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 21 

The risk of accidental oil spills in the Arctic is on the rise due to increased shipping and oil exploration 22 

activities, making it essential to calibrate parameters for risk assessment of oil spills to Arctic 23 

conditions. The toxicokinetics of crude oil components were assessed by exposing one lipid‐poor (CIII) 24 

and one lipid‐rich (CV) stage of the Arctic copepod Calanus hyperboreus to crude oil WSF (water‐25 

soluble fraction). Water concentrations and total body residues (BR), as well as lipid volume fractions, 26 

were measured at regular intervals during exposure and recovery. Bioconcentration factors (BCFs) and 27 

elimination rates (ke) for 26 petrogenic oil components were estimated from one‐compartment 28 

models fitted to the BR data. Our parameters were compared to estimations made by the OMEGA 29 

bioaccumulation model, which uses the octanol‐water partitioning coefficient (KOW) in QSAR 30 

(quantitative structure‐activity relationship) predictions. Our parameters for the lipid‐poor CIIIs 31 

generally agreed with the OMEGA predictions, while neither the BCFs nor the kes for the lipid‐rich CVs 32 

fitted within the realistic range of the OMEGA parameters. Both the uptake and elimination rates for 33 

the CVs were in general half an order of magnitude lower than the OMEGA predictions, showing an 34 

overestimation of these parameters by the OMEGA model.  35 
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1 Introduction  43 

 44 

Increased oil and gas exploration and production in Arctic areas, combined with the potential for 45 

shipping in previously ice‐covered waters, enhance the risk of accidental spills of fuel and crude oils in 46 

the Arctic. Both fuel and crude oils consist of a wide range of organic compounds, including polycyclic 47 

aromatic hydrocarbons (PAHs), with different physical and chemical properties, like water solubility 48 

and lipophilicity. A fraction of these compounds will be present in the aqueous phase of an oil‐water 49 

dispersion, termed the water‐soluble fraction (WSF). The dissolved fraction is believed to be the main 50 

driver of oil toxicity due its bioavailability.1‐3 The lipophilicity of organic compounds can be expressed 51 

as the octanol‐water partitioning coefficient (KOW), with a high KOW indicating a high tendency to 52 

partition to the organic phase. 53 

 54 

Bioconcentration factors (BCF) are defined as the internal concentration of a compound in an 55 

organism in steady state, divided by the concentration in water.4 Relationships between BCF and KOW 56 

are widely used in QSAR (quantitative structure activity relationship) based bioaccumulation modelling 57 

to predict environmental fate, bioconcentration potentials and toxicity of organic compounds in risk 58 

assessment.5‐8 In QSAR analyses, the BCFs of lipophilic compounds are predicted to equal KOW times 59 

the lipid fraction (fL) of the organism (BCF=fL × KOW), based on the assumption that lipophilic organic 60 

compounds mainly partition to the lipid compartment of the organism.4, 5, 7 The OMEGA 61 

bioaccumulation model by Hendriks et al.6 uses the KOW of organic components, as well as the body 62 

mass, lipid fraction and trophic position of the organism to predict uptake and elimination rate 63 

constants.  64 

 65 

Arctic species differ from temperate species in terms of lipid content, surface‐to‐volume ratios and 66 

basal metabolism,9 and toxicokinetic parameters obtained from temperate species may not be 67 

representative for Arctic conditions.10, 11  Information on toxicokinetic parameters for oil components 68 

in lipid‐rich Arctic zooplankton is limited, and the most relevant studies have assessed only a few 69 

PAHs.12, 13  Testing Arctic species is thus vital to calibrate parameters for risk assessment to Arctic 70 

conditions. The pelagic copepod Calanus hyperboreus is an important source of energy in Arctic 71 

marine food webs.14 They undergo six naupliar stages (NI‐NVI) and five copepodite stages (CI‐CV) 72 

before they moult into adult males or females15. From stage CIII they start to build up large discrete 73 

lipid reservoirs (lipid sacs), which consist mainly of wax esters used to survive periods of diapause and 74 

to fuel gonad maturation and reproduction in early spring.15‐17 The high lipid content of the late stages 75 

of C. hyperboreus enhances its potential for bioaccumulation of oil components,12 increasing the risk 76 
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of chronic exposure of sensitive tissues during depuration, and of maternal transfer of oil components 77 

to developing eggs.18  78 

 79 

The central position of C. hyperboreus in the Arctic food web, as well as its Arctic adaptation, makes it 80 

a suitable species for validation of toxicokinetic QSAR models for lipid‐rich Arctic zooplankton.  We 81 

here provide toxicokinetic data and model parameters for 26 crude oil components for two 82 

developmental stages of C. hyperboreus (CIII and CV). By considering the model parameters of 83 

multiple oil components in two stages simultaneously, and comparing these to the predictions from 84 

the OMEGA model, we discuss the validity of QSAR predictions for lipid‐rich Arctic species in relation 85 

to biological and chemical properties.    86 
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2 Materials and methods 87 

2.1 Experimental animals 88 

Lipid‐rich C. hyperboreus CV were collected by net hauls (1000 µm mesh) from r/v Porsild (University 89 

of Copenhagen) outside Arctic Station in Qeqertarsuaq (Disko Bay, Greenland) in September 2016. 90 

Female C. hyperboreus were collected by net hauls from the sea ice at the same location in February 91 

2017. Transport to Trondheim, Norway, was by air freight in thermo‐stable containers (55 h and 54 h, 92 

3 – 7 °C and ‐1 – 3 °C in 2016 and 2017, respectively). Upon arrival, the containers were equilibrated 93 

to 2.5 °C before transfer of the C. hyperboreus to polystyrene holding tanks (250 L flow‐through, 2.5 94 

°C). The CVs were used in the exposure experiment directly after acclimation. The females were 95 

transferred to 5 L buckets (20, n=10 in each) for egg collection over 1 week. The eggs were carefully 96 

collected from the surface and transferred to polystyrene holding tanks (250 L flow‐through, 2.5 °C), 97 

where the CIIIs was reared (approx. 15 weeks). The incubation chambers were supplied with 98 

microalgae (nominal 55µg C/L; Rhodomonas baltica (65% C), Dunaliella tertiolecta (10% C) and 99 

Isochrysis galbana 25% C) throughout the rearing time.  100 

   101 

2.2 Experimental setup  102 

Toxicokinetic experiments 103 

Two separate experiments were performed, one with CVs and one with CIIIs. Both were run in a flow‐104 

through rig system with eight chambers for exposure and four controls (5 L borosilicate flasks) 105 

featuring continuous renewal of the exposure solutions (SI: Figure S 1). Stock oil droplet dispersions of 106 

the weathered North Sea crude oil Troll B (200 °C+ residue) was created by the turbulence system 107 

described by Nordtug et al.19 Oil droplets were removed by filtration to generate the WSF used as 108 

exposure medium (SI: Text section 1). The nominal and measured concentrations of oil in the 109 

dispersions, as well as the flow rates, number of individuals and durations for each experiment are 110 

given in Table 1. Different numbers of individuals were used due to the minimum requirements of 111 

material for tissue analysis and a difference in biomass between the two stages (CV: 12.0 ± 1.7 and 112 

CIII: 0.52 ± 0.28 mg wet weight/individual). At the end of the exposure period (4 or 8 d, Table 1), the 113 

animals were temporarily taken out of the rig and put back in clean containers, where they received 114 

clean seawater throughout the recovery period (20 or 35 d). No feed was provided during the 115 

exposure period. The CVs were not fed during the recovery period whereas the CIIIs were 116 

continuously fed with microalgae (R. baltica, 150 µg C/L) to prevent mortality due to energy loss.  117 
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Table 1. Details of the experimental setup. Nominal and measured concentration of oil (mg/L) in the stock oil 118 
droplet dispersion, average flow of filtered dispersion to the exposure chambers (mL/min), number of individuals 119 
in each exposure chamber (n), duration of the exposure and recovery periods (days).  120 

 Stage 
Nominal conc. 
(mg/L) 

Measured conc. 
(mg/L) 

Flow 
(mL/min) 

n per 
chamber 

Days of 
exposure 

Days of 
recovery 

 

CV  1.0  1.00 ± 0.02   17.7 ± 0.97  25  8  35   

CIII  0.75   0.51 ± 0.007  17.1 ± 0.80  330  4  20   

 121 

Acute toxicity 122 

The acute toxicity of the oil was evaluated using a modified ISO 14669:199920 including lower 123 

temperature (2±2 °C), an extended duration (8 d) for both stages, and a larger volume (2 L) for the CV 124 

stage. The exposure media were dilution series of water accommodated fraction (WAF) of Troll B 200 125 

°C+ residue at an oil:water ratio (OWR) of 1:100. The test concentrations ranged from 12% to 100% 126 

WAF, where the 100 % was undiluted stock WAF. Static exposure was applied using 3 parallels for 127 

each WAF concentration and 6 controls, containing 7 copepods each. Immobilization was monitored 128 

daily (8 d). The initial 100% WAF stock and the 100 % and 12% WAF after exposure were sampled for 129 

exposure verification by chemical analyses (See SI: Text section 6).  130 

2.3 Sampling and analyses 131 

Exposure characterization 132 

Oil droplet size distribution and concentration in the stock oil droplet dispersions was monitored daily 133 

by Coulter Counter (Multisizer 3, with 100 μm aperture). Samples of stock dispersion (20 mL) were 134 

siphoned from the settling chamber immediately before analyses. Samples of the exposure media 135 

were taken twice during each exposure period in the kinetics experiment for analyses of volatile 136 

organic compound (VOC, 40 mL, n=48) (SI: Table S 1), semi volatile organic compound (SVOC, 800 mL, 137 

n=48), and total extractable material (TEM). In the acute toxicity experiment, the initial 100 % WAF 138 

was sampled. All samples were acidified (pH<2) and stored in the dark at 2 °C. VOC in the C5 to C10 139 

range were determined directly in septum‐capped vials by Purge and Trap (P&T) GC/MS using a 140 

modification of EPA method 8260C (US EPA,21 SI: Table S 2). The SVOC samples were extracted in 141 

dichloromethane prior to analysis using GC/MS (gas chromatography/mass spectrometry) following a 142 

modified EPA Method 8270D (US EPA,22 SI: Table S3). Total extractable material (TEM) in the same 143 

extracts were analysed using GC/FID according to a modification of US EPA Method 8100.23 More 144 

details on sample preparations and analyses are given in SI: Text section 2.  145 

 146 

Body residue of oil components 147 

Samples for body residue (BR) analyses of SVOC were taken periodically during the exposure and 148 

recovery periods, along with three control groups in each setup (SI: Table S 1). Individual copepods 149 
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were imaged using a dissecting microscope (MZ APO; Leica Microsystems) equipped with a CCD 150 

camera (DS‐Fi1; Nikon Inc., Japan) for biometrics. Subsequently, the individuals were carefully 151 

transferred to glass vials and frozen (‐20 °C). Extraction of organic compound from homogenate of C. 152 

hyperboreus was performed as described in Sørensen et al.24 (SI: Text section 2). Briefly, the samples 153 

were extracted in in n‐hexane‐dichloromethane, followed by a clean‐up step to remove lipids using 154 

solid phase extraction (SPE). Internal standards were applied in two steps to quantify target 155 

compounds based on the average response factors (RF) of parent compounds. The final extract was 156 

analysed for 50 target compounds using GC‐MS (SI: Table S 4).  157 

 158 

Biometrics 159 

Microscopy images of C. hyperboreus were analysed using ImageJ software,25 where the free hand 160 

selection tool was used to determine regions of interest (ROI) along the perimeter of the prosome and 161 

the lipid sack (Figure S 2). The pixel‐to‐µm ratio was determined by measuring the pixel length of a 162 

calibration slide. The projected area and length of the prosome and the lipid sac was recorded, 163 

providing data for the calculation of prosome volume and lipid volume according to the formula:26  164 

 165 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝜋  
  

      (Eq. 1) 166 

 167 

2.4 Modelling and statistical analyses 168 

 169 

One‐compartment model 170 

Uptake of dissolved components from the water phase into the tissue of an aquatic organism (body 171 

residue) can be modelled using a one‐compartment model (see e.g.6,27 and SI: Text section 3) 172 

 173 

𝑘 𝑃 𝐶 𝐶          (Eq. 2) 174 

 175 

The model parameters ke (elimination rate) and Piw (partitioning coefficient internal water, equivalent 176 

to the BCF) were estimated from measurements of body residues (Ci(t)) and exposure concentrations 177 

Cw. For constant exposure concentrations, the one‐compartment model can be integrated analytically 178 

to yield the closed‐form solution 179 

 180 

𝐶 𝑡 𝐶 𝑃 1 𝑒  𝐶 0 𝑒          (Eq. 3) 181 
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 182 

Exposure concentrations for individual oil components were measured and given in µg/L, body 183 

concentrations of oil component in µg/g and time in days. The model parameters are in units of 1/d 184 

(ke) and L/kg (Piw). The uptake rate (ku) was calculated from the estimated model parameters: ku = ke x 185 

Piw, and the half‐time of elimination (T1/2) from ke: T1/2 = ln2/ke. No transformation was applied. Water 186 

concentrations were below the detection limit (SI: Table S3) for a few components in some of the 187 

exposure containers. Using the median water concentration over all exposure containers allowed us to 188 

estimate Piw and ke for all compounds. Body residue data that could not be analytically integrated due 189 

to baseline noise was set to zero, while values between zero and the detection limit were included in 190 

the model fits. Only the components with a sufficient number of detected data to fit models in both 191 

stages were included (26 out of 50 target compounds). The OMEGA model6 was run with elimination 192 

to water only for both species, and with elimination by water and growth dilution for the CIII stage. 193 

For growth dilution, an exponential growth rate (kg=0.040 d‐1) for the CIIIs was based on the average 194 

weight (w) of the individuals sampled for body residue analyses at intervals between t=0 and t=25 d 195 

(𝑤 𝑤 𝑒 ; SI: Figure S5). 196 

 197 

Parameter estimation  198 

Parameter values of ke and Piw for each component were estimated by minimizing the negative log‐199 

likelihood function with a non‐linear optimization method using Eq. 3 (Nelder‐Mead). The body 200 

residue data showed cases of initial body residues above zero at t=0, and stabilization at non‐zero 201 

concentration during the depuration phase for some components (SI: Text section 7). Thus, the initial 202 

body residue (C0) and exposure concentration during the recovery phase (Cwrec) were included as free 203 

parameters for the CIII estimations. For the CVs, C0 and Cwrec were fixed at zero. Constant body 204 

volumes were assumed. Model parameters are given in SI: Table S 5.  205 

Confidence intervals for the point estimates were calculated using the Markov chain Monte Carlo 206 

(MCMC) method to sample the posterior, where we used uninformative top‐hat priors, non‐zero on 207 

the finite interval [1e‐7, 1e2]. The MCMC simulations were run for 33000 steps, using 8 walkers, and a 208 

burn‐in of 3000 steps. Every 5th step was kept, resulting in 6000 steps. From this final sample, 5 and 95 209 

percentile values were reported. Samples from the posterior (600) were used to give intervals on the 210 

model predictions for Ci(t), plotted over the best fit line and data points (SI: Text section 7). Some of 211 

the low‐KOW compounds in the CIII data exhibited non‐converging elimination rate (ke) MLE values and 212 

profiling the (negative log‐) likelihood function indicated a weak (or no) minimum. In these cases, the 213 

upper end of the prior function top‐hat was lowered to 10 1/h, to improve the convergence of the 214 

MCMC simulations and obtain a better estimate for the lower end of the CI. 215 
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Statistical analyses and software 216 

Parameter estimates where performed in Python using the lmfit package,28 in conjunction with scipy, 217 

numpy and pandas. The MCMC simulations where performed with emcee.29 Statistical analyses were 218 

performed using R 30 and GraphPad Prism V6.00 (GraphPad Software, Inc., CA, USA). Analyses of 219 

variance (ANOVA) with multi‐comparison test (TukeyHSD) were used to compare means of groups. 220 

Statistical significance level was set to p<0.05. Four‐parameter logistic regressions were applied to the 221 

time‐dependent mortality data. Figure 1 and 2 where produced with Python matplotlib and pandas, 222 

figure 3 in GraphPad Prism.  223 

   224 
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3 Results and discussion 225 

3.1 Toxicokinetics 226 

Uptake of oil components  227 

The body concentrations were close to steady state in the lipid‐poor CIIIs at the end of the exposure 228 

phase, whereas most components were far from steady state in the CVs (Figure 1 and SI: Text section 229 

7). The concentrations of low KOW components (log KOW<4.5) were lower in the CIIIs than in the CVs 230 

after 4 d exposure to WSF (Figure 1). This was in line with the lower exposure concentration in the CIII 231 

experiment (SI: Figure S 10), and the expectations of higher body concentrations of organic 232 

compounds in organisms with high lipid content.27 Surprisingly, with increasing lipophilicity of the oil 233 

components, we observe a shift in this pattern (Figure 1). For the larger and more alkylated 234 

compounds, like chrysenes and phenanthrenes, the body concentrations were up to three‐fold higher 235 

in the CIIIs than in the CVs after 4 d of exposure. This pattern persisted even after 8 d exposure of the 236 

CVs, indicating that the uptake of high KOW components must be faster in the CIIIs than in the CVs. The 237 

uptake rate constants (Ku, L/kg/day) were higher for the CIIIs than for the CVs (Figure 2), with an 238 

increasing divergence with increasing KOW (SI: Figure S 5). According to Hendriks et al., ku does not 239 

depend directly on the fL of the organism but is dependent on its body mass and the KOW of the 240 

chemical.6 Hence, the smaller size of the CIIIs compared to the CVs (Figure S 3) may explain the higher 241 

body concentrations of the most lipophilic oil components in the CIIIs compared to the CVs at the end 242 

of the exposure phase.  243 

 244 
 245 
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246 

Figure 1. Body residues (µg/g wet weight) of oil components in C. hyperboreus after exposure to crude 247 

oil water soluble fraction (WSF) for 8 or 4 d, followed by 35 or 20 d recovery for lipid‐rich (orange) and 248 

lipid‐poor (blue) copepods. Best fit lines from one‐compartment models, see text and SI: Text section 249 

7 for details. Numbers are log KOW. Model fits for all components are shown in SI: Text section 7. 250 

 251 
 252 

 253 



12 
 

 254 

Figure 2. Bioconcentration factors (A; log Piw, L/kg), elimination rates (B; log ke, 1/d) and uptake rates 255 

(C; ku, L/kg/d) as function of octanol‐water partitioning coefficients (log KOW) for 26 oil components in 256 

lipid‐rich CV (orange circles) and lipid‐poor CIII (blue squares) C. hyperboreus exposed to the water‐257 

soluble fraction (WFS) of crude oil. Piw and ke are estimated from one‐compartment models fitted to 258 

body concentration data, ku is calculated as ke x Piw. Error bars: 95% CI from the MCMC posterior, see 259 

section 2.4. The lines are predictions from the OMEGA model for the mean weight (0.5 and 12.5 mg) 260 

and estimated lipid content (5% and 28%) of the two stages. Shaded area indicates the realistic range 261 

for each stage in the present study (CIII: weight 0.1 – 1, lipid: 1 – 10%; CV: weight 1‐20 mg, lipid: 20 – 262 

50%). The black line in 2B includes the growth dilution term of the OMEGA model6 for the CIII stage. 263 

   264 
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Bioconcentration factors (BCFs) 265 

The one‐compartment model (Eq. 3) was used to estimate steady‐state BCFs for 26 oil components 266 

(Figure 2 and SI: Table S 5). The BCFs ranged 90‐59 000 and 1000‐180 000 L/kg wet weight for CIIIs 267 

and CVs, respectively. The bioconcentration potential was clearly higher in the lipid‐rich CVs than in 268 

the CIIIs, as expected from the assumption that the lipid content is the main predictor of the 269 

partitioning of lipophilic oil components between organisms and water. The OMEGA bioaccumulation 270 

model6 was used to predict BCFs for oil components based on the average body mass and lipid 271 

content of each stage (Figure 2 and Section 3.2). In addition to the prediction lines for the specific 272 

weight and lipid content, the shaded areas give the realistic ranges of weight and lipid content for 273 

each stage (see Figure 2 for details). For the lipid‐poor CIIIs, our estimated BCFs are well in line with 274 

the predictions from the OMEGA model over the full range of KOW (Figure 2). The OMEGA prediction 275 

for the CIIIs was based on 5 % lipid, which is higher than the volume‐based lipid fractions estimated 276 

from the relative size of the lipid sac (see section 3.2). The OMEGA prediction for the CIIIs are the 277 

same as the Mackay regression, which assumes 4.8 % lipid content of the organism,7 and we assume 278 

5% to be a reasonable lipid content of the structural fraction. For the CVs, our BCFs fits less well to the 279 

OMEGA prediction, and are levelling off at KOW >5 (Figure 2). A lipid content of 28% is used as input to 280 

the OMEGA model for this stage (Figure S 3), which results in an underestimation of the BCFs at the 281 

lower range of log KOW. The total lipid fraction is probably higher than 28%, as the lipid of the 282 

structural tissue is not included (See section 3.2). In general, models predicting log BCF from log KOW 283 

are linear with a slope of 1 in the log KOW range 2‐66, 10, 31, 32. Deviations from such a linear relationship 284 

have been reported for KOW <2 and >6, which has been attributed to lower bioavailability of high KOW 285 

compounds, association of oil components with proteins, and biotransformation and active 286 

excretion.4‐6 287 

 288 

The bioavailability of oil components is expected to have been similar in both experiments. The 289 

experiments were performed in a flow‐through rig system with continuous renewal of the exposure 290 

solutions preventing the depletion of oil components that can be observed in static systems. 291 

Nevertheless, factors influencing the bioavailability of dissolved oil components may have been 292 

present. Oil components will associate with dissolved organic carbon (DOC) in the seawater, reducing 293 

their bioavailability.33 Pre‐filtering seawater (1 µm) will not prevent natural DOC from entering the 294 

exposure system, potentially leading to an overestimation of the bioavailable fraction based on the 295 

total water concentration. DOC levels may have differed between the experiments, which could 296 

explain the levelling off of the BCFs for the CVs (Figure 2). However, it is more likely that the DOC 297 

concentration was higher during the CIII experiment, as June is a more productive period than 298 
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September. The reduced BCF values for very lipophilic compounds in CV is therefore unlikely caused 299 

by a substantially lowered bioavailability. 300 

 301 

Biotransformation of oil components is believed to be of minor importance in zooplankton4, 6. 302 

However, Jensen et al34 suggested biotransformation or active excretion as the cause of BCFs lower 303 

than the KOW for phenanthrene and benzo[a]pyrene in Calanus finmarchicus. Transcripts of enzymes 304 

that may biotransform organic contaminants has been found in Calanus spp35, but the significance of 305 

these enzymes in the elimination of organic contaminants is unknown. If biotransformation or active 306 

excretion occurs to some extent, it may have differed between the stages, however, this is not 307 

assumed to be an explanation for the dissimilar BCF patterns (Figure 2).  308 

 309 

The lack of coherence in the log KOW‐log BCF relationships between the two stages (Figure 2) is 310 

interesting and difficult to explain. Since the KOW describes the partitioning between water and an 311 

organic phase, we expected that it would be a better predictor of accumulation of oil compounds in 312 

the lipid‐rich stage compared to the lipid‐poor stage. This given the assumption that highly lipophilic 313 

organic compounds will partition mainly to the lipid compartment of an organism7. One explanation 314 

may be a difference in relative lipid composition between the two stages. Lipids will be found in both 315 

the structural compartment (e.g. as membrane lipids) and in the discrete lipid sac as energy storage 316 

containing mainly wax esters22, 26.  The lipid composition of the structural tissue is believed to be 317 

similar in the two stages, but the CVs had considerably larger lipid sacs than the CIIIs (Figure S 3). This 318 

implies that the wax esters will dominate the total lipid fraction of the CVs, whereas they may be of 319 

minor importance in the CIIIs. The lipid of the structural fraction may be more similar to octanol than 320 

the wax esters of the lipid sac, causing a poor estimation of BCF based on KOW when the wax esters are 321 

dominating over the structural lipids. To further understand the relative contribution of all these 322 

mechanisms more research is needed. 323 

 324 

Elimination of oil components 325 

The body concentration of oil components immediately started to decrease after transfer from the 326 

exposure media to clean seawater (Figure 1). In the CIIIs, most of the components were eliminated 327 

down to background levels after 20 d recovery. In contrast, only the low KOW compounds naphthalenes 328 

(N‐N1) and fluorene (F) were approaching background levels in the CVs after 36 d recovery (Figure 1 329 

and SI: Text section 7). Most of the oil components were retained in the body of the CVs in levels up to 330 

68% of the maximum concentrations (8 d exposure) after the recovery period. The retention of oil 331 
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components increased with increasing KOW (Figure 2). The half‐times were all below 3 days for the 332 

CIIIs, whereas for the CVs the half‐times ranged between 3.5 and 47 days (SI: Fig. 6).  333 

The elimination rates (ke) are expected to decrease with increasing KOW, as well as with increasing body 334 

mass and lipid fraction of the organism4. Our estimated kes are plotted against OMEGA predictions of 335 

elimination rates in Figure 2. The lower kes for the CVs compared to the CIIIs was expected based on 336 

the differences in size and lipid content (Figure S 3). For the CIIIs, the kes generally follows the 337 

prediction of the OMEGA model, except for a levelling off for the most lipophilic components (log KOW 338 

> 6). It should, however, be noted that the uncertainties of the kes for the low KOW components are 339 

relatively high for the CIII, illustrated by the wide error bars (Figure 2). For these components, the 340 

uptake is so fast that steady state is reached within the first day of exposure. The elimination is equally 341 

fast, making it difficult to estimate parameters with high certainty. The slower kinetics of the CVs 342 

reduce the uncertainty in the estimates of ke markedly. Still, most of our ke values for the CVs are 343 

outside the realistic range of weight (1‐20 mg) and lipid fraction (20‐50%; Figure 2). For all 344 

components with log KOW <5, there is an overestimation of the ke by approximately half an order of 345 

magnitude by the OMEGA model relative to our kes. Similar deviations from model predictions has 346 

been demonstrated for lipid‐rich eels (Anguilla anguilla) accumulating organochlorine compounds. 36 347 

The ke‐log KOW relationship also levels of for the CVs, but it seems to be initiated at lower KOW (approx. 348 

log KOW<5) than for the CIIIs. The relatively poor performance of OMEGA for the CV may be caused by 349 

several factors, such as dormancy and lipid storage, discussed in detail in the next section. 350 

3.2 Lipid content, body size and confounding factors 351 

The copepodite stages three (CIII) and five (CV) of C. hyperboreus were expected to differ in lipid 352 

content, as this gradually increases in the late copepodite stages (CIII‐CV).37 This was verified by 353 

volume‐based lipid content of 0.40 % for CIII and 28.7 % for CV (day zero; Figure S 3). Our estimated 354 

lipid fractions are based on the calculated volume of the lipid sac (Eq. 1), which will be lower than the 355 

total lipid volume of the individual, as the lipids in the structural tissue is not accounted for. Using the 356 

two‐dimensional area of the lipid sac may also bias the lipid volume estimates, since the actual three‐357 

dimensional shape of the lipid sac is unknown. By back‐predicting the average lipid fraction from the 358 

estimated partitioning coefficient Piw (Table S 5), using the assumption that fL = Piw/KOW and all data, 359 

we find an average total lipid content of 5.0 ± 3.4 % and 31.4 ± 24.2 % for the lipid‐poor and lipid‐rich 360 

C. hyperboreus, respectively. For the CVs, the log Piw‐log KOW regression was only linear for log KOW<5,5 361 

(Figure 2), and by excluding the Piws for log KOW>5.5, we obtain an estimated lipid content of 42.7 ± 362 

18.2 %. Weight based lipid contents of CV and adult female C. hyperboreus determined gravimetrically 363 

after organic extraction is reported in the range 40‐65 and 15‐62 % dry weight, respectively 38, 39. 364 
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Conversion between the methods require knowledge of density and wet weight/dry weight ratios and 365 

is not straight forward. Lipid fractions for CIII C. hyperboreus has, to our knowledge, not previously 366 

been reported.   367 

 368 

The stage distribution of the copepods changed during the experimental period (SI: Figure S 11), which 369 

had implications for the size and relative lipid volume (SI: Figure S 3). The lipid volume of the lipid‐rich 370 

copepods decreased from d 8 to d 45 (p<0.001), while the prosome volume was constant, resulting in 371 

a reduced lipid fraction (Figure S 3). The change in lipid content was accompanied by a transition from 372 

CV to adult females, which was the dominating stage at the end of the recovery (45d). The lipid 373 

compartment of the CVs had most likely been redistributed or used as an energy source to pay 374 

maintenance costs and produce eggs in the females15. The lipid‐poor copepods where fed in the 375 

recovery phase and therefore gradually increased in size throughout the 24d experimental period with 376 

an exponential growth rate of 0.040/day (SI: Figure S 3A and 4). This was accompanied by a gradual 377 

transformation from CIII to CIV (SI: Text section 5). The CIVs had a significantly higher lipid volume 378 

fraction compared to the CIIIs (3.3 ± 0.6 and 0.9 ± 0.16 %, respectively; t‐test, p<0.001), although large 379 

variation within each stage was observed. Despite CIVs comprising 40% of the lipid‐poor copepods at 4 380 

d, a significant increase in relative lipid volume was not observed until day 24 (SI: Figure S 3B). This 381 

may be due by a time lag in the build‐up of lipid stores after moult.  382 

 383 

The main change in relative lipid volumes occurred after the exposure periods in both experiments (SI: 384 

Figure S 3). Hence, it is not believed to have influenced the uptake rate of the oil components. The 385 

growth and/or the changes in lipid volume may, however, have had implications for the interpretation 386 

of the data from the recovery period. Decreasing lipid volumes of the CVs during the recovery period 387 

may have increased the depuration of oil components, causing an overestimation of the kes in the 388 

lipid‐rich CVs. In the CVs, oil components were generally far from steady state after the exposure 389 

period (SI: Text section 7), meaning that the parameter estimation rests on the data for the 390 

depuration phase. As the estimation of the BCF (Piw) is strongly dependent on the ke (Eq.3), 391 

overestimated kes may have given rise to underestimated BCFs for the CVs. This effect will increase 392 

with increasing KOW, as the more lipophilic components are further from steady state. For the CIIIs, the 393 

increased growth and lipid accumulation (SI: Figure S 3) may have resulted in overestimated kes due to 394 

biodilution during the recovery period. However, the OMEGA prediction including dilution by growth 395 

in addition to elimination to water6 show that growth dilution has a very limited effect on the ke 396 

estimation and do not explain the levelling off of the kes (Fig 2B, black line). 397 

 398 
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The activity level of the CIIIs and CVs differed during the exposure period, which may have been 399 

influencing the oil component accumulation. The CVs were in apparent diapause (slow and dormant) 400 

during the exposure period (d 0‐8), while the CIIIs were active. In the dormant state, the metabolism 401 

of C. hyperboreus is reduced. 38 The reduced oxygen demand and low activity of the CVs potentially 402 

reduced the exchange of chemicals between the body and the exposure medium. This may be one 403 

explanation for the overestimation of uptake rates by the OMEGA model for the CVs (Figure 2). As the 404 

experiment progressed, the activity level of the CVs increased. Hence, the elimination of oil 405 

components may have been less affected than the uptake rates. However, the elimination rate 406 

parameters of our models are based both on the uptake and the depuration kinetics, so we cannot 407 

exclude the possibility of a bias caused by the activity level of the CVs.  408 

3.3 Acute toxicity of dissolved oil components 409 

Our acute toxicity experiments show that WAF of the crude oil was considerably more toxic to the 410 

lipid‐poor than to the lipid‐rich copepods, as indicated by the estimated LC10 of 1.2 and 2.1 mg/L TEM 411 

after 8 d exposure, respectively (Figure 3 and SI: Text section 6). A mortality exceeding 50% was 412 

reached by the CIIIs after 5 d, whereas only partial mortality (15%) was observed for the CVs after 8 d 413 

(Figure 3). Based on the differences in sensitivity to acute WAF exposure, the exposure concentration 414 

of the CIIIs was set to 50 % of the level of the exposure of the CVs in the kinetics experiments. Lipids 415 

are suggested to offer protection from toxicity of organic compounds40, but recent works have shown 416 

that this is unlikely to be the full explanation when it comes to copepods and oil components19, 20. 417 

Lipids will have contributed to the observed toxicity patterns, as lipid‐rich copepods had lower ke 418 

values and thus reach steady state more slowly (which could delay the onset of toxic effects). Other 419 

factors including body size, activity and intrinsic sensitivity differences between stages are likely 420 

contributing to the apparent difference in sensitivity between the stages. For a better understanding 421 

of the processes leading to increased sensitivity in the lipid‐poor stage, two‐compartment models may 422 

be useful. Modelling the concentrations in both the structural compartment and the lipid 423 

compartment simultaneously could give predictions of how fast the structural compartment reaches 424 

toxic concentrations (see e.g., Jager et al.27). This cannot be deducted from total body concentrations 425 

and one‐compartment models for lipid‐rich stages.   426 

 427 
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 428 
Figure 3. Survival as a function of exposure time for lipid‐poor (blue) and lipid‐rich (green) copepodite stages of 429 

Calanus hyperboreus exposed 100% WAF of oil:water ratios of 1:100 of artificially weathered Troll B crude oil 430 

(200 C + residue). The total concentration of oil components (TEM) in the exposure solutions were 2.6 mg/L and 431 

2.1 mg/L for the tests with lipid rich and lipid poor stages, respectively. The trend lines were obtained by four‐432 

parameter logistic regression, where the top and bottom plateaus were set to 0 and 100%. Lipid‐poor R2= 0.987, 433 

lipid‐rich R2=0.753.  434 

 435 

3.4 Implications for risk assessments 436 

In general, there were good agreements between our parameter estimates for the lipid‐poor stage 437 

and the QSAR predictions made by the OMEGA model (Figure 2). For the lipid‐rich stage, the BCF 438 

predictions by the OMEGA model fitted reasonably well with our data, except for the levelling off at 439 

log KOW >5. This means that overall the OMEGA model captures the bioaccumulation potential of oil 440 

components in both stages of C. hyperboreus. In contrast, for the lipid‐rich CVs we observe a misfit of 441 

about half an order of magnitude between our estimated uptake (ku) and elimination (ke) rates relative 442 

to the OMEGA predictions (Figure 2). This implies that the elimination of oil components will take 443 

approximately 3‐4 times longer than predicted by the model (SI: Figure S6), leading to an 444 

underestimation of potential long‐term effects by the current QSAR approach. On the other hand, the 445 

uptake for oil components in the lipid‐rich copepods will be equally delayed relative to the model 446 

predictions, leading to an overestimation of potential acute effects of oil components after an oil spill. 447 

The complex situation of the lipid storage in C. hyperboreus may be captured by applying correction 448 
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factors to the current QSAR models. However, to ensure more accurate environmental risk 449 

assessment by QSAR models for Arctic areas, the mechanisms causing the misfit for the lipid‐rich stage 450 

should be further elucidated. 451 

The uptake and elimination kinetics followed one‐compartment behaviour for both stages (Figure 1 452 

and SI: Text section 7). Two‐compartment behaviour was expected, at least for the lipid‐rich CVs, 453 

considering the discrete lipid storage and the recent identification of two‐compartment kinetics in the 454 

related C. finmarchicus.27 Although one‐compartment models provide useful estimates of parameters 455 

for total body concentrations, two‐compartment models predicting concentrations in the structural 456 

tissue and lipid storage separately may be better predictors of toxic effects. We did attempt to fit two‐457 

compartment models to the CV data, but the parameters could not be identified. Two‐compartment 458 

models include more parameters to be estimated, which in turn require more input data to the 459 

models. 460 

The long retention time of oil components in the lipid storage of C. hyperboreus (Figure 2) may have 461 

implications during diapause and gonad maturation when the lipid store is utilized.41 The potential 462 

transfer of oil components to offspring through the incorporation of contaminants in lipid rich eggs is 463 

of particular concern in C. hyperboreus, which has more lipid rich eggs than C. finmarchicus and 464 

Calanus glacialis42. In addition, the potential for food web transfer of oil components are largely 465 

increased by the long retention time. These aspects are important for environmental risk assessment 466 

in the Arctic, where lipid‐rich copepods dominate the zooplankton communities. 467 
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