector. The ICP-MS 
was optimised daily to obtain maximum sensitive. 
 
SAMPLE PREPARATION FOR SPECIATION ANALYSIS 
For speciation the microalgae were extracted by water. A minimum of 0.1 g of lyophilised sample was 
weighed into a 2 ml Eppendorf vial. 1 ml of distilled water was added and the suspension mixed for 4 
hours at ambient temperature. A rotating shaker was used to achieve a homogeneous mixture. 
Afterwards the insoluble particles were removed immediately by centrifugation at 3000g for 10 min. The 
supernatant was stored y the same amount of water as used previously was added to the residue and 
again mixed for 4 hours at ambient temperature. The mixture was centrifuged again at 3000g for 10 min. 
The combined extracts were freeze-dried. This extraction procedure has benn chosen, since numerous 
studies on arsenic in seaweed have shown that the majority of arsenic can easily be extracted by gentle 
water or water/methanol extraction.  
 After this first extraction. The supernatants (2 ml freeze-dry) was dissolved again in 1 ml water. 
Additionally 0.5 ml hydrogen peroxide (30%) was added to 0.5 ml of supernatant and allowed to react 
overnight at room temperature. The samples were then kept in a freezer at -18 °C. To the residue, 1 ml 
of methanol/dichloromethanol (1:2 v/v) was added, the suspension was mixed for 2 hours on a rotary 
shaker at ambient temperature. Extraction solvents were evaporated to dryness using a RVC 2-18 rotary 
vacuum concentrator (60 °C). This procedure was repeated twice. Samples were then redissolved in 1 
ml de methanol and left to stand for 24 hours at room temperature. The samples were stored in the 
freezer (-18 °C). On the day of analysis the samples were defrosted and centrifuged at 13 000g for 5 min 
to remove all precipitate. 
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ARSENIC SPECIATION USING HPLC-ICP-MS/ES-MS 
The species of inorganic and organic arsenic analytes, along with the arsenosugars, were identified by 
comparison of retention time with standard mix of arsenic(III)/(V), DMA(V) and MA(V) with arsenic 
concentration of 50 ng ml-1, which it was also used for quantification. Standar was also run to determine 
the retention times for the arsenosugars (Sugar 1, 2, 3 and 4, Fig. 1). The calibration curve used for 
quantification of the arsenosugars in the samples was that for the species nearest in retention time to the 
particular arsenosugar. Stansar addition were performed to corroborate retention times and to 
investigate any potential matrix effects. The ICP-MS was set up in standard mode, with 50 µg l-1 rhodium 
added post-column via a Teflon T-piece as internal standard. Arsenic and rhodium were measured on 
m/z 75 and 103 respectively. Anion-exchange chromatography was used for the determination of arsenic 
species in the algae. The high-performance liquid chromatography (HPLC) column was a Hamilton PRP-
X100 (4.6 x 250 mm) directly coupled to the ICP mas spectrometer as described previusly (Castlehouse 
et al., 2003). As mobile phase an aqueus solution of 12.5 Mm ammonium carbonate was prepared. 
Cromatografic run time: 45 min. Column temperature: 303 K. Flow rate: 1.3 ml min-1. Eluent flow was 
split 1 : 4 to the ICP-MS and ES-MS respectively. For the calibration a stock solution of DMA was diluted 
with deionised water to 1, 10, 100 and 1000 ng ml-1. Calibration was done before and after the sample 
measurements.  
 For speciation of lipids arsenic. The ICP-MS was set up to measured arsenic, sulfur and 
phosphorus on m/z 75, 32 and 31 respectively. No internal standar  was used during analysis. An agilent 
Eclipse XDB C18-column (4.6 x 150 mm) (Agilent Tecnologies) was used for chromatographic 
separation (Wood et al., 20111). Cromatografic run time: 45 min. Column temperature: 293 K. Flow rate: 
1 ml min-1. Eluent flow was split 1 : 3 to the ICP-MS and ES-MS respectively. 

 
STATISTICAL ANÁLISIS 
To determine significant differences on the biomass of diatoms versus treatment with different 
concentrations of arsenic and phosphorus in culture medium f/2, comparisons were performed using 
one-way analysis variance (ANOVA), followed by multiple comparisons with a Tukey’s test. A value of  p 
< 0.05 was considered significant. All of the statistical analysis was performed using the software 
SigmaPlot, version 11.0 (Systat Software Inc.). 
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Figure 1. Generic structure of arsenosugars. Structures are: (1) sugar-OH; (2) sugar-PO4; (3) sugar-
SO3H; (4) sugar-OSO3H. 
 

RESULTS 
 
GROWTH OF N. epithemioies IN BATCH CULTURES 
Harvested cells on day 4 of the culture period (Fig. 2 A), showed significant differences (p < 0.001) in the 
biomass production for the three phosphorus concentrations evaluated.The highest and lowest growth in 
biomass was observed in cultures incubated in f/10 medium (12.10 ± 1.21 mg DW) and f/20 medium 
(7.55 ± 2.52 mg DW), respectively. All of the pairwise multiple comparison procedures based on the 
Tukey Test were significant (p < 0.05) for the cultures incubated in f/10 and f/20 medium and the cultures 
incubated in f/10 and f/2 medium. 
 For harvested cells on day 8 of the culture period (Fig. 2 B), significant differences (p < 0.001) 
were foun in the biomass production for all phosphorus concentrations evaluated.The highest and lowest 
growth in biomass was observed in cultures incubated in f/2 medium (64.36 ± 14.09 mg DW) and f/20 
medium (22.63 ± 0.98 mg DW), respectively. All of the pairwise multiple comparison procedures based 
on the Tukey Test were significant (p < 0.05) for the cultures incubated in f/2 and f/20 medium and the 
cultures incubated in f/2 and f/10 medium. 
 Biomass showed no significant differences among cultures incubated with As(V) (0, 10,100 y 
1000 mg l-1) for the different phosphorus concentrations (0.6–6 mg L-1) evaluated. 
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Figure 2. Biomass determination of Nitzchia epithemioides in 2 l of culture containing different 
concentrations of phosphorus and arsenic as arsenate. (A) harvested cells on day 4, and (B) harvested 
cells on day 8 of the culture period. 
 
ARSENIC UPTAKE BY MICROALGAE 
The reported results for total arsenic in algal cells given in Table I. correspond to the sum of all organic 
and inorganic species of arsenic detected and quantified by HPLC-ICP-MS/ES-MS. We observed that 
increasing the arsenic concentration in the cultures leads to an increase of the arsenic concentration in 
the biomass. The bioconcentration factor decreases over 1000-fold from the background arsenic 
concentration to the highest arsenic concentration used for incubation.  
 The extraction efficiency of the water-soluble arsenic species in N. epithemioies (Table II) was 
above 87% of the total arsenic for cultures with 10 and 1000 mg l-1 As(V) at phosphate concentrations 
f/20 and f/10. For the cultures incubated in f/2 medium, the extraction efficiency was over 70 y 85% at 10 
and 1000 mg l-1 As(V), respectively. 
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Table I. Total arsenic (per gram of dried algal cells) extracted from algal cells determined by HPLC-ICP-
MS. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
a, b The same letters beside the averages denote results that are not significantly different in ANOVA and Tukey’s 
test pairwise cpmparison (p < 0.05 significance level).  

 
Table II. Arsenic (per gram of dried algal cells) measured in water/peroxide (1: 1) extraction for 

speciation and methanol/dichloromethanol (1: 2) extraction for residues of N. epithemioides. 
As concentration (µg g-1) Treatment AsV treatment 

(mg l-1) H2O – H2O2 MeOH – DCM Total 
Extraction 

efficiency % 

 < 0.1 6.78 108.65 115.43 5.87 
f/20 10 2249.86 152.20 2402.06 93.66 
 1000 6780.79 176.60 6957.39 97.46 
f/10 10 1848.47 268.86 2117.33 87.30 
 1000 10292.33 190.81 10483.14 98.18 
f/2 10 1686.06 609.10 2295.16 73.46 
 1000 6284.38 1050.20 7334.58 85.68 

 
ARSENIC SPECIES 
Detection and quantification of species of arsenic was performed in the cultures treated with arsenate at 
10 and 1000 mg L-1, due to algal cells had higher growth compared to the control on these 
concentrations. 
 
Speciation of arsenosugars and other ionic species-anion exchange HPLC (PRP-X100)  
The water/H2O2 N. epithemioies extracts for harvested cells on day 4 of the culture period, contained 
predominantly arsenic (V); a minor proportion of sugar-OH, sugar-SO3H, sugar-PO4; and DMA (Table III, 
Fig. 3 A and B). The harvested cells on day 8 of the culture period, contained predominantly arsenic (V); 
a minor proportion of sugar-SO3H, sugar-OH, sugar-PO4; and DMA (Table IV, Fig. 3 C). 
 
 

Treatment AsV treatment 

(mg l-1) 

Algal As 

(µg g-1) 

Bioconcentration 

factor 

 
< 0.1 115.43 1154.30 

f/20 10 2402.06a 240.21 
 

1000 6957.39b 6.96 
f/10 10 2117.33a 211.73 
 1000 10483.14b 10.48 
f/2 

10 2295.16a 229.52 
 1000 7334.58b 7.33 
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Arsenic lipid- complexed speciation analisis-reversed-phase RP-HPLC (XDB C18-column) 
The arsenic species in the methanol/DCM N. epithemioies extracts, were predominantly anions, OH-
ribose, and an unknown arsenic cation (Table V, Fig. 3 D). 
 
 



Table III. Concentrations of arsenic species (dry weight) in the Water-soluble Nitzschia epithemioies extracts on day 4 of culture, for different 
phosphate conditions, all other nutrients at f/2 concentrations, determined by anion exchange chromatography on a PRP-X100 column. 

Arsenic species concentrationa (µg g-1) Treatment AsV treatment 
(mg l-1) Sugar-OH AsIII DMA MA Sugar-PO4 Sugar-SO3H Asv Total 

 Control 0.23 n.d n.d n.d n.d 0.60 5.95 6.78 
f/20 10 7.48 n.d 2.43 n.d n.d 7.56 3000.71 3018.18 
 1000 14.91 n.d 2.27 n.d n.d 47.24 27839.45 27903.87 
f/10 10 15.24 n.d 2.54 n.d 3.61 18.88 7123.92 7164.19 
 1000 15.02 n.d 4.97 n.d 6.88 40.36 13427.46 13494.69 
f/2 10 n.d n.d n.d n.d n.d n.d 2012.64 2012.64 
 1000 n.d n.d n.d n.d n.d n.d 21301.44 21301.44 

      n.d. – not detected <0.01 µg g-1.  

 
Table IV. Concentrations of arsenic species (dry weight) in the Water-soluble Nitzschia epithemioies extracts on day 8 of culture, for different 
phosphate conditions, all other nutrients at f/2 concentrations, determined by anion exchange chromatography on a PRP-X100 column. 

Arsenic species concentrationa (µg g-1) Treatment AsV treatment 
(mg l-1) Sugar-OH AsIII DMA MA Sugar-PO4 Sugar-SO3H Asv Total 

 Control 0.23 n.d n.d n.d n.d 0.60 5.95 6.78 
f/20 10 0.26 n.d 0.15 n.d n.d 0.67 2248.78 2249.86 
 1000 16.96 n.d 1.76 n.d 5.31 69.54 6687.22 6780.79 
f/10 10 27.26 n.d 2.39 n.d 7.37 10.73 1800.72 1848.47 
 1000 15.55 n.d 1.99 n.d 7.33 17.09 10250.37 10292.33 
f/2 10 33.71 n.d 3.16 n.d 3.76 44.89 1600.54 1686.06 
 1000 9.40 n.d 9.79 n.d 8.10 32.47 6224.62 6284.38 

          n.d. – not detected <0.01 µg g-1.



Table V. Concentrations of lipids arsenic species (dry weight) in the methanol/DCM Nitzschia 
epithemioies extracts on day 8 of culture, for different phosphate conditions, all other nutrients at f/2 
concentrations, determined by cation exchange chromatography on a XDB C18 column.  

Arsenic species concentrationa (µg g-1) Treatment AsV treatment 
(mg l-1) OH-ribose U1 Total 

>0.1 Control 71.21 37.44 108.65 
f/20 10 114.89 37.31 152.20 
 1000 133.02 43.58 176.60 
f/10 10 157.14 111.72 268.86 
 1000 111.78 79.03 190.81 
f/2 10 498.00 111.10 609.10 
 1000 945.32 104.88 1050.20 
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Figure 3. ICP-MS chromatogram of m/z 75 for standard mix of arsenic(III)/(V), DMA(V) and MA(V) (solid line) 
and standard sugars (dashed line) (A), chromatogram for N. epithemioides water/H2O2 extract  exposed 
to 10 (solid line) and 1000 (dashed line) mg l-1 arsenic(V) using anion-exchange chromatography coupled 
to ICP-MS on day 4 of culture (B), and on day 8 of culture (C), chromatogram for N. epithemioides 
MeOH/DCM extract  exposed to 10 (solid line) and 1000 (dashed line) mg l-1 arsenic(V) using cation-
exchange chromatography coupled to ICP-MS on day 8 of culture (D). Peaks are labelled as follows: (1) 
sugar-OH; (2) AsIII; (3) DMAV; (4) sugar-PO4; (5) sugar-SO3H; (6) MMAV; (7) sugar-OSO3H; (8) AsV. 
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DISCUSSION 
 
GROWTH OF N. epithemioies IN BATCH CULTURES 
Should be mentioned that cell numbers indicated exponential growth until day 5 and that cultures were 
entering stationary phase by day 8 (data not shown in this article). N. epithemioides growth was affected 
by the different phosphorus concentrations evaluated in the culture medium. Biomass (dry mass in mg) 
observed the fourth day of the culture period, was higher for the f/10 medium and not to the medium f/2 
as expected, because the latter has a higher concentration of phosphate. A possible explanation would 
be that, perhaps, the cultures in f/2 medium received an inoculum of cell lower (< 1 x 103 cel ml-1) than 
the others medium, and the cultures need more time to achieve growth that corresponding to the 
amounts of added phosphorus. The biomass at the end of the culture period (day 8) presented the 
expected behavior in terms of growth, with greater biomass in the culture medium with a higher 
concentration of phosphorus and disminusión of biomass for phosphorus concentrations lower (f/2> 
f/10> f/20). 
 N. epithemioides growth was not significantly affected by arsenic at concentrations of 10, 100 
and 1000 mg l-1 As(V) in the cultures incubated with the three phosphorus concentrations evaluated. 
However, on day 4 of the culture period, in f/10 medium a trend to higher growth to 10 and 1000 mg l-1 
As(V) with respect to control was observed, and a decrease in biomass to 1000 mg l-1 As(V) compared to 
control in the f/2 medium. At the end of the culture period, a trend toward lower biomass compared to the 
control in f/2 medium at 10 and 1000 mg l-1 As(V) was observed; and a slight increase in biomass 
compared to the control in the f/10 medium at 10, 100 and 1000 mg l-1 As(V). Murray et al. (2003), as in 
this study, found no significant difference in the growth of microalgae Chlorella vulgaris cultivated with 
arsenate in concentrations of 0, 10, 100 and 1000 mg l-1 and reported an increase in biomass production 
between the arsenate treatment of the 100 mg l-1 tanks and the tanks containing 1000 mg l-1. It is still 
unclear whether arsenic has an influence on the metabolism of the algae. 
 
ARSENIC UPTAKE BY MICROALGAE 
The total arsenic concentration in the algal cells of N. epithemioides was always greater than the 
concentration in the cultures, although the BCF decreased with increasing arsenate from the base level 
(<0.1 mg l-1). Arsenate uptake in the range of 115 to 10480 ug g-1 in the present study was comparable 
to what reported in the freshwater green algae Chamydomonas reinhardtii and Scenedesmus obliquus 
(2.62 to 1547.0 ug g-1 h-1) (Xing Wang et al. 2013), and in the freshwater alga Chlorella vulgaris (17.2 to 
2739 ug g-1) (Murray et al. 2003). 
 
ARSENIC SPECIES 
The water-soluble extracts of N. epithemioides contained predominantly inorganic arsenic (>80%), both 
algal cells harvested on day 4 and 8 of the culture period. However, the amount of As(V) reported to day 
4 was higher than that reported to day 8 at 10 and 1000 mg l-1 As(V) in all phosphorus concentrations 
evaluated (Table III and IV). Metabolism of arsenic in the media has been shown to occur quickly with 
arsenic being taken up and transformed within 48-96 h of arsenate addition to growth media (Sanders & 
Windom 1980). On the other hand, large part of inorganic arsenic and methylarsenicals could have been 
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released to the medium under conditions of excessive arsenate uptake towards the end of the culture 
period. Significant amounts of inorganic arsenic can be sequestered into vacuoles through a widespread 
detoxification mechanism, developed by plants and algae to avoid metal poisoning, involves intracellular 
glutathione-related peptides. These compounds, named phytochelatins (PC) are cysteine-rich peptides 
with general structure (ɣ-Glu-Cys)n-Gly, with n values generally ranging from 2 to 6 (Grill et al. 1985). 
They are enzimatically synthesized by a specific transpeptidase, the phytochelatin synthase, which is 
activated by the presence of metal ions and uses glutathione as substrate (Grill et al. 1989). Their 
detoxifying funtion consists in the ability to bind metals in atable complexes, which affectively reduce the 
intracellular concentration of potentially toxic free metal ions. Only recently the ability of arsenate anions 
to trigger the formation of PC has been demonstrated in variety of terrestial plants (Sneller et al. 1999; 
Schmöger et al. 2000; Hartley-Whitaker et al. 2002; Bleeker et al. 2003; Zhao et al. 2003; Reina et al. 
2005), in a freshwater green alga Stichococcus bacillaris (Pawlik-Skowronska et al. 2004) and the 
marine diatom Phaeodactylum Tricornutum (Morelli et al. 2005). 
 The higher concentrations of inorganic arsenic in N. epithemioides, suggesst that methylation of 
arsenic is less pronounced in this microalgae or methylated arsenic species are quickly excreted to the 
medium. Our results were similar to those reported by Murray et al. (2003), in the microalgae chlorella 
vulgaris, cultivated in medium with arsenate concentration of <0.01, 10, 100 and 1000 mg l-1, in these 
experiments DMA(V) was found and MA(V) appears to be absent or was quickly excreted.  
 Arsenosugars were found in low proportion (0.45-1.68%) for cells harvested on day 4 (sugar-
OH, sugar-SO3H and sugar-PO4) and on day 8 (sugar-SO3H, sugar-OH and sugar-PO4) of the culture 
period. Foster et al. (2008) reported for P. Tricorpnutum more phosphate arsenoribose (PO4-ribose) and 
small amounts of OH-ribose (by mass). Macroalgae often have a higher proportion present as the OH-
ribose (Brown algae: 1:4.8 – 1:20.5; Red algae: 1:1.5; Green algae: 1:1.6 – 1:6.1) (Tukai et al., 2002). 
Edmonds et al. (1997) reported the presense of OSO3-riboses and small amounts of PO4-ribose in 
water-soluble extracts of the diatom Chaetoceros concaviconis.  
 
 Arsenic lipids in the MeOH/DCM extracts of N. epithemioies contained predominantly OH-ribose 
(32%) (Fig. 4), and an unknown arsenic cation (14%), the greatest amount of OH-ribose was observed in 
cultures with f/2 medium (Table V, Fig. 3 D).  Reitan et al. (1994) found an increase in total lipid 
formation in the diatom P. Tricornutum and Chaetoceros sp. in phosphorus limiting cultures. In contrast a 
decrease in total lipid was found for the green microalgae Nannochloris atomus and Tetraselmis sp. 
under similar limiting phosphorus conditions. Foster et al. (2008) found in axenic cultures of the 
microalgae Dunaliella tertiolecta and Phaeodactylum tricornutum contained subtantial quantities of OH-
ribose and As(V) in acid hydrolysed lipid extracts. D. tertiolecta also contained substantial quantities of 
DMA. The presence of the OH-ribose and DMA moieties in arsenic lipids is supported by previous 
research (Morita & Shibata 1988; Devalla & Feldmann 2003). Foster et al. (2008) also reported an 
unknown arsenic cation that co-chromatographed with DMAE was also found in hidrolysed extracts but 
concentrations were not high enough to determine its identity by LC-MC. Both Lunde (1968) and Irgolic 
et al. (1977) suggest that arsenic lipids in microalgae are phospholipids. The sequestration of arsenic 
species within storage lipids rather than in polar lipids associated with the chloroplast would reduce the 
likelihood of arsenic species interfering in energy production.  
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Figure 4. Possible arsenic lipid generic structure. 
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DISCUSIÓN GENERAL 

 
La información científica existente sobre ecología, taxonomía y cultivo de microalgas de ecosistemas 
salinos de altura en Chile y Sudamérica es escasa. Estudios realizados en sistemas acuáticos 
representativos del altiplanicos Chileno, señalan a las diatomeas como el grupo algal más importante en 
cuanto abundancia, siendo estas más tolerantes a la elevada salinidad de estos sistemas y, por ello, la 
base de la cadena trófica, especialmente como dieta de aves acuáticas (p.e., flamencos) (Vargas et al. 
2004; Márquez-García et al. 2009). Dorador et al. (2003) indicaron que la riqueza microalgal es 
relativamente baja en estos sistemas y que las especies dominantes en lugar de ser endémicas, son 
más o menos cosmopolitas, presentando probablemente adaptaciones a las condiciones ambientales 
cambiantes de este tipo de hábitat. Los taxa de diatomeas investigadas en este estudio generalmente 
son epipélicas, pero algunas son realmente planctónicas y perifíticas. Se encuentran en agua dulce, 
salobre y hábitats marinos. La diatomea N. epithemioides, presentó altas tasas de crecimiento 
exponencial, altas densidades celulares y capacidad de tolerar diferentes condiciones de temperatura, 
densidad de flujo fotónico y concentración de silicatos y selenio. En N. epithemioides se observó 
tambien una mayor tolerancia a elevadas concentraciones de arsenato en el medio de cultivo, por lo que 
fue seleccionada para iniciar investigaciones orientadas a evaluar la capacidad del taxon de 
bioconcentrar y biotransformar el arsénico inorgánico, ya que, laguna Huasco presenta elevadas 
concentraciones del metaloide en sus aguas (ca. 12 mg L-1). 
 
 Para la mayoría de los organismos la exposición a metales pesados y metaloides como el As, 
por encima de una concentración umbral, puede ser extremadamente tóxica. Esto sugiere que los 
organismos tienden a desarrollar mecanismos de aislamiento y detoxificación de arsénico, produciendo 
compuestos metilados y compuestos organo-arsenicales más elaborados de menor toxicidad que las 
fomas inorganicas (Anderson & Bruland 1991). La absorción de As por las microalgas en ambientes 
contaminados con el metaloide a menudo exceden ampliamente las concentraciones encontradas en 
ambientes no contaminados (Planas & Healey 1978; Sanders & Windom 1980; Cullen et al. 1994). Lo 
que demuestra, que las microalgas tienen una alta capacidad de acumular As, pueden influir en la 
concentración de arsénico total y en la proporción de especies de As inorgánicas y orgánicas del medio 
que las rodea.  
 
 En estudios de cultivos de microalgas, se ha demostrado que la presencia de fosfato tiene 
diferentes efectos sobre la absorción de arsenato, ya sea por la absorción reducida de As en 
condiciones de abundancia de fosfato (Sanders & Windom, 1980) o la absorción simultánea de arsénico 
y fosfato (Andreae & Klumpp, 1979). Es evidente que la proporción de As/P influye en las 
concentraciones de As en las microalgas marinas, pero esta respuesta no es consistente en todas las 
especies del fitoplancton (Foster et al. 2008).  
 
 Los resultados del estudio confirman la capacidad de N. epithemioides de tolerar elevadas 
concentraciones de arsénico. La concentración total de As más elevada al final del periodo de cultivo 
(día 8), fue de 115 a 10480 µg g-1 (peso seco) en los cultivos expuestos a <0.1 y 1000 mg As(V) L-1 
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respectivamente, y concentración de fósforo equivalente al medio f/10 (1.13 mg L-1). Los resultados de 
los análisis de especiación de As, indicaron que la especie predominante fue As(V). Sin embargo, se 
observaron concentraciones más elevadas en la células cosechadas el dia 4 de cultivo (7120 µg g-1 a 
10 mg As(V) L-1 en medio f/10 y 27800 µg g-1 a 1000 mg As(V) L-1 en medio f/20) en comparación con las 
células cosechadas el día 8 del periodo de cultivo (2200 µg g-1 a 10 mg As(V) L-1 en medio f/20 y 10250 
µg g-1 a 1000 mg As(V) L-1 en medio f/10). Las menores concentraciones de As(V) en la microalga se 
observaron en medio de cultivo con tratamiento de fósforo equivalente al medio f/2 (5.65 mg L-1) para 
todas las concentraciones de arsenato evaluadas. Se ha demostrado que la incoorporacion de As 
desde el medio ocurre rapidamente, siendo tomado y transformado dentro de 48 a 96 h de la adición de 
arsenato al medio de cultivo (Sanders y Windom 1980). Por otro lado, gran parte del arsénico inorgánico 
y compuetos metilados de As puesen ser liberados al medio en condiciones de excesiva absorción de 
arsenato como mecanismo de detoxificacion de las células hacia el final del período de cultivo. La 
mayoría de los microorganismos, cuando se encuentran con metales pesados, responden mediante la 
producción de  péptidos ligando-metálicos, como las fitoquelatinas (PCs) y metalotioneinas (MTs). Estos 
péptidos ricos en grupos tiol (-SH), se unen a una variedad de metales pesados y reducen su toxicidad 
por secuestro (Cobbett & Goldsbrough 2002). Muchos microorganismos han desarrollado vías de 
resistencia natural para metales pesados, que están estrechamente controladas por una proteína 
metaloreguladora específica. Recientemente, Singh et al. (2008) reportó la utilidad de una MT de un 
alga marina (Fucus vesiculosus) tolerante al As. La alta afinidad y selectividad natural de estas 
proteínas metaloreguladoras han sido explotadas para la acumulación especifica de mercurio y arsénico 
en bacterias (Bae et al. 2003; Kostal et al. 2004). Un enfoque exitoso es aprovechar la evolución natural 
de unión metal-MTs, de metales y metaloides específicos desde sitios contaminados, ya que se ha 
demostrado que algunos metaloides, tales como As y Se aumentan la producción de fitoquelatinas, pero 
con menor actividad que los metales pesados como el Cd2+ (el activador más fuerte), Pb2+, Zn2+ y Cu2+ 
entre otros (Grill et al, 1987). Se determinó además que tratamientos con calor, frío, radiación 
ultravioleta (UV), hormonas, la anoxia o el estrés oxidativo no inducen la síntesis de fitoquelatinas 
(Steffens 1990). Adicionalmente, la inducción de PCs en microalgas como una respuesta a la 
exposición a As(V), confirma la unión de As a grupos tiol como el glutatión y fitoquelatinas (Pawlik-
Skowronska et al. 2004; Morelli et al. 2005). 
 
 En menor proporción se detecto la presencia de DMA(V) y tres tipos de arsenoazúcares (Tabla 
III y IV), encontrandose concentraciones más elevadas de estos compuestos en las celulas cosechadas 
al termino del periodo de cultivo (3 – 45 µg g-1 a 10 mg As(V) L-1 y 8 - 70 µg g-1 a 1000 mg As(V) L-1). Los 
diferentes rangos de fosfato evaluados en el medio de cultivo no influyeron en la concentración de estas 
especies de As. Sanders y Windom (1980), reportaron información sobre la proporción de arsénico 
inorgánico/orgánico presentes en las microalgas, bajo el supuesto de que las especies de As orgánico 
comprenden simples compuestos metilados como MMA y DMA. Sin embargo, en base a la digestión de 
extractos acuosos de algas marinas se indicó la presencia de especies de As más complejas (Andreae 
& Klumpp 1979). Previamente se ha sugerido (Edmonds & Francesconi 1987) que la formación de 
arsenoazúcares en las algas marinas es una continuación de la metilación del As inorgánico. La 
producción de arsenoazúcares comienza con DMA(V) retenido en las células algales, que luego se 
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reducirá a DMA(III) y posteriormente será oxidado por la adición del grupo adenosil de la S-
adenosilmetionina (SAM), a continuación este nucleósido se somete a glicosidación para producir una 
gama de arsenoazúcares. La formación de arsenoazúcares ha sido detectada previamente en la 
diatomea Chaetoceros concavicornis (Edmonds et al. 1997), en el alga de agua dulce Chlorella vulgaris 
(Murray et al. 2003), Chlorella sp. (Levy et al. 2005), Monoraphidium arcuatum (Levy et al. 2005) y en la 
microalga verde Dunaliella tertiolecta y diatomea Phaeodactylum tricorpnutum (Foster et al. 2008); sin 
embargo, la formación de arsenoazúcares en todas las clases de microalgas marinas y de agua dulce 
como un importante mecanismo del metabolismo del As no se ha establecido.  
 
 En cuanto a la formación de arsenolípidos en N. epithemioides observamos una disminución de 
estos en los tratamientos con menor cantidad de fósforo. Nuestros resultados indican que la la especie 
dominante de lípidos de As, corresponde a fosfolípidos del tipo OH-ribosa (Fig. 5). Las concentraciones 
más elevadas de OH-ribosa en los lípidos de las células se encontraron en los cultivos incubados en 
medio f/2 (490 µg g-1 a 10 mg As(V) L-1 y 940 µg g-1 a 1000 mg As(V) L-1). Sin embargo, la falta de 
técnicas adecuadas para la determinación de lípidos de arsénico ha dificultado la identificación de 
arsenolípidos en las microalgas. Por lo que, la detección e identificación de lípidos de As ocurre 
principalmente en macroalgas marinas y animales marinos o productos de origen animal (Morita & 
Shibata 1988; Hanaoka et al. 1999, 2001; Devalla & Feldmann 2003; Kohlmeyer et al. 2005; Schmeisser 
et al. 2005).  La detección de lípidos de arsénico en microalgas ha sido previamente peportada para 
diatomea P. tricornutum y Chaetoceros sp. (Reitan et al. 1994), la microalga verde Nannochloris atomus 
y Tetraselmis sp., la microalga verde Dunaliella tertiolecta y la diatomea Phaeodactylum tricornutum 
(Foster et al. 2008).  
 
 Finalmente, este estudio contribuye al avance en la investigación y desarrollo de nuevas 
tecnologías y metodologías de remoción de arsénico en el agua y ecosistemas acuáticos. Estudios de 
biorremediación de metales traza utilizando organismos no manipulados genéticamente y que 
naturalmente por las características particulares de su entorno han desarrollado varias estrategias para 
la detoxificación de metales y metaloides como el arsénico, ha sido poco estudiado. La diatomea 
bentónica Nitzschia epithemioies aislada desde laguna Huasco, altiplano norte de Chile, presenta un 
alto potencial biológico para la remoción de arsénico en aguas contaminadas con el metaloide, y 
constituye una alternativa tecnológica de bajo costo el costo, amigable con el medio ambiente y viable 
técnicamente a corto plazo. 
 
 Deacuerdo a lo anteriormente expuesto, el siguiente paso a seguir en la linea de investigación 
sería evaluar en una primera étapa a nivel de microescala el potencial real de biorremoción de arsénico 
inorgánico por N. epithemioies, a través del cultivo en un biorreactor continuo con agua o efluente 
realmente contaminado con arsénico. Para en una segunda étapa, utilizar efectivamente la microalga 
como organismo remediador de aguas con alto contenido de sales y arsénico en cultivos masivos. 
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CONCLUSIONES 

 
1. Considerando todos los resultados obtenidos para esta investigación de tesis fue posible aprobar la 
hipótesis de que diatomeas bentónicas del salar del Huaco, Altiplano norte de Chile, con altas 
concentraciones de arsénico de origen natural poseen una alta capacidad para bioconcentrar y 
biotransformar el arsénico inorganico, principalmente en Nitzschia epithemioides. 
 
2. Las especies de diatomeas en estudio poseen diferentes capacidades para tolerar el arsénico a 
pesar ser aisladas un entorno comun con las mismas variables variables físicas y químicas del 
ambiente. 
 
3. Nitzschia epithemioides y Nitzschia sp, presentaron altas tasas de crecimiento exponencial, altas 
densidades celulares y capacidad de tolerar diferentes condiciones de temperatura, densidad de flujo 
fotónico y concentración de silicatos y selenio en el medio de cultivo 
 
4. N. epithemioides presentó una gran capacidad de tolerar elevadas concentraciones de arsénico 
inorgánico. La concentración total de As más elevada al final del periodo de cultivo, fue de 115 a 10480 
µg g-1 (peso seco) en los cultivos expuestos a <0.1 y 1000 mg As(V) L-1 respectivamente, y 
concentración de fósforo equivalente al medio f/10. Los resultados de los análisis de especiación de As, 
indicaron que en promedio la especie predominante fue As(V) (76 %), seguido por arsenolípidos del tipo 
OH-ribosa (23 %), una menor proporción de tres tipos de arsenoazúcares (1.27%) y DMA(V) (0,06%). 
 
5. La diatomea bentónica Nitzschia epithemioies, posee un alto potencial biológico para la remoción de 
arsénico en aguas y ecosistemas acuáticos contaminadas con el metaloide, y constituye una alternativa 
tecnológica de bajo costo el costo, amigable con el medio ambiente y que podría ser viable 
técnicamente a corto plazo. 
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