
iv 
 

TABLE DES MATIÈRES 

 

Résumé ..................................................................................................................................................... iii 

Table des matières ................................................................................................................................... iv 

Liste des tableaux .................................................................................................................................... vi 

Liste des figures ...................................................................................................................................... vii 

Glossaire ................................................................................................................................................... xi 

Remerciements ...................................................................................................................................... xiii 

Introduction .............................................................................................................................................. 1 

Situation aquacole mondiale ............................................................................................................... 1 

Situation aquacole au Québec ............................................................................................................ 2 

Potentiel aquacole du doré jaune ....................................................................................................... 4 

L’élevage du doré jaune ....................................................................................................................... 5 

Chapitre I : Revue de littérature ............................................................................................................. 7 

Ontogénie du doré ............................................................................................................................... 8 

L’élevage larvaire intensif du doré ................................................................................................... 11 

Chapitre II : Étude préliminaire (2014) .............................................................................................. 15 

Introduction ........................................................................................................................................ 16 

Méthode .............................................................................................................................................. 18 

Résultats .............................................................................................................................................. 31 

Discussion ........................................................................................................................................... 40 

Conclusion .......................................................................................................................................... 50 

Chapitre III : Étude sur le développement de la vessie natatoire (2015) ....................................... 52 

Introduction ........................................................................................................................................ 53 

Méthode .............................................................................................................................................. 54 

Résultats .............................................................................................................................................. 66 

Discussion ........................................................................................................................................... 76 

Conclusion .............................................................................................................................................. 84 

Références ............................................................................................................................................... 86 

Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude préliminaire de 2014 ........................ 94 

Annexe B : Procédure normalisée de suivi du développement d’œufs de dorés ...................... 95 



v 
 

Annexe C : Le XperCount, seau de décompte d’organismes aquatiques par 
spectrophotométrie ........................................................................................................................... 98 

Annexe D : Détails sur l’argile utilisée pour induire la turbidité dans l’eau ............................... 99 

Annexe E : Formulation de la moulée commerciale Otohime Marubeni Nisshin Feed Co. 
Ltd ...................................................................................................................................................... 100 

Annexe F : Formulation de la moulée commerciale Gemma Wean de Skretting Canada Inc.
 ............................................................................................................................................................ 101 

Annexe G : Crépine de 18po élaborée d'après le modèle de Clayton et Summerfelt (2011) 102 

Annexe H : Patron de la distribution de la lumière de l’Unité 24 du LARSA de l’Unité 24 du 
LARSA .............................................................................................................................................. 104 

Annexe I : Informations détaillées sur le rondin absorbeur d'huile ......................................... 105 

Annexe J : Certificat d’analyse de la turbidité de la formazine de calibration ......................... 107 

Annexe K : Tentative de décompte des larves avec une VN dans un bac muni de 
rétroéclairage ..................................................................................................................................... 108 

 

  

http://www.rapport-gratuit.com/


vi 
 

LISTE DES TABLEAUX 

Tableau 1 : Paramètres physico-chimiques de l’eau des deux types de circuits aquacoles 

(moyenne ± écart-type) et la valeur recommandée ..................................................... 22 

Tableau 2 : Tailles et rations de moulées distribuées aux larves en fonction de leur stade de 

développement .................................................................................................................. 25 

Tableau 3 : Valeurs estimées de la taille et de la composition des différentes moulées distribuées 

aux larves ........................................................................................................................... 25 

Tableau 4 : Résultats de survie et de développement des larves de doré au 24e JPE .................. 39 

Tableau 5 : Paramètres physico-chimiques de l’eau (moyenne ± écart-type) et les valeurs 

recommandées .................................................................................................................. 62 

Tableau 6 : Tailles et rations de moulées distribuées aux larves en fonction de leur stade de 

développement .................................................................................................................. 63 

Tableau 7 : Tableau des résultats du test de comparaisons multiples H.S.D. de Tukey .............. 72 

Tableau 8 : Tableau de l’ANOVA du plan en bloc complet sur la proportion de larves ayant 

développé leur vessie natatoire au 26e JPE ................................................................... 72 

Tableau 9 : Survie (n larves finales /n larves au 5e JPE), longueur (mm) et croissance ([longueur 

finale - longueur au 3e JPE] / [JPE final - 3]) des larves de doré nourries sous 

différents régimes alimentaires au Rathbun Fish Culture Research Facility. ........... 78 

Tableau 10 : Ressources nécessaires et succès de l’élevage pour trois stratégies de nettoyage des 

bassins d’une écloserie de sandre (Sander lucioperca) d’après un modèle d’élevage 

larvaire de 100 000 larves par bassin de 3m3. ............................................................... 83 

  



vii 
 

LISTE DES FIGURES 

Figure 1 : Production aquacole et capture mondiale en millions de tonnes, de 1950 à 2012 ....... 1 

Figure 2 : Production aquacole au Québec en tonnes ........................................................................ 3 

Figure 3 : Distribution du doré jaune indigène (en vert) et introduit (en jaune) à travers 
l’Amérique du Nord  ............................................................................................................. 5 

Figure 4 : Ontogénie du doré indiquant les étapes majeures du développement larvaire ............. 8 

Figure 5 : Représentation de l’effet de la lumière sur le comportement des larves de dorés en eau 
claire (gauche) et turbide (droite). A : La lumière en eau claire pénètre jusqu’au fond 
du bassin et reflète sur les parois du bassin tandis qu’en eau turbide, la lumière est 
dispersée par les particules d’argile et ne se rend pas jusqu’au fond du bassin. B et C : 
Les larves en eau claire sont attirées par la lumière directe réfléchie par les parois et 
s’amoncèlent sur celles-ci. Les larves en eau turbide sont davantage dispersées et font 
face au courant ..................................................................................................................... 10 

Figure 6 : Incubateur de type bell jar  de 5.75 L avant le début de l’éclosion (15e JPF). À ce stade, 
les œufs œillés sont plus denses que les œufs morts (blancs) et il devient facile 
d’estimer la mortalité pendant l’incubation. .................................................................... 18 

Figure 7 : Lot d’œufs de doré au 10e jour post-fertilisation. Les œufs ayant le centre noir sont des 
embryons morts. .................................................................................................................. 20 

Figure 9 : Disposition de la crépine, du gicleur, de l'arrivée d'eau et du nourrisseur à chacun des 
bassins. Il n’y a aucun gicleur en face du nourrisseur (identifié par un ruban rouge sur 
la photo). ............................................................................................................................... 21 

Figure 8 : (À gauche) Schéma d’un bassin suédois de 150 L où A = 26po; B = 22po; C = 18po; 
D = 4po; E = 7po et F = 9po. (À droite). Schéma d’une crépine fixée au trop-plein 
de 1¼ po de diamètre. Le Nitex à maille de 700µ et, d’une hauteur de 7po est collé 
grâce à une membrane adhésive et imperméable en butyle élastique. ......................... 21 

Figure 10 : Pompe péristaltique permettant le transfert de la solution d'argile (5g/L) ................ 23 

Figure 11 : Comparaison des différentes tailles de moulées. (En haut) Moulée Otohime C1 de 
taille T3, (Au milieu) Moulée Gemma Wean 0.2 de taille T1, (En bas) Moulée Gemma 
Wean 0.3 de taille T2 .......................................................................................................... 26 

Figure 12 : Artémie non enrichie utilisée dans le traitement Artemia. Longueur = 550 µm; largeur 
= 180 µm; envergure des antennes = 620 µm ................................................................ 27 

Figure 13 : Bac de comptage des larves mortes du B20 au 11e JPE. Il contient 820 larves mortes 
correspondant aux petits points noirs. Les amas orangés sont composés de restes de 
moulés non-ingérés, de fèces et de champignons aquatiques. ...................................... 28 



viii 
 

Figure 14 : Exemple d’une photo (0,63X) d’un groupe de larves de dorés (17e JPE). Seules les 
deux larves du bas ont développé leur vessie natatoire. ................................................ 29 

Figure 15 : Exemple d’une photo de groupe au 24e JPE où toutes les larves du sous-échantillon 
avaient développéed leur vessie natatoire. ....................................................................... 30 

Figure 16 : Suivi de la concentration d’ammoniaque non ionisé (NH3-N) en mg/L dans le circuit 
fermé (ligne pleine) et le circuit ouvert (ligne pointillée). La ligne horizontale rouge 
représente le seuil recommandé en aquaculture. ............................................................ 31 

Figure 17 : Suivi de la concentration de nitrite (NO2) en mg/L dans le circuit fermé (ligne pleine) 
et le circuit ouvert (ligne pointillée). La ligne horizontale rouge représente le seuil 
recommandé en aquaculture. ............................................................................................. 31 

Figure 18 : Larve de doré au 16e JPF, ou 1er JPE (154,7 DCJ). On distingue les deux otolithes 
(A), les branchies (B), le globule huileux (C) et le sac vitellin (D) ................................ 32 

Figure 19 : Larve de doré au 2e JPE (172,4 DCJ) d’une longueur de 7,89mm. On distingue déjà 
la mâchoire inférieure et supérieure. ................................................................................. 32 

Figure 20 : Suivi de l’ingestion alimentaire des larves de dorés pour tous les traitements dans les 
deux systèmes de circulation d’eau. .................................................................................. 33 

Figure 21 : Diagramme à barre des larves ayant développé une vessie natatoire au 24e JPE. Les 
barres pâles sont les bassins en circuit ouverts et les barres foncées sont les bassins en 
circuit fermé. Aucune différence n’est observée entre les circuits, alors qu’il y en a une 
entre les traitements. ........................................................................................................... 34 

Figure 22 : Deux larves au 24e JPE, au grossissement 0.63X, où l’une est nourrie avec la moulée 
Gemma (en haut; 17.81 mm) et l’autre nourrie avec la moulée Otohime (en bas; 21.22 
mm) ....................................................................................................................................... 35 

Figure 23 : Courbes de croissance des larves de dorés pour les trois traitements, et ce, dans les 
deux types de circuits, ouvert (en pointillée étroit) et fermé (en pointillé large). Les 
points sont les moyennes accompagnées de l’écart type. .............................................. 35 

Figure 24 : Suivi du développement de la vessie natatoire des larves de dorés des cinq traitements
 ............................................................................................................................................... 36 

Figure 25 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 24e JPE. Les barres 
pâles sont les bassins en circuit ouverts et les barres foncées sont les bassins en circuit 
fermé. .................................................................................................................................... 37 

Figure 26 : Deux larves au 8e JPE, où l’une est dépourvue (à gauche) et l’autre pourvue (à droite) 
d’une vessie natatoire .......................................................................................................... 37 

Figure 27 : Suivi de la mortalité journalière des larves de dorés pour les trois traitements, et ce 
dans les deux systèmes de circulation d’eau. Les lignes pointillées représentent les 
bassins en circuit ouvert et les lignes pleines, les bassins en circuit fermé. ................ 38 



ix 
 

Figure 28 : Proportion de larves ayant survécu jusqu’au 24e JPE pour chacun des trois 
traitements dans les deux systèmes de circulation d’eau. Aucune différence 
significative ni entre les traitements, ni entre les circuits ouvert ou fermé. ................ 39 

Figure 29 : Certains des rares oeufs de dorés au 14e JPF affectés par une infection fongique. .41 

Figure 30 : Incubateur avec les œufs morts (en haut) et œillés (en bas) au moment d’évaluer la 
mortalité (15e JPE) .............................................................................................................. 41 

Figure 31 : Schéma de la circulation d’eau d’un bassin de 150 L adapté à l’élevage larvaire (à 
gauche) muni d’une crépine pleine longueur (à droite) ................................................. 42 

Figure 32 : Comparaison de deux méthodes de dénombrement de larves de dorés. Chaque point 
est un bassin auquel ont été évaluées deux valeurs de décomptes de larves, soit par le 
poids (en y) et par le XperCount (en x). La ligne pointillée représente un accord parfait 
entre les décomptes des deux méthodes. La ligne pleine représente la tendance 
centrale des valeurs de décompte de larves. (En haut à gauche) L’équation de 
régression du modèle linéaire associé à ces valeurs de décompte. (En bas à droite) et 
l’histogramme des résidus du modèle linéaire sont présentés. ..................................... 44 

Figure 33 : Seau de décompte XperCount™ de XpertSea Solution inc. ....................................... 44 

Figure 34 : Évolution de la résorption du vitellus et du globule d’huile jusqu’à la première 
ingestion alimentaire au 8e JPE. De haut en bas respectivement, des photos de larves 
au 2e, 5e, 6e, 7e, 8e et 8e JPE. Au 8e JPE, l’une n’a rien ingéré tandis que l’autre ... 46 

Figure 35 : Crépine pleine longueur, de 18po de haut et de 4 po de diamètre. Voir Annexe 
G. ........................................................................................................................................... 56 

Figure 36 : Disposition schématique des bassins en bloc complet, de la tuyauterie et des 
traitements expérimentaux à l’intérieur de l’U24 au LARSA ........................................ 58 

Figure 37 : Buse à microjet d’eau de 90° au-dessus de la surface d’eau permettant d’émulsifier le 
film d’huile de surface ......................................................................................................... 59 

Figure 38 : Tuyau circulaire à micropores fins. Ces tuyaux étaient disposés autour des crépines, 
au fond des bassins et étaient alimentés par de l’air comprimé (30psi) ....................... 60 

Figure 39 : Bassin avec un rondin d'absorption d'huile déposé à la surface de l'eau ................... 61 

Figure 40: Tamis de 700 µm utilisé pour capter les larves mortes lors du siphonage quotidien des 
bassins. .................................................................................................................................. 64 

Figure 41 : Suivi de la longueur des larves (mm) jusqu'au 26e jour post-éclosion. Les points gris 
sont les données brutes et les points noirs sont les moyennes accompagnées de leur 
écart type. ............................................................................................................................. 67 



x 
 

Figure 42 : Longueurs des larves de chaque traitement au 26e jour post-éclosion. Les lignes 
noires sont les écarts types. Aucune différence significative n’a été observée entre les 
traitements. ........................................................................................................................... 68 

Figure 43 : Suivi de la longueur des vessies natatoires (mm) jusqu'au 19e jour post-éclosion. Les 
points gris sont les données brutes et les points noirs sont les moyennes 
accompagnées de leur écart type. ...................................................................................... 69 

Figure 44 : Suivi de la proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire pour chaque 
traitement jusqu’au 26e jour post-éclosion....................................................................... 70 

Figure 45 : Diagramme quantile-quantile des données de la proportion de larves ayant développé 
leur vessie natatoire au 26e JPE ........................................................................................ 71 

Figure 46 : Histogramme de la distribution de la proportion de larves ayant développé leur vessie 
natatoire au 26e JPE. ........................................................................................................... 71 

Figure 47 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 26e JPE. Les lignes 
noires représentent l’écart type. Les différences sont significatives au seuil 
d’acceptabilité p < 0,1+ ....................................................................................................... 72 

Figure 48 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 26e JPE. Les différences 
sont significatives au seuil d’acceptabilité p < 0,1+ ........................................................ 73 

Figure 49 : Suivi de la mortalité (nombre de morts récoltés / nombre de vivants) journalière 
jusqu’au 20e JPE. ................................................................................................................. 74 

Figure 50 : Mortalité finale (nombre de larves vivantes au 26e JPE/nombre de larves au 2e JPE. 
Les lignes noires représentent l’écart-type. Aucune différence significative n’a été 
observée entre les traitements quant à la survie finale des larves ................................. 75 

Figure 51 : Œufs atteints d’une infection fongique occasionnant des amas qui empêchent les 
échanges gazeux et qui mènent à la mort des œufs. ....................................................... 76 

Figure 52 : Température d'incubation (en bleu) et nombre de degrés Celsius jour (en rouge) pour 
les années 2014 (ligne pleine) et 2015 (ligne pointillée). Les lignes noires verticales 
correspondent moment du pic d’éclosion. ...................................................................... 77 

Figure 53 : Suivi de la longueur des larves sous deux moyennes de températures d’élevage 
différentes. (Ligne pointillée) 20°C en 2015. (Ligne pleine) 18°C en 2014 ................ 79 

Figure 54 : Mortalité journalière, du 5e au 20e JPE, à deux densités d'élevage différentes .......... 82 

  



xi 
 

GLOSSAIRE 

Circuit fermé : Système où l’eau est recirculée 

Circuit ouvert : Système où l’eau est n’est pas réutilisée (Flow through system) 

DCJ : Degré(s) Celsius-jours (day temperature unit) 

DVN : Développement de la vessie natatoire 

FTU : Formazine turbidity unit 

JPE : Jour(s) post-éclosion (day post hatching) 

JPF : Jour(s) post-fertilisation (day post fertilization) 

LARSA : Laboratoire de recherches en sciences aquatiques 

NGVN : Non-gonflement de la vessie natatoire 

REFB : Recirculation et filtration biologique 

VN : Vessie natatoire 

  



xii 
 

 

 

 

 

Il m’étonnera toujours de constater 
que, parmi toutes les chairs animales 
consommées massivement par l’Homme 
incluant le porc, le bœuf, le poulet et le 
poisson, seule la chair de poisson demeure 
encore aujourd’hui largement obtenue par 
l’archaïque méthode du chasseur-cueilleur… 
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INTRODUCTION 

SITUATION AQUACOLE MONDIALE 

L’industrie de l’aquaculture dans le monde est en essor et les perspectives de 

développements sont à la hausse. À l’échelle mondiale, la production de poisson a augmenté 

de façon constante au cours des 5 dernières décennies (FAO 2014) (Figure 1). Les 

approvisionnements annuels ont sans cesse décuplé et dépassent la croissance moyenne de la 

population humaine (FAO 2014). Globalement, on consomme davantage de poisson, 9,9kg par 

personne en 1961 contre 19,2kg en 2012 (FAO 2014). Deux secteurs d’activités assurent cette 

production et génèrent des emplois à plus de 260 millions de travailleurs, le secteur des pêcheries 

et celui de l’aquaculture (McClanahan et al. 2015). Depuis les années 1990, l’industrie de la pêche 

semble avoir plafonné avec des débarquements annuels gravitant autour de 90 millions de tonnes 

de poissons (FAO 2014) (Figure 1), et ce, en dépit d’une augmentation de l’effort de pêche 

(Watson et al. 2013). Plus du quart des stocks de poissons ont connu une baisse de rendement 

de 10% et sont donc considérés comme effondrés (Worm et al. 2006). De plus, 63% des stocks 

requièrent toujours un rétablissement afin d’atteindre un rendement maximum soutenable 

(Worm et al. 2009).  Cette surexploitation et la destruction de l’habitat aquatique par l’action de 

certains bateaux de pêche industriels compromettent la durabilité des stocks, la biodiversité des 

Figure 1 : Production aquacole et capture mondiale en millions de tonnes, de 1950 à 2012 (FAO
2014) 
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océans et la qualité de l’eau (Worms et al. 2006). Ces difficultés ont favorisé l’essor de 

l’aquaculture à travers le monde, qui tend maintenant à dépasser le secteur des pêcheries en 

matière de production annuelle (FAO 2014) (Figure 1).  

 

SITUATION AQUACOLE AU QUÉBEC 

Le développement de l’aquaculture en eau douce au Quebec accuse un retard due, entre 

autres, à un manque de diversité dans son offre. Alors que la production mondiale 

grimpe, celle du Québec décroît inexorablement. Le Québec offre un potentiel aquacole 

considérable grâce à ses importantes ressources en eau douce renouvelable, qui représentent 3% 

du volume mondial (MDDEFP 2012). Pourtant, le Québec produit moins de 0,0003% des 

poissons d’eau douce d’élevage dans le monde (FAO 2014, MAPAQ 2013a). L’aquaculture en 

eau douce y est d’abord développée pour le marché de l’ensemencement (78%) où l’omble de 

fontaine (Salvelinus fontinalis) est le principal produit et, secondairement, pour le marché de la 

table (21%) où la truite arc-en-ciel (Oncorhynchus mykiss) représente la majorité de la production 

(MAPAQ 2013a, Morin 2007). Le Québec produit donc essentiellement des salmonidés (99%) 

(MAPAQ 2013a, Morin 2007). La consommation moyenne de poissons et de fruits de mer des 

québécois est en augmentation passant de 7,65 kg à près de 10 kg par personne par année entre 

2005 et 2012 (Grysole 2009, MAPAQ 2013b). Parallèlement, les importations de poissons et de 

fruits de mer au Québec étaient de 220 M$ en 2005 et ont augmenté à 420 M$ en 2012 (Grysole 

2009, MAPAQ 2013b). Ainsi, une diversification de la production aquacole au Québec pourrait 

sans doute permettre de diminuer l’importation étrangère tout en stimulant l’économie de la 

province et le secteur de l’industrie de l’aquaculture en eau douce au Québec. 

 

Les restrictions en matière de rejet de phosphore limitent le développement de 

l’industrie aquacole au Québec. Depuis l’année 2000, l’instauration de normes 

environnementales sur la limite de rejet de phosphore par tonne de poissons produits a eu pour 

effet de diminuer considérablement la production aquacole québécoise. En effet, la production 

a radicalement chuté durant les années qui ont suivi, passant de 2200 T en 1999 à 1260 en 2013 

(Morin 2007, MAPAQ 2013a). L’objectif était que les producteurs diminuent leurs émissions en 

phosphore à 4,2 kg de phosphore par tonne de production (STRADDAQ 2012). Cette réalité 
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encourage le développement des techniques de production alternatives, rentables et écologiques 

afin d’encourager l’établissement de nouvelles fermes piscicoles au Québec. Actuellement, l’un 

des plus grands défis pour l’aquaculture est la maximisation de la productivité tout en minimisant 

les impacts environnementaux de son exploitation. Pour ces raisons, le développement de 

systèmes fermés où l’eau est filtrée et recirculée (REFB) est très prometteur. Ces systèmes offrent 

une meilleure conservation de l’eau, diminuant ainsi les coûts associés au chauffage, et 

permettent un meilleur taux de capture des déchets, limitant ainsi le rejet de nutriments néfastes 

pour les écosystèmes tributaires (Timmons et Ebeling 2010). L’utilisation de ces systèmes est 

donc à privilégier afin de permettre un développement durable de l’aquaculture.  

 

  

Figure 2 : Production aquacole au Québec en tonnes, adapté de Morin (2007) et MAPAQ (2013a)
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POTENTIEL AQUACOLE DU DORÉ JAUNE 

Le doré jaune (Sander vitreus) est une espèce d’une grande valeur commerciale dans le 

nord des États-Unis comme au Canada (Summerfelt et al. 2010) et représente un 

potentiel aquacole au Québec (Dubé 2005). Il est naturellement présent dans la presque 

totalité de l’Amérique du Nord (Billington et al. 2011, Bozek et al. 2011a) (Figure 3). C’est un 

poisson mésotherme, c’est-à-dire qu’il préfère vivre en eau fraîche, soit entre 10-24°C (Bozek et 

al. 2011a). Cette espèce est depuis longtemps prisée pour sa qualité gastronomique (Walker 1992) 

et pour sa combativité à l’hameçon (Summerfelt et al. 2010, Fenton et al. 1996). Son élevage 

présente un potentiel économique enviable puisqu’actuellement, la demande de doré excède 

l’offre, faisant ainsi grimper sa valeur marchande (Summerfelt et al. 2010, Riepe 1998). 

Néanmoins, le doré demeure peu exploité au Québec, que ce soit sur le marché de la table ou 

celui de l’ensemencement (Morin 2007). Considérant (i) le resserrement des normes 

environnementales (ii) les préférences thermales du doré jaune et (iii) sa valeur économique 

élevée, l’utilisation de systèmes en REFB pour une production intensive de doré jaune pourrait 

s’avérer être une activité piscicole lucrative au Québec. En effet, les systèmes en recirculation, 

ou en circuit fermé, permettent une récupération et une valorisation des rejets nettement 

supérieure aux systèmes ouverts traditionnels (Timmons et Ebeling 2010) et permettrait donc 

de produire une quantité importante de poissons, ayant une valeur commerciale élevée, tout en 

respectant les normes environnementales en matière de rejet de phosphore. De plus, Tidwell et 

al. (1999) rapportent des taux de croissance élevés à des températures aussi élevées que 26-28°C, 

ce qui est plutôt étonnant pour un poisson d’eau fraîche. Il devient donc avantageux d’utiliser 

un système où l’eau est chauffée et recirculée, d’une part pour optimiser la croissance des 

poissons, mais aussi pour minimiser les coûts associés au réchauffement de l’eau (Timmons et 

Ebeling 2010). Finalement, puisque les technologies nécessaires au bon fonctionnement des 

systèmes en recirculation sont dispendieuses, prioriser l’élevage d’une espèce à grande valeur 

économique prend tout son sens et augmente la viabilité d’un projet commercial. 
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L’ÉLEVAGE DU DORÉ JAUNE 

L’élevage du doré a suscité l’intérêt de nombreux chercheurs et a mené à un grand 

nombre de publications. Les premières publications concernant l’élevage du doré, ou plus 

spécifiquement la fertilisation et l’incubation des œufs sont attribuées à Nevin (1900) et 

Stranahan (1900, 1903). Aucune mention d’engraissement ou encore d’élevage intensif n’est 

évoquée. L’intérêt était d’abord d’ensemencer des larves afin de soutenir l’industrie de la pêche 

dans les Grands Lacs (Stranahan 1903). Rapidement, plusieurs agences publiques canadiennes et 

états-uniennes ont incubé et distribué des centaines de millions de larves dédiés à 

l’ensemencement (Bean 1914, Cobb 1923). La distribution d’alevins élevés intensivement 

n’aurait commencé qu’à partir du milieu des années 40 (Tunison et al. 1949). Après avoir 

Figure 3 : Distribution du doré jaune indigène (en vert) et introduit (en jaune) à travers 
l’Amérique du Nord (Barton et al 2011) 
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ensemencé deux lacs en Iowa, Speaker (1940) rapportait une survie de 4,3% entre le stade larvaire 

et celui d’alevin. Les évaluations des stocks de dorés ont démontré l’inefficacité de 

l’ensemencement de larves dans plusieurs lacs et ont conduit Heidinger et al. (1985) à 

expérimenter l’élevage du doré en étang jusqu’au stade d’alevin. Plusieurs expériences ont été 

menées avec des étangs artificiels et naturels impliquant l’ajout de fertilisants et de poissons-

fourrage. L’élevage extensif s’est rapidement élargi et en 1991, 29 agences s’occupaient de 

l’ensemencement d’alevins de doré (Fenton et al. 1996). L’intérêt grandissant pour l’élevage de 

cette espèce a engendré une vaste quantité de publications durant les années 90 qui ont amené 

l’édition d’un livre sur le sujet : « Walleye Culture Manual » (Summerfelt 1996). Les 82 auteurs 

proposent une profonde revue de nos connaissances sur l’élevage du doré en 16 chapitres 

couvrant 47 études menées au Canada et aux États-Unis. Un chapitre complet est dédié à 

l’élevage intensif du doré en bassin. Un nouveau recueil, publié en 2011, se veut être une source 

d’information incontournable sur la biologie, l’écologie, la gestion et l’élevage du doré jaune et 

du doré noir en Amérique du Nord (Barton et al. 2011). Malgré ces recherches, il s’avère que 

l’élevage de cette espèce demeure délicat, car les résultats sont variables, voire imprévisibles, et 

que le rendement est donc incertain. La survie au stade larvaire est l’élément clé à résoudre afin 

de parvenir à soutenir une production intensive rentable. 

 

 

 

 

 

 

Source : www.mffp.qc.ca
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CHAPITRE I : REVUE DE LITTÉRATURE 
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ONTOGÉNIE DU DORÉ 

Le développement larvaire du doré ne s’effectue pas par un processus graduel, mais plutôt de 

façon ponctuée, ou saltatoire (Balon et McElman 1979, Balon 1994, Bozek et al. 2011b), en 

passant par des stades de développement majeur (Figure 4). La terminologie pour décrire ces 

différents stades est complexe et peut varier d’après les auteurs, mais celle de Li et Mathias (1982) 

sera utilisée dans le document présent, car c’est la terminologie la plus couramment utilisée par 

les chercheurs canadiens et états-uniens (Summefelt et al. 2013a). On reconnait 5 étapes soit, le 

stade prolarvaire, post-larvaire I, post-larvaire II, juvénile et adulte (Li et Mathia 1982, Balon et 

McElman 1979). 

  

Figure 4 : Ontogénie du doré indiquant les étapes majeures du développement larvaire
(Phillips et Summerfelt 1999)



9 
 

INCUBATION 

Summerfelt et al. (2013a) rapportent que la durée d’incubation et d’éclosion peut être très 

variable et qu’elles dépendent de plusieurs facteurs, principalement de la température 

d’incubation, mais aussi de l’origine du matériel génétique (Casselman et al. 2006). Une revue 

des résultats de différentes écloseries aux États-Unis indique une durée d’incubation moyenne 

de 15 ± 6 jours à des températures de 10 ± 1 °C et une fenêtre d’éclosion de 12 ± 8 jours 

(Summerfelt et al. 2013a). Généralement, la température est augmentée à 13 ± 2 °C dès le début 

de l’éclosion afin de stimuler celle-ci et ainsi réduire l’intervalle de temps entre le premier et le 

dernier œuf éclos. Cette technique permet une meilleure uniformisation de la taille des poissons 

dans les bassins (Colesante 1996). 

STADE PROLARVAIRE 

Le stade prolarvaire correspond aux larves récemment écloses qui comptent encore sur leur sac 

vitellin et leur globule huileux comme source d’énergie (Summerfelt et al. 2013a, Balon 1979). 

Elles mesurent entre 5,7 mm et 7,8 mm d’après Oseid et Smith (1971) ou 7,4 ± 0,6 mm (n=900) 

d’après Hey et al. (1996). La longueur à l’éclosion peut varier d’après l’alimentation de la mère, 

de la génétique des parents, de la concentration en oxygène durant l’incubation (Oseid et Smith 

1971) ou encore de la durée et la température d’incubation (Summerfelt et al. 2013a). Les 

prolarves sont de mauvais nageurs et conséquemment, le débit d’eau dans les bassins de cultures 

doit être particulièrement faible sans quoi elles épuisent rapidement leurs réserves énergétiques 

et meurt avant d’adopter une alimentation exogène (Cheshire et Steele 1972). La transition de 

l’alimentation endogène vers une alimentation exogène apparait après la formation de la bouche 

aux 3e JPE (Figure 4). À ce moment, il est crucial que la larve ait accès rapidement et facilement 

à de la nourriture, inerte, sous forme de moulée, ou vivante, sous forme zooplanctonique (Li et 

Mathias 1982). Les premiers signes d’alimentation exogène surviennent aux environs du 4e JPE 

et la bouche est large d’environ 0,7 mm (Li et Mathias 1982). C’est à la fin de ce stade de 

développement (6e JPE, 96 DCJ) que les prémisses d’une vessie natatoire sont observables 

(Summerfelt et al. 2013a). Généralement, la fin du stade prolarvaire est atteinte lorsque le sac 

vitellin est complètement résorbé (5e JPE, 82 DCJ), mais il peut persister jusqu’au 13e JPE 

dépendamment de la température d’élevage (Hurley 1972, Olson 1974, Summerfelt et al. 2013a). 
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STADE POST-LARVAIRE I 

Le stade post-larvaire I est caractérisé par une résorption complète du sac vitellin, mais pas du 

globule huileux, car il sert encore de source d’énergie pour la nage et la recherche de nourriture. 

Ce stade de développement dure généralement 5 jours (entre le 6e et le 10e JPE) durant lequel la 

larve passe de 10 à 13,2 mm (Figure 4). À cette étape, la formation d’une vessie natatoire et une 

alimentation exogène est cruciale pour la survie de la larve jusqu’à l’état juvénile (Balon 1984). 

STADE POST-LARVAIRE II 

Le stade post-larvaire II est caractérisé par la résorption complète du globule huileux qui, d’après 

Li et Mathias (1982), se termine aux environs du 14e JPE (226 DCJ). La fenêtre de gonflement 

de la vessie natatoire (entre le 4e et le 12e JPE) est passée et conséquemment, les larves n’ayant 

pas développé cette structure auront des déformations de leur colonne vertébrale (Summerfelt 

et al. 2013a, Kitajima et al. 1994). Puisque le globule huileux n’est plus disponible comme réserve 

de nourriture, la nourriture exogène doit fournir une quantité équilibrée de nutriments essentiels 

tels les acides eicosapentaénoïques (EPA) et les acides arachidoniques (Czensny et al. 1999). Les 

études de Moodie et al. (1989) et de Peterson et al. (1997) rapportent qu’un pic de mortalité 

survient entre le 7e et le 13e JPE, coïncidant avec le moment de résorption du globule huileux. 

Ainsi, les larves ayant atteint ce stade de développement ont de grandes chances de survivre 

jusqu’au stade juvénile. 

STADE JUVÉNILE 

Le stade juvénile, qui survient généralement aux environs du 15e JPE, est caractérisé par la 

formation adéquate des nageoires, de la vessie natatoire et du système digestif (Li et Mathias 

1982, Summerfelt et al. 2013a). Les larves mesurent alors 16 mm et ont développé toutes les 

structures nécessaires pour survivre jusqu’au stade adulte.  
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L’ÉLEVAGE LARVAIRE INTENSIF DU DORÉ 

En culture intensive, certaines difficultés environnementale et comportementale affectent la 

croissance et la survie des larves de dorés et conséquemment la rentabilité d’un établissement 

piscicole. Les cinq majeures qui subsistent encore sont (i) le comportement d’amoncèlement des 

larves sur les parois des bassins, (ii) la non-ingestion de nourriture artificielle, (iii) le cannibalisme 

et (iv) le non-gonflement de la vessie natatoire. Les récentes recherches sur le sujet ont permis 

d’établir des conditions d’élevage et des techniques qui réduisent considérablement ces 

difficultés. 

COMPORTEMENT D’AMONCÈLEMENT SUR LES PAROIS DES BASSINS 

Le comportement d’amoncèlement sur les parois des bassins s’explique par une phototaxie 

positive des larves qui persiste jusqu’au stade juvénile (< 35 JPE), généralement ~25 mm en 

élevage intensif, où la phototaxie devient négative (Bulkowski et Meade 1983). Durant les 

premières semaines, elles s’agglomèrent donc vers les parois des bassins, le trop-plein ou sur 

toute autre surface qui réfléchit la lumière (Figure 5). Cette attraction va jusqu’au point où 

elles ignorent la moulée et même la nourriture vivante (Corazza et Nickum 1981) (Figure 5). 

La croissance et le développement des larves sont donc diminués et une hausse du 

cannibalisme peut s’observer, car les larves affamées sont plus sujettes à rencontrer une autre 

larve, même à faible densité d’élevage. Cette agglomération est aussi susceptible d’engendrer 

des zones d’anoxie localisées aux parois des bassins et des déformations des larves en élevage 

intensif (Johnson et al. 2008), car les larves subissent des chocs sur les parois et qu’à ce stade 

de développement, le squelette n’est pas complètement ossifié (Balon et McElman 1979). 

L’utilisation de bassins à parois foncées (Corazza et Nickum 1981, Colesante 1996, Martin-

Robichaud et Peterson 1998), d’eau rendue turbide à l’aide d’argile (>23 FTU) (Rieger et 

Summerfelt 1997, Bristow et Summerfelt 1996) et d’une luminosité continue (Harder et al. 

2012) d’intensité faible (<130 lux) (Loadman et al. 1986, Trotter et al. 2003), permet de contrer 

cet effet et de disperser les larves de façon homogène dans les bassins (Figure 5).  

NON-INGESTION DE NOURRITURE ARTIFICIELLE 

La non-ingestion de nourriture artificielle par les larves de dorés est une difficulté majeure en 

élevage intensif, car les percidés sont généralement des prédateurs et sont donc rarement 
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attirés par une source de nourriture immobile. Ce sont des nageurs très actifs dès leur éclosion 

et sont rapidement attirés par le zooplancton comme première nourriture (Bozek et al. 2011a). 

Les premières productions de larves de dorés en élevage intensif utilisaient des nauplii 

d’artémies comme alimentation hâtive, puis convertissaient progressivement leur diète vers 

des moulées commerciales (Howey et al. 1980). La densité de nauplii, la fréquence des ajouts 

et la densité de doré sont des facteurs importants lors des premiers jours d’alimentation. 

Colesante (1996b) visait des densités de 800 à 1300 nauplii par larve par jour jusqu’au 30e JPE 

et a obtenu une survie de 42% à une densité de 21 larves/L. Peterson et al. (1997) a utilisé de 

36 à 280 nauplii par larves par jour jusqu’au 23e JPE et a obtenu une survie de 33-36% à une 

densité de 40-60 larves/L. Loadman et al. (1986) a déterminé qu’une densité de 100 nauplii 

par larve par jour produit une alimentation maximum durant les premiers jours de 

l’alimentation des larves de doré. (Iwai 1980) a fait la revue de plusieurs articles démontrant 

l’utilisation de la vision pour détecter et capturer des proies, mais l’implication de récepteurs 

chimiques sont également important. Comme la moulée manufacturée est inanimée, elle ne 

fournit pas les stimuli visuels et les frémissements du zooplancton ou encore leurs stimulants 

chimiques.  

La nourriture artificielle a longtemps été exclue comme diète pour les larves de doré jusqu’aux 

années 90, qui correspond à l’arrivée de la Fry Feed Kyowa (FFK), une micromoulée formulée 

(< ~500 µm) qui inclut de la farine de krill. Depuis, les micromoulées commerciales incluant 

de la farine de krill se sont démontrées suffisamment appétentes par les larves de dorés et 

sont ajoutées aux diètes d’artémies afin d’habituer les larves à la moulées artificielle 

(Summerfelt et al. 2013). 

CANNIBALISME 

Le cannibalisme est un effet inhérent à la faible appétence des larves pour la nourriture 

artificielle lors des premiers jours suivant l’éclosion. Comme les dorés sont des prédateurs qui 

s’alimentent sur du zooplancton, des insectes aquatiques puis des poissons (Bozek et al. 2011), 

ils ont une attirance pour la nourriture vivante. Il est fréquent que les membres d’une même 

cohorte, donc de même taille, se cannibalisent entre eux (Loadman et al. 1986) et ce 

phénomène est d’autant plus important en élevage intensif en bassins (Summerfelt et al. 

2013a). Le cannibalisme s’observe dès la formation de la bouche au 4e JPE et peut affecter 

considérablement le succès de l’élevage larvaire s’il n’est pas pris en charge.  
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Disperser de façon homogène les larves dans les bassins d’élevage et favoriser l’ingestion 

alimentaire par les méthodes citées précédemment réduit le cannibalisme. Lorsque les bons 

paramètres de turbidité, d’intensité lumineuse, de photopériode, de bassins, de fréquence 

d’alimentation, de source d’alimentation et de densité d’élevages sont en place, le cannibalisme 

ne constitue pas une difficulté.  

NON-GONFLEMENT DE LA VESSIE NATATOIRE 

Le non-gonflement de la vessie natatoire (NGVN) induit des mortalités massives et des 

déformations de la colonne vertébrale (Summerfelt et al. 2013a, Kitajima et al. 1994). La vessie 

natatoire (VN) est une structure anatomique ressemblant à un sac et qui est présente chez la 

grande majorité des poissons osseux (Ostéichthyens) (Moyle et Cech 2004). Une larve n’ayant 

pas développé de vessie natatoire aura de la difficulté à nager et à se maintenir dans la colonne 

d’eau. Elle dépensera donc plus d’énergie et sera plus vulnérable au cannibalisme (Kitajima et 

al. 1981). Comme les dorés sont physoclistes, les larves doivent puiser une bulle d’air à la 

surface de l’eau afin de gonfler leur VN. Le film d’huile de surface engendré par la moulée et 

par le globule d’huile des larves mortes (Boggs et al. 1996, Chapman et al. 1988, Colesante et 

al. 1986) nuisent à l’absorption de bulles d’air par la larve de deux façons. D’abord, en créant 

une pellicule difficile à percer, et ensuite, en servant de milieu de culture pour des bactéries et 

champignons qui infecteront les larves qui parviendront à absorber une bulle d’air (Marty et 

al. 1995).  

Un jet d’eau de surface positionné à 90° brise le film d’huile et favorise le développement de 

la VN (Summerfelt 2013b, Clayton et Summerfelt 2010, Moore et al. 1994). De plus, 

Colesante (1996) a utilisé une intensité lumineuse relativement élevée (680 lux) comme 

méthode afin d’attirer les larves à la surface de l’eau et ainsi favoriser le DVN. Suite à 

l’observation des premières larves ayant développé une VN (8-10 JPE), l’intensité lumineuse 

a été réduite à 140 lux pour le reste de l’expérimentation afin de permettre une dispersion 

verticale dans la colonne d’eau. Les méthodes pour favoriser le DVN chez les larves de doré 

seront approfondies dans le Chapitre III.  
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Figure 5 : Représentation de l’effet de la lumière sur le comportement des
larves de dorés en eau claire (gauche) et turbide (droite). A : La lumière
en eau claire pénètre jusqu’au fond et reflète sur les parois du bassin 
tandis qu’en eau turbide, la lumière est dispersée par les particules d’argile.
B et C : Les larves en eau claire sont attirées par la lumière directe
réfléchie par les parois du bassin et s’amoncèle sur celles-ci 
(comportement d’amoncèlement sur les parois). Les larves en eau turbide
sont davantage dispersées et font face au courant ce qui améliore la prise
alimentaire 
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CHAPITRE II : ÉTUDE PRÉLIMINAIRE (2014) 
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INTRODUCTION 

La majeure partie des écloseries nord-américaines où l’on pratique l’élevage larvaire du doré jaune 

(Sander vitreus) est en circuit ouvert, c’est-à-dire qu’il n’y a aucune récupération de l’eau du système 

(Summerfelt 1996 et Summerfelt 2013a). Comme il est généralement accepté que l’avenir de 

l’aquaculture durable passera par l’utilisation de systèmes où l’eau est filtrée et réutilisée, il devient 

primordial de valider que les techniques d’élevage intensif s’appliquent à de tels systèmes. En 

plus des raisons environnementales, les systèmes en REFB ont le potentiel de minimiser les 

problèmes liés aux vecteurs de maladies et de maintenir l’eau aux températures optimales tout 

en minimisant les coûts énergétiques. La filtration de l’eau requiert différents types 

d’équipements comme des filtres à sables, des biofiltres à lit fixe, à lit fluidisé ou encore des 

filtres à tambours. L’efficacité de ces équipements, ou leur bon fonctionnement, est susceptible 

d’être altéré par la présence d’argile dans l’eau que requiert l’élevage intensif des larves de doré 

afin de pallier le problème de l’amoncèlement des larves sur les parois des bassins (Rieger et 

Summerfelt 1997). De plus, la moulée commerciale actuellement utilisée pour l’élevage larvaire 

du doré est (i) supplémentée de krills, une ressource précaire, est (ii) disponible que chez de rares 

fournisseurs, n’est (iii) autorisé au Canada que pour des fins scientifiques et non commerciales 

et est (iv) particulièrement dispendieuse. Conséquemment, d’autres moulées doivent être 

évaluées. Par ailleurs, la littérature rapporte que l’utilisation d’artémies favorise le passage de 

l’alimentation endogène vers une alimentation exogène (Czesny et al. 1999). Or, produire des 

artémies requiert des installations et possiblement de la main-d’œuvre supplémentaire. Ainsi, il 

est important d’évaluer la pertinence et la nécessité de motiver les larves à passer vers une 

alimentation exogène inerte à l’aide de proies animées. En parallèle, il a été démontré que les 

méthodes volumétriques de décompte des larves sont très variables et imprécises, et qu’elles 

requièrent une importante main-d’œuvre. Une méthode par spectrophotométrie a fait ses 

preuves dans le décompte d’algues et de zooplancton (Masson et al. 2013) et représente une 

avenue prometteuse qui sera testée pour des décomptes rapides et précis de prolarves de dorés.   
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OBJECTIFS ET HYPOTHÈSES 

L’objectif général est d’établir les bases qui permettront d’assurer une production efficace de 

larves de doré jaune dans des systèmes en REFB. 

La présente étude préliminaire testera donc les hypothèses suivantes : 

 Les systèmes en recirculation d’eau intégrant l’argile permettent une production 

intensive de larves de dorés au moins aussi performante, en survie et en 

croissance, que les circuits ouverts traditionnels. 

 Une moulée commerciale à coût réduit par enrichissement avec des algues 

permet une croissance larvaire similaire à la moulée commerciale enrichie de 

krills généralement utilisée. 

 L’ajout d’artémies stimulera l’ingestion alimentaire durant la transition de 

l’alimentation endogène vers l’alimentation exogène et favorise le passage vers la 

moulée commerciale. 

 Le seau XperCount™, basé sur une méthode par spectrophotométrie, est un 

outil rapide et efficace pour effectuer le décompte d’une quantité importante 

de larves de dorés. 
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MÉTHODE 

FÉCONDATION 

La fécondation s’est effectuée le 5 mai 2014 par Marco Blanchet et ses collègues à la Station 

Piscicole Trois Lacs (Wotton, Québec, Canada) avec la semence de leurs mâles domestiques et 

des œufs de femelles sauvages du Lac du Cerf (Région des Laurentides, Québec). Les œufs 

fécondés ont ensuite été immergés dans une solution diluée d’argile. L’eau induit le durcissement 

de l’œuf alors que l’argile élimine, par abrasion, la membrane adhésive entourant les œufs. Sans 

cette intervention, des agglomérations d’œufs se formeraient, ce qui augmenterait le risque 

d’infection fongique ou bactérienne (Balon 1975). De plus, les œufs deviennent libres de 

mouvement et leur surface de contact avec l’environnement externe augmente. Ces 

caractéristiques permettent une plus grande densité d’incubation (Summerfelt 1996). Bien que 

cette méthode expose les œufs à des conditions extrêmes (abrasion de la membrane externe, 

haute densité, mouvement constant), aucune méthode alternative n’a encore été établie pour 

résoudre ce problème de longue date qu’est l’incubation à haute densité d’œufs adhésifs et 

naturellement benthiques (Balon 1975).  

INCUBATION 

L’incubation nécessite un apport constant en eau douce afin 

d’évacuer les déchets métaboliques et de fournir une source continue 

d’oxygène aux œufs. Cette étape s’est donc effectuée dans deux 

incubateurs de type « bell jar » de 5,75L avec un débit moyen de 120 

L/h (Figure 6). Ce type d’incubateur engendre un mouvement 

ascendant qui permet une excellente oxygénation des œufs. Cette 

méthode d’incubation a été éprouvée au fil du dernier siècle et a 

mainte fois démontrée son efficacité. L’incubateur était branché sur 

un circuit en recirculation (Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA 

lors de l'étude préliminaire de 2014) et des traitements au formol 

(#F79-4, Fisher Chemical, NJ, USA) ont été effectués aux deux jours 

à une concentration de 1 : 600 (changement d’eau complet) afin de 

prévenir la prolifération bactérienne et fongique. La température de 

l’eau a été progressivement augmentée jusqu’à l’éclosion, passant de 

Figure 6 : Incubateur de type bell jar de 
5.75 L avant le début de l’éclosion (15e 
JPF). À ce stade, les œufs œillés sont 
plus denses que les œufs morts (blancs) 
et il devient facile d’estimer la mortalité 
pendant l’incubation. 
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9,0°C durant les 7 premiers Jours Post-Fertilisation (JPF) à 13,8°C au 17e JPF. La température 

moyenne d’incubation est donc de 11,0 ± 1,2°C. La concentration en oxygène (10,18 ± 0,65 

mg/L) et le pH (7,57 ± 0,07) ont été minutieusement surveillés tout au long de l’incubation. Les 

concentrations d’ammoniaque, de nitrite et de CO2 étaient respectivement de 0,001, 0,02 et 0,00 

mg/L au 7e JPF et ces mesures n’ont pas été suivi considérant les faibles rejets métaboliques des 

œufs.  

TRANSPORT 

Le transport des 374 000 œufs dédiés à l’expérience s’est déroulé au 7e JPF à 63 Degré-Celsius 

Jour (DCJ), dans une glacière de 20L. Le trajet à partir du pisciculteur à Wotton jusqu’au 

Laboratoire de Recherche en Sciences Aquatiques (LARSA) à Québec a duré 150 minutes. 

Entre-temps, la température de l’eau à l’intérieur de la glacière a augmenté légèrement passant 

de 9,0 °C à 10,5 °C. Les œufs ont été transférés dans leur incubateur d’origine, préalablement 

installé au-dessus du B6 de l’Unité #24 (Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude 

préliminaire de 2014) au Laboratoire de Recherche en Sciences Aquatiques (LARSA), sur le 

système en recirculation. À l’arrivée, la température de l’eau du système était de 10,5 °C, sa 

concentration d’oxygène de 10,0 mg/L et son pH de 7,5. Les œufs n’ont donc subi aucun choc 

thermique. 

ÉCHANTILLONNAGE DES ŒUFS 

Dès le lendemain, au 8e JPF, à 73,5 DCJ, l’échantillonnage des œufs a commencé selon une 

procédure d’échantillonnage normalisée (Annexe B : Procédure normalisée de suivi du 

développement d’œufs de dorés). Les œufs étaient récoltés à l’aide d’une pipette insérée 

délicatement jusqu’au centre de l’incubateur afin de prendre un échantillon représentatif. Les 

informations recueillies étaient (i) la densité volumétrique des œufs, (ii) la mortalité journalière, 

(iii) le diamètre moyen d’un œuf, (iv) la variabilité du diamètre et (v) les différents paramètres 

physicochimiques de l’eau. Chaque jour jusqu’à l’éclosion, environ 1000 œufs ont été prélevés 

pour un total de 16 000 œufs. 20 de ces œufs étaient mesurés à l’aide de l’échelle métrique 

intégrée à la lentille du binoculaire (LEICA Wild M8Z) et 3 d’entre eux étaient pris en photo 

(Nikon CoolPix 995) correspondant au plus gros, au plus petit et au plus représentatif du lot. 

Ces photos visent à établir un suivi visuel du développement des œufs et de déceler des infections 

fongiques ou bactériennes éventuelles.  
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MORTALITÉ DES ŒUFS 

Outre les évaluations quotidiennes, la mortalité totale a été estimée au 15e JPF (146,9 DCJ), tout 

juste avant le début de l’éclosion, car la majorité des embryons avaient atteint le stade œillé. 

Grâce à la différence de densité entre les œufs morts et les œufs œillés vivants, une ségrégation 

s’observe dans la colonne d’eau de l’incubateur (Figure 7). Ce phénomène a permis une estimation 

définitive de la mortalité totale en récoltant seulement la partie superficielle et en déterminant le 

volume d’œufs morts et leur densité volumique. 

ÉCLOSION 

Les premiers œufs ont éclos au 16e JPF à 

159,5 DCJ alors que le pic d’éclosion s’est 

produit le 21e JPF à 230,9 DCJ. À ce 

moment la température de l’eau était à 

16,2°C. Les larves récemment écloses 

étaient déversées dans les bassins 

récepteurs via un entonnoir et un tuyau 

déverseur. Une bâche recouvrait 

l’incubateur et un orifice permettait de 

faire entrer la lumière vers la surface afin 

de diriger les larves vers l’entonnoir. Une 

quantité importante de larves ont été 

découvertes dans le filtre à tambour lors du pic d’éclosion ; des explications sur leurs origines 

sont proposées dans la discussion. Les larves ont été séparées dans trois bassins différents 

(Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude préliminaire de 2014) en fonction de 

leur moment d’éclosion, où B8 correspondant au pic d’éclosion, B9 celles dont l’éclosion fût 

hâtive et B10 celles recueillies dans le filtre à tambour dont le moment d’éclosion est inconnu, 

mais considéré durant le pic d’éclosion. 

TRANSFERT ET DÉCOMPTE DES LARVES 

Au total, 152 652 larves ont été transférées dans les 17 bassins expérimentaux à raison de 8 980 

± 125 par bassin. Puisque les bassins contenaient 120 L d’eau, la densité d’élevage était d’environ 

75 larves/L.  Le comptage des prolarves a été effectué à l’aide du XperCount (Annexe C : Le 

Figure 7 : Lot d’œufs de doré au 10e jour post-
fertilisation. Les œufs ayant le centre noir sont des 
embryons morts. Grossissement : 0.63X 
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XperCount, seau de décompte d’organismes aquatiques par spectrophotométrie) de XpertSea 

Solutions Inc. d’après le protocole du fabricant. Le transfert des larves vers les bassins 

expérimentaux, au 23e et 24e JPF, s’est fait directement avec le seau du XperCount. Afin de 

contrer le biais que pourrait avoir le moment d’éclosion des œufs sur les résultats finaux, les 

larves ont été réparties dans les bassins. Ainsi, dans chaque bassin, il y avait environ 55, 10 et 

35% de larves en provenance du B8, du B9 et du B10 respectivement. 

DESCRIPTION DES SYSTÈMES 

Deux types de systèmes de circulation d’eau ont été 

comparés : un système ouvert de 8 bassins où la totalité 

de l’eau neuve est rejetée et un système fermé de 9 

bassins où la majorité de l’eau neuve est recyclée 

(Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude 

préliminaire de 2014). Les bassins, les crépines, les 

gicleurs, les arrivées d’eau, les plaques de fonds ainsi que 

les nourrisseurs sont tous identiques d’un système à 

l’autre et d’un bassin à l’autre (Figure 8). Le système 

fermé était équipé d’un bassin de pompage, d’un 

saturateur d’oxygène, d’un filtre à tambour rotatif (120 

µm) et de deux biofiltres (percolant et à lit fluidisé), alors 

que le système ouvert nécessitait un bassin de pompage, 

un déchlorinateur, un refroidisseur et un mitigeur 

thermostatique. 

Les bassins utilisés sont de type suédois d’une capacité 

totale de 190L et de couleur grise (Figure 8). Les 

crépines, dont les mailles étaient composées de Nitex 

700µm, étaient installées sur un trop-plein central de 18 

po (Figure 9). Ainsi, le volume utile du bassin était réduit 

à 120L. Un débit 0,4 ± 0,1 L/min, des gicleurs étaient 

positionnés perpendiculairement au courant à 90 degrés 

dans chacun des bassins du côté opposé au nourrisseur 

afin de ne pas nuire à la distribution de la moulée.  

Figure 9 : (À gauche) Schéma d’un bassin suédois de 
150 L où A = 26 po, B = 22 po, C = 18 po, D = 4
po, E = 7 po et F = 9 po. (À droite). Schéma d’une 
crépine fixée au trop-plein de 1¼ po de diamètre. Le 
Nitex à maille de 700 µ et, d’une hauteur de 7 po est 
collé grâce à une membrane adhésive et 
imperméable en butyle élastique. 

Figure 8 : Disposition de la crépine, du gicleur, de 
l'arrivée d'eau et du nourrisseur à chacun des bassins. 
Il n’y a aucun gicleur en face du nourrisseur (identifié 
par un ruban rouge sur la photo). 
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LUMINOSITÉ ET PHOTOPÉRIODE 

L’éclairage était assuré par 4 des ampoules incandescentes de 150W à 60% d’intensité, exposant 

ainsi les bassins à une luminosité moyenne de 4,24 ± 1,01 µmol photons m-2 sec-1 ou 211 ± 50 

lux, mesurée avec un QSL-100 (Biospherical Instruments Inc.). La photopériode était de 24h de 

luminosité jusqu’au 19e JPE où elle a été réglée afin de se rapprocher des conditions naturelles, 

c'est-à-dire de 16h d’ensoleillement et de 8h d’obscurité. Cette modification a été appliquée suite 

à des observations démontrant que les larves fuyaient la lumière. 

DÉBIT 

En moyenne, 950 ± 300 L/h d’eau neuve entraient dans le circuit ouvert alors que seulement 20 

± 2 L/h étaient nécessaires dans le circuit fermé. L’essentiel de l’eau neuve entrant dans le 

système fermé provenait de la solution d’argile et de l’entretien des crépines qui survenait tous 

les deux jours et qui nécessitait de diminuer temporairement le niveau d’eau du bassin. Le débit 

de chaque bassin a été ajusté en fonction du stade de développement des larves. Jusqu’au 19e 

JPF, il y avait 1,1 changement d’eau toutes les heures, et ce dans chacun des 12 bassins. Entre le 

19e et le 22e JPF, le débit a été augmenté à 1,3 changement d’eau par heure et à partir du 23e JPF, 

à 1,5. Tout au long de l’expérience, le débit des gicleurs était fixé entre 24 et 30 L/h et était 

considéré dans les calculs de changement d’eau. 

QUALITÉ DE L’EAU 

À l’exception d’un pic important des concentrations de nitrites et d’ammoniaques dans le 

système fermé, l’ensemble des paramètres physicochimiques a été maintenu et contrôlé à des 

Tableau 1 : Paramètres physico-chimiques de l’eau des deux types de circuits aquacoles (moyenne ± 
écart-type) et la valeur recommandée d’après Piper et al. (1982), Maede (1985), Nickum et Stickney 
(1993), Lawson (1995), Timmons et Ebeling (2010), Summerfelt et al. (2013a) 

Paramètres Recommandé

Température (°C) 18,09 ± 0,86 18,33 ± 0,83 18,4 (optimum)

O2 (mg/L) 8,15 ± 0,74 8,82 ± 0,95   > 5

pH 7,61 ± 0,06 7,66 ± 0,18 6,5 ‐ 8,5

Chlore (Cl) (mg/L) 0,019 ± 0,012 0,01 ± 0,01 < 0,003

Ammoniaque (NH3‐N 

non‐ionisée) (mg/L)
0,0004 ± 0,0005 0,006 ± 0,004 < 0,013

Nitrite (NO2) (mg/L) 0,027 ± 0,027 0,57 ± 0,34 < 0,1

Turbidité (FTU) 54 ± 39 63 ± 47 50 (optimum)

Salinité (ppm) 0 1,4 ± 0,4

Circuit ouvert Circuit fermé
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seuils propices à l’élevage piscicole (Tableau 1). Chaque jour, la température et le niveau de 

saturation de l’oxygène étaient mesurés à l’aide d’une sonde multiparamètres (YSI Model 550A) 

dans quatre bassins, soit deux en circuit ouvert et deux en circuit fermé. Le chlore (méthode 

HACH 8167), l’ammoniaque (méthode HACH 8155 au silicate), les nitrites (méthode HACH 

8507) et la turbidité (méthode HACH 8237) ont été mesurés avec un spectrophotomètre HACH 

DR2000. De l’argile était ajoutée aux échantillons témoins de façon à atteindre la même turbidité 

que celle des bassins et ainsi avoir une mesure précise et exacte. Le pH et la salinité ont été 

échantillonnés quotidiennement avec un pH-mètre (VWR, Symphony 830PCI) et un salinomètre 

(Eutech instruments, SaltTestrTM 10). Lorsque la concentration d’ammoniaque était élevée, de 

l’acide acétique était ajouté graduellement aux bassins de pompage de l’Unité 24 (Annexe A : 

Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude préliminaire de 2014) par une pompe péristaltique 

afin de diminuer le pH de l’eau et ainsi réduire la toxicité de l’ammoniaque (Broderius et al. 

1985). Aussi, pour diminuer le stress osmotique qu’engendre la présence de nitrite dans l’eau, 

une salinité de 1,5 ppm était maintenue par un ajout quotidien de sel (Wedemeyer et Yasutake 

1978). 

TURBIDITÉ 

Afin de maintenir une turbidité d’eau favorable au développement larvaire du doré, l’ajout 

d’argile kaolinite (Ball Clay, Old Mine #4, Kentucky-Tennessee Clay Company, É-U) (Annexe 

D : Détails sur l’argile utilisée pour induire la turbidité dans l’eau) a été employé. La turbidité 

Figure 10 : Pompe péristaltique permettant le transfert de la solution d'argile 
(5g/L) 
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réduit la vision éloignée des larves et diminue ainsi le cannibalisme. De plus, une eau légèrement 

opaque instaure un effet de contraste avec de la moulée colorée et favoriserait l’ingestion 

alimentaire. La distribution contrôlée d’argile a été assurée par des pompes péristaltiques 

(Master-Flex modèle 7568-00 de Cole-Parmer Instruments Company, Canada). Chaque système 

possédait sa propre pompe péristaltique réglée à des vitesses variables en fonction du débit d’eau 

du système, du nombre de bassins et de la concentration de la solution d’argile (Figure 10). Le 

contenu des bassins d’argile était donc transféré lentement vers le bassin de pompage du système 

qui lui, servait d’alimentation d’eau. Cette manœuvre a permis d’obtenir des turbidités uniformes 

d’un bassin à l’autre, et ce, dans les deux systèmes. Deux bassins de pompage (B1 et B2) d’argile, 

à une concentration de 5 g/L, ont été utilisés dans le circuit fermé alors que trois (B36, B37 et 

B38), à la même concentration d’argile, étaient nécessaires dans le circuit ouvert. Au total, 1,5 ± 

0,4 kg d’argile était ajouté quotidiennement dans les bassins de pompage du circuit ouvert pour 

obtenir une turbidité de 55 ± 40 FTU alors que 0,75 ± 0,30 kg ont été nécessaires dans le circuit 

fermé pour obtenir une turbidité de 63 ± 47 FTU.  

CHLORE 

Puisque le système ouvert s’alimentait à même le réseau d’aqueduc de la Ville de Québec et qu’il 

nécessitait un débit d’eau important, le déchlorinateur ne suffisait pas à réduire la concentration 

en chlore à des niveaux viables. Ainsi, du thiosulfate de sodium (C-THIO-1, Aquamerik Inc., St-

Nicolas, Canada), à une concentration de 0,15 g/L dans le bassin de pompage péristaltique, a été 

déversé vers les bassins du système ouvert. Cet ajout a permis de maintenir les concentrations 

de chlore à des seuils acceptables pour les larves (≤0,02 ± 0,01 mg/L). L’eau neuve du système 

fermé était préalablement déchlorée par le LARSA et conséquemment, l’ajout de thiosulfate n’a 

pas été requis. 

ALIMENTATION 

L’alimentation était assurée par des distributeurs à courroie (#912875, Zeigler Bros., Inc., PA, 

É-U), mue par un mécanisme à ressorts, où le tapis avance lentement et laisse tomber petit à 

petit la moulée dans le bassin sur une période de 12 heures. Il y avait deux rations par jours, à 

7h00 et à 19h00, et ainsi, les larves étaient alimentées en continu, 24h sur 24h, et ce tout au long 

de l’expérience. La quantité de moulée était ajustée d’après les mortalités recueillies la veille et 

donc en fonction du nombre de larves présentes dans le bassin et de leur longueur moyenne. 
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TRAITEMENTS ALIMENTAIRES 

Trois traitements alimentaires ont été mis sur le banc d’essai soit les traitements Otohime, 

Artemia et Gemma dans deux plans entièrement aléatoires. Chaque traitement était en duplicata 

dans chacun des systèmes ouverts et fermés (Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de 

l'étude préliminaire de 2014). Dans chaque bassin, la quantité et les tailles de moulée étaient 

ajustées en fonction de la longueur des larves et de leur nombre dans chacun des bassins (Tableau 

2). Deux types de moulées, ayant 3 gammes de tailles différentes chacune, ont été distribuées 

aux larves. Leur composition en protéines, lipides, fibres, cendres et phosphores diffère (Tableau 

3). 

Tableau 2 : Tailles et rations de moulées distribuées aux larves en fonction de
leur stade de développement

Tableau 3 : Valeurs estimées de la taille et de la composition des différentes moulées distribuées aux larves

T1
b

T2
c

T3
d

3 9,4 ± 0,2 3 100

5 9,7 ± 0,3 3 100

8 9,8 ± 0,5 4 75 25

10 10,8 ± 0,8 4 75 25

12 12,6 ± 1,1 4 75 25

15 14,5 ± 1,2 4 50 50

17 15,5 ± 1,0 5 25 75

19 16,7 ± 1,1 6 25 75

22 18,1 ± 1,7 6 100

24 19,7 ± 2,0 6 75 25
a
 = JPE : Jour Post‐Éclosion
b
 = T1 : Taille entre 250 and 400 µm
c
 = T2 : Taille entre 350 et 650 µm
d
 = T3 : Taille entre 500 et 840 µm

JPE
a Longueur 

(mm)

Ratio alimentaire 

(g/1000 larvae)

Taille de la moulée (%)

Humidité Protéines Lipides Fibre Cendre Phosphore Calcium

Gemma Wean 0.2 250‐400 62,0 14 0,5 9 1,5

Gemma Wean 0.3 350‐500 62,0 14 0,5 9 1,5

Gemma Wean 0.5 500‐800 62,0 14 0,5 9 1,5

Otohime B1 250‐360 8,0 62,0 9 1 15 1,9 2,3

Otohime B2 360‐650 8,0 62,0 9 1 15 1,9 2,3

Otohime C1 580‐840 6,1 62,3 9,8 1,3 15,5 1,8 2,4

Composition (%)
Taille (µm)
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Traitement Otohime 

Le traitement alimentaire Otohime était le traitement où la moulée commerciale était enrichie de 

protéines animales, soit de la farine de krill. Les 35 805 larves de ce traitement ont reçu 

uniquement de la moulée Otohime B1, B2 et C1 de Marubeni Nisshin Feed Co. Ltée (Annexe 

E) correspondant respectivement aux tailles T1, T2 et T3 (Tableau 2). Cette moulée a 

spécifiquement été développée pour répondre aux exigences alimentaires de ce type de poisson. 

Sa grande teneur en krill lui procure cette couleur orange caractéristique (Figure 11).   

Traitement Artemia 

Le traitement alimentaire Artemia était composé de rations de moulée Otohime, équivalente au 

traitement Otohime, mais à laquelle était ajouté des nauplii d’artémies non enrichies (Figure 12) 

à la surface de l’eau (Artemia salina, Great Salt Lake Artemia Cysts de INVE Aquaculture Inc., 

Utah, É.-U.). Chaque jour, 5mL d’artémies étaient ajoutés toutes les heures (entre 8h00 et 

18h00), durant les 7 premiers jours d’alimentation (du 5e au 11e JPE) et ce, dans chacun des 4 

bassins. Ainsi, c’est un total de 340 535 ± 91 085 artémies qui était ajoutés quotidiennement dans 

Figure 11 : Comparaison des différentes tailles de moulées. (En haut) 
Moulée Otohime C1 de taille T3, (Au milieu) Moulée Gemma Wean 0.2 de 
taille T1, (En bas) Moulée Gemma Wean 0.3 de taille T2. 
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chacun des bassins du traitement, soit environ 44 

± 11 artémies par larve par jour d’après le nombre 

de larves initial.  

Traitement Gemma 

Les 36 214 larves du traitement Gemma n’ont reçu 

que la moulée commerciale enrichie d’algues soit la 

Gemma Wean 0,2 mm, Wean 0.3mm et Wean 

Diammond 0,5 mm de Skretting Canada Inc. 

(Annexe F : Formulation de la moulée 

commerciale Gemma Wean de Skretting Canada 

Inc.), correspondant respectivement aux tailles T1, 

T2 et T3 (Tableau 2). La distribution des 

différentes tailles de moulée a respecté les mêmes 

proportions que les autres traitements alimentaires 

(Tableau 2). La principale source de protéine de 

cette moulée est issue de microalgues marines lui procurant cette couleur verte caractéristique 

(Figure 11). La moulée Gemma contient plus de lipides que la moulée Otohime, mais moins de 

fibres, de cendres et de phosphore (Tableau 3).  

Figure 12 : Artémie non enrichie utilisée 
dans le traitement Artemia. Longueur = 550 
µm; largeur = 180 µm; envergure des 
antennes = 620 µm. Grossissement 3,2X. 
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ENTRETIEN ET MORTALITÉ JOURNALIÈRE 

Le nettoyage des bassins était effectué quotidiennement à l’aide d’une raclette à vitre et d’un 

siphon. Les résidus accolés aux bords des bassins étaient donc raclés, concentrés au fond puis 

siphonnés. L’eau siphonnée était filtrée dans un tamis de 700 µm pour en récolter les larves 

mortes, la moulée non ingérée, les fèces et les autres dépôts fongiques ou bactériens. Le filtrat 

était ensuite disposé dans un bac de comptage muni d’un rétroéclairage et d’un quadrillé afin 

d’en dénombrer les larves mortes (Figure 9). À de très rares occasions, des larves vivantes se 

sont retrouvées dans le filtrat et ont dû être remises dans leur bassin d’origine. Après le 

décompte, pour chaque bassin, le résidu était congelé à -20°C pour être ultérieurement séché 

puis pesé. Le séchage s’est fait dans une étuve à 85°C pendant 24h. Les crépines, quant à elles, 

étaient brossées quotidiennement et étaient lavées et désinfectées par un trempage de 5 minutes 

dans une solution de Virox (1:64) trois fois par semaine. Afin de pouvoir retirer la crépine sans 

risquer de perdre des larves par le trop-plein, le niveau de l’eau du bassin devait être abaissé 

d’environ 10 L. Dans le système en recirculation, le filtre à tambour effectuait un contre-lavage 

Figure 13 : Bac de comptage des larves mortes du B20 au 11e JPE. Il contient 820 larves mortes
correspondant aux petits points noirs. Les amas orangés sont composés de restes de moulées non-
ingérées, de fèces et de champignons aquatiques. 
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à l’eau chaude à toutes les 30 heures et à l’eau froide sur demande, lorsque le niveau d’eau 

atteignait un certain seuil. Le filtre UV n’a pas été employé. 

ÉCHANTILLONNAGE DES LARVES 

Trois fois par semaine (les lundis, mercredis et vendredis), 10 larves étaient échantillonnées à 

l’aide d’un filet, et ce, dans chacun des 17 bassins. Elles étaient euthanasiées à la tricaine 

méthanesulfonate (150 ppm, MS222, Syndel Laboratories LTÉE, BC, Canada) mesurée, 

examinées puis congelées à -20°C dans des flacons de 2mL. Les longueurs et les observations 

sur l’ingestion alimentaire et le développement de la vessie natatoire ont été effectuées à l’aide 

d’un microscope binoculaire stéréoscopique (LEICA Wild M8Z) muni d’une règle optique 

intégrée qui avait préalablement été calibrée. Lorsque les larves étaient trop longues (>17 mm, 

22e JPE), un vernier servait d’instrument de mesure. À toutes les journées d’échantillonnage et 

pour chaque bassin, un minimum d’une larve était pris en photo à des zooms optiques et des 

luminosités variables en fonction de la taille de celle-ci. Environ 8 photos étaient prises par larve, 

photographiant ainsi l’ensemble de ses structures anatomiques. Occasionnellement, des photos 

supplémentaires étaient prises lorsqu’il y avait des observations particulières (Figure 14) (Figure 

15). C’est donc 184 larves qui ont été photographiées pour un total d’environ 1400 photos.  

Un indice du développement de la vessie natatoire ainsi qu’un indice d’ingestion alimentaire ont 

été calculés en fonction de la taille de l’œil de chaque larve. Par exemple, un indice d’ingestion 

Figure 14 : Exemple d’une photo (0,63X) d’un groupe de larves 
de dorés (17e JPE). Seules les deux larves du bas ont développé 
leur vessie natatoire. Grossissement 0,63X. 
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alimentaire de 2.0 correspond à une quantité d’aliments ingérés (dans l’estomac et dans les 

intestins) deux fois plus grande que la taille de l’œil de la larve. La méthode s’est aussi avérée 

moins subjective qu’une simple évaluation par conjecture et plus rapide qu’une mesure précise 

de la dimension de la structure. Aussi, au 22e et au 24e JPE, une évaluation supplémentaire du 

développement de la vessie natatoire a été effectuée visuellement sur 20 larves par bassin. De 

plus, au 24e JPE, 5 larves par bassins ont été pesées après avoir été tamponnées délicatement 

pour retirer l’excédent d’eau. 

   

Figure 15 : Exemple d’une photo de groupe au 24e JPE où toutes les larves 
du sous-échantillon avaient développé leur vessie natatoire. Grossissement 
1X. 
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RÉSULTATS 

QUALITÉ DE L’EAU 

Une haute concentration en ammoniaque (0,015 mg/L) a été constatée lors du 8e JPE (Figure 

17) alors que le seuil recommandé pour la plupart des poissons est < 0,013 mg/L (Maede 1985). 

De plus, une très haute concentration de nitrite (0,57 ± 0,34 mg/L) (Tableau 1) a été mesurée 

tout au long de l’étude préliminaire alors que le seuil recommandé pour la plupart des poissons 

est < 0,1 mg/L (Timmons et Ebeling 2010). Dans le circuit ouvert, au 21e JPE la concentration 

de chlore a atteint 0,06 mg/L alors que le seuil recommandé est < 0,03 mg/L (Timmons et 

Ebeling 2010).  

 

  

Figure 17 : Suivi de la concentration d’ammoniaque non
ionisé (NH3-N) en mg/L dans le circuit fermé (ligne pleine)
et le circuit ouvert (ligne pointillée). La ligne horizontale
rouge représente le seuil recommandé en aquaculture. 

Figure 16 : Suivi de la concentration de nitrite (NO2) en mg/L 
dans le circuit fermé (ligne pleine) et le circuit ouvert (ligne 
pointillée). La ligne horizontale rouge représente le seuil 
recommandé en aquaculture.                                  
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INCUBATION ET ÉCLOSION 

À l’arrivée des œufs au LARSA (7e JPF, 63 DCJ), la mortalité des œufs a été évaluée à 29,7 ± 3,6 

%. Cependant, la mortalité associée directement au transport n’a pas pu être évaluée, car il y avait 

déjà une quantité relativement importante d’œufs morts dans l’incubateur lors de la récolte à la 

pisciculture. L’échantillonnage quotidien révèle que la mortalité a progressivement diminué 

jusqu’au jour du début de l’éclosion (16e JPF, 159,5 DCJ) pour atteindre 1,5 ± 0,6 %. Durant les 

16 jours d’incubation, environ 35 000 œufs sont morts sur les 374 000 œufs estimés au départ, 

ce qui représente 10% de mortalité. Tout au long de l’incubation, la densité volumétrique des 

œufs est demeurée stable à environ 92 834 ± 4 823 œufs/L, tout comme leur diamètre (2,22 ± 

0,11 mm). Le stade œillé a été atteint au 14e JPF (135,8 DCJ) et le pic d’éclosion est survenu au 

21e JPF (5e JPE, 230,9 DCJ) après une augmentation progressive de la température de 11°C au 

16e JPE à 13.8 °C au 21e JPE. La fenêtre d’éclosion a donc duré 6 jours. Dans tous les résultats 

présentés, le moment d’éclosion correspond au moment où la première larve a éclos (16e JPF = 

1er JPE). Les larves à l’éclosion mesuraient 7,52 ± 0,58 mm et on pouvait déjà distinguer certaines 

structures anatomiques (Figure 18, Figure 19). 

  

Figure 19 : Larve de doré au 16e JPF, ou 1er JPE (154,7
DCJ). On distingue les deux otolithes (A), les branchies
(B), le globule huileux (C) et le sac vitellin (D) 

Figure 18 : Larve de doré au 2e JPE (172,4 DCJ) d’une
longueur de 7,89mm. On distingue déjà la mâchoire
inférieure et supérieure. 
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INGESTION ALIMENTAIRE 

Dès le 2e JPE, certaines larves semblaient avoir développé une mâchoire et leur sac vitellin et 

leur globule d’huile étaient encore clairement présents (Figure 18). Les premiers signes de 

résorption complète du vitellus sont observés à partir du 8e JPE, qui correspond aussi aux 

premiers signes d’ingestion alimentaire (Figure 20). Au 8e JPE, seulement 8 ± 2 % et 5 ± 0 % 

des larves avaient ingéré de la nourriture dans le circuit ouvert et fermé respectivement. C’est le 

seul moment où l’on observe une différence significative (n=12, p<0,01**) entre les types de 

circuits. Aucune différence n’est observée entre les traitements quant à la proportion de larves 

ayant ingéré de la nourriture, et ce, tout au long de l’expérience. 

  

Figure 20 : Suivi de l’ingestion alimentaire des larves de dorés pour tous les
traitements dans les deux systèmes de circulation d’eau. 
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CROISSANCE ET ÉCART DE LONGUEUR 

À leur sortie de l’œuf (16e JPF, 159,5 DCJ), les larves mesuraient 7,52 ± 0,58 mm et au 5e JPE, 

elles ont atteint 9,73 ± 0,33 mm, tous traitements confondus (Figure 23). D’après une 

comparaison multiple HSD de Tukey sur l’ANOVA, au 24e JPE, les longueurs des larves 

différaient significativement (n=12, p<0,01**) entre celles du traitement Gemma (17,46 ± 1,17 

mm) et celles des autres traitements (20,53 ± 1,67 mm) (Figure 21; Figure 22). Le type de système 

de circulation d’eau n’a pas eu d’effet sur la longueur des larves au 24e JPE (n=17, p<0,001***) 

(Figure 21). En se basant sur les écarts types des longueurs moyennes des larves, on peut 

raisonnablement affirmer qu’au 24e JPE, la longueur des larves au sein d’un même bassin était 

homogène. En effet, il y avait généralement moins de 6% (<2mm) d’écart entre la plus grosse 

larve et la plus petite au 24e JPE.	  

Figure 21 : Longueur des larves au 24e JPE. Les barres pâles sont les bassins en
circuit ouverts et les barres foncées sont les bassins en circuit fermé. Les lignes
verticales sont les écarts-types. 



35 
 

  

Figure 23 : Courbes de croissance des larves de dorés pour les trois traitements, et ce, dans les deux types de 
circuits, ouvert (en pointillée étroit) et fermé (en pointillé large). Les points sont les moyennes accompagnées
de l’écart type.             

Figure 22 : Deux larves au 24e JPE, où l’une est nourrie avec la moulée Gemma (en 
haut, 17,81 mm) et l’autre nourrie avec la moulée Otohime (en bas, 21,22 mm). 
Grossissement : 0,63X. 
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DÉVELOPPEMENT DE LA VESSIE NATATOIRE 

Les premières vessies natatoires, clairement développées, sont observées à partir du 8e JPE, soit 

lors des premiers signes d’alimentation (Figure 26) (Figure 24). À ce moment, un test HSD de 

Tukey sur l’ANOVA dévoile que le nombre de larves ayant développé une vessie natatoire est 

significativement plus important (n=12, p<0,01**) dans le circuit ouvert (22,3 ± 5,6 %) que dans 

le circuit fermé (3,4 ± 1,8 %). Cette tendance s’est maintenue jusqu’à la fin de l’expérimentation, 

car au 24e JPE, 39,6 ± 14,8 % et 9,6 ± 5,4 % des larves avaient développées une vessie natatoire 

dans le circuit ouvert et fermé respectivement (n=12, p<0,05*) (Figure 25). Le traitement qui a 

permis la plus grande proportion de larves ayant développé une vessie natatoire est le traitement 

Artemia en circuit ouvert (62,5%) (Figure 24; Figure 25). 

  

Figure 24 : Suivi du développement de la vessie natatoire des larves de dorés des
trois traitements 
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Figure 26 : Deux larves au 8e JPE, où l’une est dépourvue (à gauche) et l’autre pourvue (à droite) d’une vessie 
natatoire. Grossissement : 3,2X. 

Figure 25 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 24e JPE.
Les barres pâles sont les bassins en circuit ouverts et les barres foncées sont les 
bassins en circuit fermé. Les lignes verticales sont les écarts-types. 
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MORTALITÉ JOURNALIÈRE 

Lors du premier échantillonnage, au 5e JPE, 7,2 ± 1,4 % des larves étaient mortes dans 

l’ensemble des bassins. Seul le B26 (Otohime, Circuit ouvert) s’écartait fortement de cette 

moyenne avec une mortalité de 18,9 %. Au 10e JPE, on assiste à un pic de mortalité généralisé 

de 6,5 ± 2,4 % (Figure 27) à l’exception du traitement Gemma en circuit fermé (2,1 ± 0,1%). 

Après ce pic, la mortalité journalière diminue progressivement jusqu’à atteindre 0,3 ± 0,1 % au 

24e JPE et aucune différence n’est observée. Une ANOVA combinée à un test HSD de Tukey 

dévoile que le traitement Gemma en circuit fermé avait une proportion mortalité journalière 

moyenne significativement inférieure aux autres traitements (n=12, p<0,01**). 

  

Figure 27 : Suivi de la mortalité journalière des larves de dorés pour les trois traitements, et ce
dans les deux systèmes de circulation d’eau. Les lignes pointillées représentent les bassins en
circuit ouvert et les lignes pleines, les bassins en circuit fermé. 
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SURVIE FINALE 

Au 24e JPE, il restait en moyenne 1 080 ± 218 larves par bassin soit 12 % du nombre de larves 

initial (Tableau 4).  La survie la plus élevée a été observée dans les bassins du traitement Gemma 

en circuit fermé (15,3 %, 1 393 ± 357 larves) (Tableau 4). Un test statistique non paramétrique 

de Kruskal-Wallis a été nécessaire, car la variance entre les bassins était hétérogène. Ce test n’a 

pas permis de déceler de différence significative entre les traitements ou entre les circuits.

Figure 28 : Proportion de larves ayant survécu jusqu’au 24e JPE pour
chacun des trois traitements dans les deux systèmes de circulation d’eau.
Aucune différence significative ni entre les traitements, ni entre les circuits 
ouvert ou fermé. 

Tableau 4 : Résultats de survie et de développement des larves de doré au 24e JPE

Traitement Survie (%) Manquantes (%)
a
V. Natatoire (%)

b

Artemia 8806 ± 42 961 ± 112 10,9 55,9 62,5 20,5 ± 1,8 85 ± 4

Gemma 8980 ± 37 1092 ± 63 12,2 49,3 35,8 17,5 ± 1,2 55 ± 5

Othohime 8933 ± 117 870 ± 152 9,7 48,8 22,2 20,5 ± 1,8 75 ± 6

Artemia 9101 ± 16 881 ± 422 9,7 53,9 6,5 20,8 ± 1,4 91 ± 11

Gemma 9128 ± 36 1393 ± 357 15,3 56,5 3,5 17,3 ± 1,2 46 ± 4

Otohime 8970 ± 193 1286 ± 668 14,3 45,4 12,9 20,2 ± 1,2 86 ± 10
a
 : Proportion de larves n'ayant ni été récoltée parmi les larves mortes ni parmi les larves survivantes. 
b 
: Proportion de larves ayant développé une vessie natatoire

Poids (mg)

Circuit fermé

Circuit ouvert

ninitial nfinal Longueur (mm)



40 
 

DISCUSSION 

QUALITÉ DE L’EAU 

La qualité de l’eau a été inadéquate (NH3-N et NO2) dans le circuit fermé, mais n’a pas affecté la 

survie des larves (Figure 28). Peu d’études ont été réalisées quant au seuil de tolérance des larves 

de dorés et on peut supposer que les valeurs recommandées dans Piper et al. (1982), Maede 

(1985), Nickum et Stickney (1993), Lawson (1995), Timmons et Ebeling (2010) et Summerfelt 

et al. (2013a) sont surestimées pour ce stade de développement et cette espèce. Le pic 

d’ammoniaque non ionisé (NH3-N : 0,015 mg/L) a été constaté au 8e JPE, jour qui correspond 

au début de l’alimentation exogène des larves. Il est attribuable au fait que le biofiltre n’avait été 

mis en fonction. Conséquemment, les déjections des larves n’étaient pas converties par les 

bactéries nitrifiantes du biofiltre. Une solution d’inoculation de bactéries nitrifiantes a été 

immédiatement ajoutée au biofiltre et l’ammoniaque a considérablement diminué au cours des 

jours suivants (Figure 17). Les bactéries du genre Nitrobacter, qui oxydent le nitrite en nitrate, 

peuvent prendre un certain temps à coloniser un jeune biofiltre, surtout lorsqu’il y a un apport 

important de matière organique, car elles entrent en compétition avec les autres bactéries 

nitrifiantes pour l’espace (Piper et al. 1982, Lawson 1995, Hagopian 1998). 
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INCUBATION 

Les résultats de la mortalité des œufs à l’arrivée au LARSA 

suggèrent que la méthode de transport et d’incubation était 

appropriée. En effet, aucune mortalité importante n’a suivi le 

moment de transport et près de 90% des œufs ont survécu 

jusqu’à l’éclosion. Contrintuitivement, même si les œufs morts 

n’étaient pas retirés, une diminution de la mortalité a été 

enregistrée tout au long de l’incubation. Cette aberrance 

s’explique par des modifications dans la méthode 

d’échantillonnage des œufs. À terme, le raffinement de la 

méthode a permis l’élaboration d’une procédure normalisée de 

suivi du développement d’œufs de dorés (Annexe B : 

Procédure normalisée de suivi du développement d’œufs de 

dorés). Cette méthode devrait être appliquée dans les futurs 

suivis de mortalité des œufs et une attention particulière devrait 

être accordée à la manière dont la pipette est insérée dans l’incubateur et à la succion des œufs. 

En effet, puisque la majorité des œufs morts se trouvent à la surface, l’insertion de la pipette sans 

en boucher l’extrémité supérieure entraîne une surestimation de la mortalité. Il est donc 

Figure 29 : Certains des rares oeufs de dorés au 14e JPF affectés par une 
infection fongique. Grossissement 3,2X.

Figure 30 : Incubateur avec les 
œufs morts (en haut) et œillés 
(en bas) au moment d’évaluer la 
mortalité (15e JPE) 
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recommandé que l’échantillonnage soit effectué par la même personne afin d’obtenir un suivi 

juste de la mortalité des œufs en incubation. Lorsque des amas d’œufs semblent être affectés par 

une infection fongique, il est important d’effectuer un traitement au formol et de retirer 

manuellement ces amas. Dans notre expérience, les traitements au formol se sont avérés 

efficaces, car très peu de champignons se sont développés sur les œufs (Figure 29). 

La mortalité pré-éclosion, au stade œillé, a été évaluée de deux façons, soit (i) une méthode à 

l’aide d’une règle et (ii) une seconde à l’aide de la densité volumétrique des œufs morts. La 

première est rapide, mais donne des résultats plutôt approximatifs, tandis que la seconde requiert 

plus de manipulations, mais permet de connaitre le nombre d’œufs morts assez précisément. Les 

deux méthodes se basent sur le fait que les œufs au stade œillé sont plus denses que les œufs 

morts et qu’ainsi une ségrégation s’effectue entre eux à l’intérieur de la colonne d’eau de 

l’incubateur (Figure 6; Figure 30). La méthode de la règle consiste à mesurer la hauteur de la 

séparation œufs morts et œufs vivants et la diviser par la hauteur totale des œufs dans l’incubateur 

une fois l’entrée d’eau fermée. Elle exprime donc la mortalité en termes de pourcentage et permet 

difficilement d’évaluer le nombre réel d’œufs morts. La méthode par densité volumétrique, quant 

à elle, consiste à siphonner les œufs morts en surface et à calculer la densité volumétrique d’un 

sous-échantillon pour la rapporter sur la récolte totale d’œufs morts. 

 ÉCLOSION 

Le moment d’éclosion, les unités de 

température-jour (DCJ) du début de 

l’éclosion et la fenêtre d’éclosion 

correspondent à ce que la littérature 

rapporte pour cette espèce (Summerfelt et 

al. 2013a, Colesante 1996). Néanmoins, la 

méthode de récolte des larves pourrait 

être améliorée, car une très grande partie 

des larves récemment écloses se sont 

retrouvées dans le filtre à tambour. Ceci 

révèle qu’il y avait une fuite dans les 

bassins récepteurs, soit par la plaque de 

fond ou par les crépines. L’hypothèse que 

Figure 31 : Schéma de la circulation d’eau d’un bassin de 
150 L adapté à l’élevage larvaire (à gauche) muni d’une 
crépine pleine longueur (à droite) (Summerfelt 2013b,
Clayton et Summerfelt 2011) 

http://www.rapport-gratuit.com/
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les mailles des crépines soient trop larges est plausible. En effet, des mesures sur la tête de trois 

larves récemment écloses indiquent une dimension de 0,8 mm de largeur par 0,8 mm de hauteur. 

Considérant que les mailles des crépines font 0,7 mm par 0,7 mm, il est envisageable que les plus 

petits individus aient traversé le filtre des crépines et se soient accumulés dans le filtre à tambour. 

De plus, étant donné la nature compressible des têtes et de la capacité de nage médiocre à ce 

stade de développement, il n’est pas exclu qu’un débit suffisamment puissant presse les larves 

contre le filtre et les pousses vers la sortie d’eau, et ce, même s’il leur tête dépasse légèrement la 

dimension des mailles. Afin d’éviter de reproduire cet évènement stressant pour les larves, ou 

pire, d’en perdre définitivement une partie, l’utilisation de bassins et de crépines adaptés à une 

réception massive et soudaine de larves particulièrement petites doit être envisagée. Pour 

diminuer l’effet de compression des larves sur le filtre des crépines, ces dernières devraient être 

allongées afin d’être en contact avec une plus grande part de la colonne d’eau. Clayton et 

Summerfelt (2011) propose une crépine pleine longueur adaptée pour la production larvaire de 

dorés (Figure 31). 

DÉCOMPTE DES LARVES  

La distribution et le décompte des larves se sont généralement bien déroulés avec le seau 

XperCount™. Le document explicatif sur l’utilisation est clair et compréhensible. La 

manipulation des larves de dorés avec des filets impacte leur comportement et les larves ont 

tendance à demeurer immobiles au fond du seau après leur transfert dans le XperCount™, ce 

qui nuit au décompte. Pour cette raison, le transfert de larve dans le seau à l’aide d’un siphon 

plutôt qu’un filet permettrait de diminuer le stress subi par les larves. En attendant environ 1 à 

2 minutes, les larves se distribuent mieux dans la colonne d’eau. L’aération mécanique de l’eau 

semble les aider partiellement pour les décomptes des prolarves. Une fois la procédure de 

décompte normalisée pour les besoins du doré, la variabilité entre les dénombrements est 

environ de 1%, et ce, autant lors du décompte des prolarves que des juvéniles. La procédure de 

décompte normalisée implique de (i) attendre 1 à 2 minutes avec le couvercle pour « réanimer 

les larves », mais sans les stimuler avec la lumière, (ii) laisser les larves sans couvercles durant 

20sec, (iii) remettre le couvercle pendant 20 secondes, (iii) observer la distribution des larves et 

s’assurer de la distribution uniforme de celles-ci et finalement, (iv) faire le décompte avec le seau. 
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L’estimation du nombre de larves par le XperCount™ est 

toujours inférieure au nombre réel, mais cette erreur est 

inférieure de 1 %. Le décompte est juste (± 2 %) même si le 

niveau d’eau ne correspond pas tout à fait au volume suggéré 

par le fabricant. Une différence d’environ ± 100mL sur un 

volume désiré de 5 L n’altère pas la précision du décompte. À 

la fin de l’expérience (24e JPE), afin de compter précisément 

le nombre de larves juvéniles dans chacun des bassins, les 

décomptes ont eu lieu deux fois, d’abord par le XperCount™, 

puis par une méthode par poids. Ce double décompte a 

permis d’établir que les deux méthodes ont estimé un nombre 

de larves similaire dans chacun des bassins (Figure 33). La 

Figure 32 : Seau de décompte
XperCount™ de XpertSea Solution
inc. 

Figure 33 : Comparaison de deux méthodes de dénombrement de larves de dorés. Chaque
point est un bassin auquel ont été évaluées deux valeurs de décomptes de larves, soit par le
poids (en y) et par le XperCount (en x). La ligne pointillée représente un accord parfait entre 
les décomptes des deux méthodes. La ligne pleine représente la tendance centrale des valeurs
de décompte de larves. (En haut à gauche) L’équation de régression du modèle linéaire associé
à ces valeurs de décompte. (En bas à droite) et l’histogramme des résidus du modèle linéaire
sont présentés. 
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courbe de corrélation entre le nombre de larves évaluées par la méthode du poids en fonction 

de celui évalué par le XperCount™ en témoigne (la ligne pleine suit la même tangente que la 

ligne pointillée). De plus, l’équation de régression et l’histogramme des résidus indiquent que le 

XperCount™ propose, la plupart du temps, un décompte moindre à celui de la méthode par 

poids d’environ 150 larves (y = 0,91x + 150, R2 : 0,73). Le seau du XperCount™ requiert moins 

de manipulation sur les poissons et engendre donc moins de stress. De plus, le XperCount™ est 

précis et stable dans ses résultats. Pour ces raisons, le XperCount™ est un outil adéquat pour 

l’évaluation du nombre de larves de dorés et devait servir d’instrument de référence dans les 

expériences futures. 
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INGESTION ALIMENTAIRE 

Les résultats suggèrent que les larves ont toutes débuté leur 

alimentation exogène la même journée, soit au 8e JPE (Figure 

20). Ce moment correspond à la résorption entière des 

réserves énergétiques de la larve. Cependant, la proportion de 

larves ayant ingéré de la nourriture diffère entre les circuits 

ouvert et fermé (Figure 20). Comme les rations alimentaires 

étaient les mêmes entre les circuits, seuls les paramètres 

physicochimiques, ou l’état physiologique des larves, peuvent 

expliquer ces différences. Dans le circuit fermé, au 8e JPE, 

une haute concentration d’ammoniaque (NH3-N : 0,015 

mg/L) (Figure 17) et de nitrite (NO2 : 0,79 mg/L) (Figure 16) 

a été observée. Ces conditions sont considérées toxiques 

pour l’élevage des poissons et peuvent engendrer des 

conditions de stress (Timmons et Ebeling 2010) susceptibles 

d’influencer la prise alimentaire.  

Aussi, des observations notées, mais non représentées dans 

les résultats, indiquent que les larves des bassins du 

traitement Artemia étaient fortement stimulées par les l’ajout 

d’artémies, mais seulement à partir de 8e JPE. À chaque ration 

horaire, les larves frétillaient dès l’arrivée des artémies à la 

surface. Néanmoins, considérant que tous les traitements 

avaient une proportion de larves ayant ingéré de la nourriture 

similaire, l’ajout d’artémies ne constituerait pas un moyen 

pour stimuler l’ingestion alimentaire, du moins, dans les 

conditions d’élevage de l’expérience. Les artémies étaient 

âgées entre 24 et 36 heures au moment des distributions et 

n’avaient pas été enrichies, ou alimentées. Elles étaient donc 

suffisamment petites pour être facilement ingérées (Figure 

12). Bien qu’elles soient physiologiquement adaptées aux 

eaux salées, les nauplii d’artémies demeuraient très activent 

Figure 34 : Évolution de la résorption
du vitellus et du globule d’huile jusqu’à
la première ingestion alimentaire au 8e
JPE. De haut en bas respectivement,
des photos de larves au 2e, 5e, 6e, 7e,
8e et 8e JPE. Au 8e JPE, l’une n’a rien
ingéré tandis que la dernière oui. 
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en eau douce, même après 24 heures, et constituait une proie mobile et stimulante pour les larves 

de dorés. Les moyens mis en œuvre pour stimuler l’ingestion alimentaire, tel l’ajout d’argile 

comme agent de turbidité induisant un effet contrastant et une alimentation importante sur 24h, 

se sont avérés suffisamment efficaces dans tous les traitements, incluant le traitement Gemma, 

une moulée commerciale enrichie aux microalgues et d’apparence verte. 

VESSIE NATATOIRE 

Les résultats sur le développement de la vessie natatoire sont généralement décevants, et ce, 

malgré l’utilisation des jets d’eau de surface recommandés par Summerfelt 2013b. En effet, seules 

les larves du traitement Artemia en circuit ouvert ont développé leur vessie natatoire tel 

qu’attendu. Il est plausible que la présence d’artémies, déposées à la surface de la colonne d’eau, 

incite les larves à ingérer une bulle d’air lors de la capture. La fenêtre de développement de la 

vessie natatoire étant largement dépassée au 24e JPE, il est peu probable que les larves des autres 

traitements l’aient développé après l’expérience. Ces résultats indiquent qu’il reste encore du 

travail à faire pour développer des techniques permettant de favoriser le développement de cet 

organe essentiel. 

Un des bassins se démarquait clairement des autres avec un nombre de larves ayant développé 

une vessie natatoire de près de 80%. Des tests de circulation d’air dans la pièce ont révélé que ce 

bassin se trouvait directement au-dessous d’un courant d’air frais en provenance de l’entrée d’air 

de la pièce. L’hypothèse qu’un courant d’air frais projeté sur la surface de l’eau des bassins 

pourrait favoriser le développement de la vessie natatoire des larves de doré est plausible. En 

effet, ce mouvement d’air pourrait favoriser l’évacuation des gaz à la surface de l’eau et pourrait 

altérer la communauté microbienne et fongique de surface qui peut nuire au DVN (Summerfelt 

et al. 2013a, Clayton et Summerfelt 2010). 

De plus, une photopériode de 24h sur une période aussi prolongée a possiblement nui au 

développement de la VN. En effet, certains auteurs (Colesante 1996, Summerfelt 1996, Harder 

et al. 2012) rapportent que la phototaxie des larves s’inverse aux alentours des débuts du 

gonflement de la vessie natatoire (8e et 10e JPE). Ainsi, les larves seraient repoussées par la 

lumière en provenance de la surface. Considérant que les larves ont besoin d’aller puiser des 

bulles d’air à la surface pour gonfler leur vessie natatoire, une luminosité trop importante 

combinée à une photopériode de 24 heures est probablement à l’origine du nombre si faible de 
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larves ayant développé cet organe. Pour les études futures, des jets d’air de surface devraient être 

expérimentés et la photopériode devrait être ajustée tout au long du développement larvaire. 

CROISSANCE 

La moulée spécialisée Otohime, enrichie de krills, offre une croissance plus importante chez les 

larves de doré que la moulée Gemma, à base de protéines végétales. Aussi, l’ajout d’artémies n’a 

pas stimulé la croissance des larves de dorés. Les protéines d’origine animale (farine de krills) 

sont probablement mieux assimilées par les larves que les protéines d’origine végétale. Ce 

raisonnement concorde avec la nature de l’alimentation strictement carnivore des larves de dorés 

en milieu naturel (Kerr et al. 1997, Barton et al. 2011). D’après la fiche du fabricant, la moulée 

Gemma (gamme Wean) est conçue pour sevrer les larves d’une alimentation à base d’artémies 

ou de rotifères. Ainsi, cette moulée devrait être employée conjointement avec ces organismes. Il 

n’est pas exclu que l’utilisation de la moulée Gemma Wean combinée à un apport soutenu en 

artémie améliore la performance de croissance des larves de dorés. 

MORTALITÉ JOURNALIÈRE 

Le suivi de la mortalité journalière dévoile un pic de mortalité aux environs du 10e JPE. Ce 

moment correspond à la fin de la fenêtre du développement de la vessie natatoire (Summerfelt 

2013a, Summerfelt 2013b). Ainsi, il est raisonnable de penser que la cause expliquant ce pic de 

mortalité est le NGVN. Pour soutenir cette hypothèse, les résultats du suivi du développement 

de la vessie natatoire indiquent qu’aux alentours du 10e JPE, le nombre de larves ayant développé 

une vessie natatoire augmente. Cette augmentation pourrait s’expliquer par la mortalité massive 

des larves n’ayant pas développé de vessie natatoire.  

SURVIE 

La faible survie au 24e JPE, peut s’expliquer par différents facteurs. D’abord, le nombre de larves 

ayant tout simplement disparu dépasse les 50%. Cette disparition ne peut être expliquée par le 

cannibalisme, car moins de 1% des larves échantillonnées avait cannibalisé une autre larve. Les 

hypothèses les plus plausibles sont (i) le manque d’étanchéité des plaques de fond qui auraient 

laissé s’échapper une quantité importante de larves, (ii) les mailles des crépines qui ne serait pas 

assez petites et un débit trop important emporte les larves vers le trop-plein et (iii) les décomptes 

de la mortalité journalière sont sous-estimés. L’hypothèse des décomptes inexacts est peu 

probable, car malgré la présence d’amas fongiques qui auraient pu camoufler la présence de 



49 
 

larves lors des premiers JPE, un écart de 50% est très élevé et le personnel ayant effectué le 

décompte était particulièrement rigoureux. Ainsi, l’utilisation de crépines à mailles plus étroites 

et des bassins adaptés à l’élevage d’organismes de petite taille doivent être envisagés dans les 

futures études. 

Les autres facteurs ayant possiblement nui à la survie des larves sont le non-respect de certains 

seuils de qualité de l’eau durant des périodes parfois prolongées. Parmi ces paramètres, les 

concentrations de nitrites et d’ammoniaque ont, à quelques occasions, dépassé les seuils critiques 

dans le système en recirculation. Les raisons expliquant cette irrégularité sont vraisemblablement 

une dysfonction du filtre à lit fluidisé. En effet, au 9e JPE, l’équipe a constaté que ce filtre n’était 

pas activé. Il est possible qu’il n’ait jamais été démarré, dû à une erreur humaine. Le phénomène 

ne s’étant pas reproduit après 30 jours d’opération, il est peu probable que la présence d’argile 

dans l’eau l’ait colmaté. Dans ce dernier cas, une alternative moins invasive pour les filtres des 

systèmes en recirculation pourrait être explorée. L’argile ne servant qu’à produire la turbidité 

nécessaire à une diffusion aléatoire de la lumière dans l’eau des bassins, d’autres agents de 

turbidité, comme les microalgues, devrait être expérimentée.  

CIRCUIT OUVERT VS CIRCUIT FERMÉ 

Les deux systèmes de circulation d’eau ont produit des résultats similaires pour ce qui est de 

l’ingestion alimentaire des larves, de leur croissance et de leur survie, et ce jusqu’au 24e JPE. Par 

la suite, une différence importante est survenue au niveau du développement de la vessie 

natatoire (Figure 24) (Figure 25). En effet, le nombre de larves ayant développé une vessie 

natatoire est plus important dans le système ouvert. Il est probable que la mauvaise qualité de 

l’eau dans le circuit fermé jusqu’au 9e JPE soit en cause (Martin et al. 2010, Broderius et al. 1985). 

De plus, si on retient l’hypothèse qu’un mouvement d’air de surface favorise le développement 

de la VN, on peut aussi trouver une part d’explication dans le fait que les bassins du circuit fermé 

étaient tous loin de l’entrée de la bouche de ventilation de la pièce (Annexe A : Plan de l'unité 24 

du LARSA lors de l'étude préliminaire de 2014). Aussi, une sursaturation des gaz dans l’eau 

pourrait être mis en cause (Colt 1986), car le haut de la colonne de dégazage était obstrué par 

des sacs plastiques et ne remplissait pas ses fonctions adéquatement. Une analyse de la saturation 

en gaz a été effectuée par le MAPAQ et a dévoilé qu’effectivement, l’eau du système fermé était 

sursaturée. Finalement, la quantité d’argile nécessaire au maintien d’une turbidité stable a été plus 

difficile à ajuster dans le circuit fermé que dans le circuit ouvert compte tenu des différents filtres.
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CONCLUSION 

L’étude préliminaire a permis de mettre en lumière plusieurs informations de base et d’orienter 

le prochain volet de recherche sur l’élevage intensif des larves de doré jaune dans un système en 

REFB. 

 

 Les systèmes en REFB permettent une production intensive de larves de 

dorés au moins aussi importante que les circuits ouverts traditionnels, si on 

règle le problème lié au développement de la VN. 

 L’ajout d’argile comme agent de turbidité n’engendre pas de difficultés 

majeures sur les filtres des systèmes en recirculation pour une utilisation 

inférieure à 30 jours. 

 La moulée commerciale Otohime enrichie de krills permet une croissance plus 

importante que la moulée Gemma enrichie de microalgues et la nature de 

celle-ci doit être évaluée. 

 L’ajout d’artémies vivantes, à des rations standards de moulée Otohime, 

durant les premiers jours suivant l’éclosion jusqu’au 10e JPE, ne stimule pas 

l’ingestion alimentaire des larves de doré ni leur croissance. 

 Le seau XperCount™ est un outil par spectrophotométrie rapide et 

suffisamment précis pour effectuer le décompte d’une quantité importante de 

larves de dorés, mais présente un défi lorsque l’eau est turbide. 

 Le développement de la vessie natatoire n’est pas assuré pas un simple jet 

d’eau de 0,4L/min. 

 Les efforts futurs devraient se tourner vers le développement de la vessie 

natatoire. 

 Le système en recirculation doit être démarré au moins une semaine avant 

l’arrivée des œufs afin d’établir la recette de maintien d’une turbidité stable 

avec l’argile et une inoculation adéquate du biofiltre. 

 Des crépines pleines longueurs doit être utilisées afin d’augmenter la surface 

de contact des mailles avec la colonne d’eau et ainsi réduire l’entretien 

quotidien. 
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 Les mailles des crépines doivent être réduites et interchangeables afin de 

prévenir l’évacuation de larves par le trop-plein, mais aussi afin de réduire 

l’entretien des bassins. 
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CHAPITRE III : ÉTUDE SUR LE DÉVELOPPEMENT DE LA 

VESSIE NATATOIRE (2015) 
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INTRODUCTION 

L’étude préliminaire menée en 2014 a permis d’orienter l’élément critique sur lequel se pencher 

afin d’améliorer les performances de l’élevage intensif des larves de dorés dans les systèmes en 

REFB : le DVN. Le développement de la vessie natatoire chez les larves n’avait pas été assuré 

par des jets d’eau de 0,4 L/min disposés à 90° par rapport à la surface. En effet, seulement 10% 

des larves avaient développé une VN au 24e JPE dans le système en REFB. Les larves 

physoclistes, tels les percidés, qui n’ont pas développé leur vessie natatoire sont plus sujettes à 

subir des déformations de leur squelette (Summerfelt et al. 2013b, Kitajima et al. 1981, Kitajima 

et al. 1994). En effet, puisque les larves ont continuellement besoin de se mouvoir et que 

l’ossification de leur squelette n’est pas achevée, l’absence d’un organe aussi structurant que la 

vessie natatoire engendre des déformations lordotiques (Kitajima et al. 1994). Ces larves seront 

donc de moins bonnes nageuses et contribueront à augmenter le phénomène de cannibalisme. 

Aussi, pour des raisons bioénergétiques, ces larves auront une croissance moindre, car elles 

dépenseront davantage d’énergie pour assurer leurs déplacements quotidiens (Summerfelt et al. 

2013b). Ultimement, une larve qui n’aura pas développé une vessie natatoire sera, un jour ou 

l’autre, destinée à mourir (Summerfelt et al. 2013b, Clayton et Summerfelt 2010). Favoriser le 

développement de la vessie natatoire des larves de dorés élevés intensivement dans des systèmes 

en REFB est donc l’élément central de cette expérience. Considérant que de tels systèmes 

réutilisent jusqu’à 95% de la même eau, il est raisonnable de croire que les huiles tendent à s’y 

accumuler. Ainsi, des éléments complémentaires au jet d’eau de surface doivent être élaborés 

afin d’augmenter la rentabilité des élevages de dorés en REFB. 

OBJECTIFS ET HYPOTHÈSES 

Suite aux conclusions de l’étude préliminaire menée en 2014, l’objectif est de développer 

des techniques d’élevage favorisant le DVN chez les larves de dorés élevées de façon 

intensive dans des systèmes en REFB. Ainsi, de nouvelles hypothèses ont été élaborées : 

 Un jet d’eau de surface supérieur à 0,4L/min pourrait émulsifier le film d’huile 

de surface dans les systèmes en REFB et favorisant donc le DVN. 

 Les larves peuvent obtenir des bulles d’air à partir d’un microbulleur disposé au 

fond des bassins et favoriseraient le DVN. 

 Un rondin de cellulose, qui absorbe l’huile en surface, favoriserait le DVN. 
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MÉTHODE 

FÉCONDATION 

La fécondation des œufs s’est effectuée le 1er mai 2015 par Marco Blanchet et ses collègues à la 

Station Piscicole Trois Lacs (Wotton, Québec, Canada) d’après la même méthode qu’en 2014, 

décrite dans le chapitre 2. Les géniteurs, de génération F1 de la Rivière des Prairies nés en 2011, 

étaient nourris de moulée commerciale.  

TRANSPORT 

Le transport d’environ 275 000 œufs dédiés à l’expérience s’est déroulé au 4e JPF à 37 DCJ, dans 

une glacière de 20L. Le trajet à partir du pisciculteur, de Wotton jusqu’à Québec, a duré 130 

minutes. Entre-temps, la température de l’eau à l’intérieur de la glacière a augmenté passant de 

10 °C à 14,6 °C. Considérant que l’eau du système était à 12°C, il a fallu refroidir progressivement 

l’eau dans la glacière avant de transférer les œufs dans l’incubateur, afin de ne pas provoquer un 

choc thermique.  

INCUBATION 

Les œufs ont été incubés dans un incubateur de type bell-jar de 5,75L avec un débit moyen de 

115 L/h alimenté par le système en recirculation de l’Unité #24 au LARSA à l’Université Laval. 

Deux traitements au formol ont été effectués, (i) le lendemain de la réception des œufs et (ii) la 

journée précédent l’atteinte du stade œillé. En plus de ces traitements, un filtre UV était branché 

avant l’entrée d’eau de l’incubateur afin d’éviter l’introduction d’organismes infectieux. La 

température de l’eau lors de la fertilisation était de 7-8°C et à l’éclosion (15e JPF) de 15,8°C pour 

une température d’incubation moyenne de 12,5 ± 2,4°C. La concentration en oxygène et le pH 

ont été minutieusement surveillés tout au long de l’incubation. Considérant les faibles émissions 

métaboliques des œufs, les concentrations d’ammoniaque, de nitrite, de chlore et de CO2 n’ont 

pas été suivies durant la période d’incubation. Un filtre UV était utilisé afin de diminuer les 

risques d’infection. 

SUIVI DES ŒUFS 

Dès la réception des œufs, au 4e JPF, à 37 DCJ, l’échantillonnage des œufs a commencé selon 

une procédure d’échantillonnage normalisée (Annexe B : Procédure normalisée de suivi du 
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développement d’œufs de dorés). Les œufs étaient récoltés à l’aide d’une pipette insérée 

délicatement jusqu’au centre de l’incubateur afin de prendre un échantillon le plus représentatif 

possible. Chaque jour jusqu’à l’éclosion, environ 400 œufs étaient prélevés et 10 d’entre eux 

étaient mesurés à l’aide de l’échelle métrique intégrée à la lentille du binoculaire (LEICA Wild 

M8Z). L’un d’entre eux était pris en photo (Nikon CoolPix 995), correspondant au plus 

représentatif du lot. 

ÉCLOSION 

Les premiers œufs ont éclos au 12e JPF à 158 DCJ alors que le pic d’éclosion s’est produit le 15e 

JPF à 203 DCJ. À ce moment la température de l’eau était à 15,8°C. Les larves récemment écloses 

étaient déversées dans le bassin récepteur via un entonnoir et un tuyau déverseur. Une bâche 

recouvrait l’incubateur et un orifice permettait de faire entrer la lumière vers la surface de 

l’incubateur afin de diriger les larves vers l’entonnoir. Une importante quantité d’œufs, près de 

50%, ont été infectés par un champignon du genre Saprolegnia. Conséquemment, la survie des 

œufs jusqu’à l’éclosion s’en est trouvée fortement affectée à partir du 10e JPF. 

TRANSFERT ET DÉCOMPTE DES PROLARVES 

Environ 40 000 prolarves ont été transférées dans les 16 bassins expérimentaux à raison de 2 

512 ± 132 larves par bassin lors du 3e JPE, soit 21 larves par litre. Le comptage des prolarves a 

été effectué à l’aide du XperCount (Annexe C : Le XperCount, seau de décompte d’organismes 

aquatiques par spectrophotométrie) de XpertSea Solutions Inc. d’après le protocole du fabricant. 

Le transfert des larves vers les bassins expérimentaux, au 16e JPF, s’est fait directement avec le 

seau du XperCount. 

BASSINS 

Les bassins utilisés sont les mêmes que pour l’étude préliminaire de 2014 (Figure 9), de type 

suédois d’une capacité totale de 150L et de couleur grise afin de réduire le comportement 

d’amoncèlement des larves. Chaque bassin avait son propre nourrisseur à courroie, sa propre 

arrivée d’eau submergée disposée de façon à engendrer un courant circulaire au sein du bassin 

(Figure 8). De plus, tous les bassins étaient équipés d’un gicleur de surface sous une pression de 

~23 psi ayant des débits différents en fonction du traitement de chacun des bassins.  
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CRÉPINES 

Suite aux conclusions de l’étude préliminaire et à de 

récentes publications sur le sujet, de nouvelles crépines ont 

été fabriquées s’inspirant du modèle de Clayton et 

Summerfelt (2011) (Figure 35) à partir de tuyaux de 4po de 

diamètre avec une base cimentée. Ces nouvelles crépines 

ont une surface de contact avec la colonne d’eau beaucoup 

plus importante, soit 1 440 cm2 plutôt que 544 cm2 

(Annexe G) (Figure 9). De plus, nous avons utilisé deux 

ensembles de crépines avec des tailles mailles de 400 µm 

pour les 10 premiers jours et de 700 µm pour les 17 jours 

suivants. Son plein recouvrement par la colonne d’eau des 

bassins permet une circulation plus homogène de l’eau et 

une diminution de l’effet de succion vers le trop-plein. 

Conséquemment, les larves sont moins sujettes à rester 

collées sur le maillage. 

DISPOSITIF EXPÉRIMENTAL 

L’étude préliminaire de 2014 a dévoilé différents gradients 

environnementaux au sein de l’U24 du LARSA qui pourrait 

potentiellement influencer les résultats de la recherche. De 

plus, certains de ces gradients environnementaux sont 

susceptibles de se retrouver dans une installation de type 

commerciale et ainsi compromettre le transfert 

technologique de l’expérience dans une pisciculture commerciale. Il s’agit (i) de la luminosité, (ii) 

de la ventilation, (iii) des lignes d’arrivée d’eau et (iv) des équipes d’échantillonnage.  

(i) La luminosité a un impact important sur la distribution, le comportement, et 

l’alimentation des larves de doré (Harder et al. 2012, Summerfelt et al. 2013a, 

Summerfelt 1996). Le développement des larves peut donc être grandement 

influencé par les patrons lumineux au sein du bassin d’élevage. Considérant qu’il n’y 

a que 4 ampoules dans toute la pièce et qu’il y a différents obstacles entre la source 

de lumière et les bassins, notamment les nourrisseurs à courroie, la luminosité varie 

Figure 35 : Crépine pleine longueur,
de 18po de haut et de 4 po de
diamètre, inspiré du modèle de
Clayton et Summerfelt (2011). 
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d’un bassin à l’autre et d’un endroit à l’autre dans un même bassin (Annexe H : 

Patron de la distribution de la lumière de l’Unité 24 du LARSA). Cette hétérogénéité 

ne semble pas aléatoire (Annexe H : Patron de la distribution de la lumière de l’Unité 

24 du LARSA) et constitue donc une source de variation non contrôlée, car aucun 

rectificatif n’a pu être apporté.  

(ii) Bien que, à notre connaissance, rien dans la littérature ne suggère que la température 

de l’air ou que son mouvement à la surface de l’eau des bassins puisse influencer le 

DVN chez les poissons, des observations au cours de l’étude préliminaire nous ont 

contraints à nous pencher sur la question. Des essais avec des cartouches fumigènes 

ont révélé que la ventilation au sein de la salle expérimentale était hétérogène et que 

par conséquent, la température et le mouvement de l’air à la surface de chacun des 

bassins pouvaient varier. Les deux bassins situés juste au-dessous de l’entrée d’air 

étaient ceux qui avaient obtenu les meilleurs résultats quant à la proportion de larves 

ayant développé une vessie natatoire et n’appartenaient pas au même traitement.  

(iii) Les bassins sont alimentés par différentes lignes d’entrées d’eau (Figure 36). La 

distance de celles-ci par rapport au système de filtration diffère et peut donc 

engendrer des variations dans les conditions physicochimiques des bassins sur une 

même ligne d’entrée d’eau. 

(iv) L’échantillonnage des larves, aux fins d’évaluation du développement ou non de la 

vessie natatoire, a été effectué par 3 équipes de 2 personnes. L’observation à l’œil nu 

d’une vessie natatoire, même bien développée, est un exercice particulièrement 

subjectif. Conséquemment, des différences peuvent s’immiscer entre les équipes 

quant à la qualité, et donc la justesse, des résultats de l’échantillonnage. 

Ces constats démontrent la présence de facteurs non aléatoires et non contrôlés dans la salle 

expérimentale. Ainsi, un dispositif expérimental en bloc complet a été élaboré, où les traitements 

ont été positionné aléatoirement à l’intérieur de chaque bloc (Figure 36). 
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Figure 36 : Disposition schématique des bassins en bloc complet, de la tuyauterie et des traitements
expérimentaux à l’intérieur de l’U24 au LARSA 
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TRAITEMENTS 

Prévenir l’arrivée d’huile dans les bassins de culture et extirper le film d’huile de surface montre 

indéniablement des effets positifs sur le gonflement de la vessie natatoire (Summerfelt 2013b, 

Clayton et Summerfelt 2010). Plusieurs stratégies ont été élaborées afin de maintenir une surface 

d’eau propre et exempte d’huile : des jets d’eau de surface permettant d’émulsifier le film d’huile, 

des microbulles d’air permettant un mouvement d’eau favorable au retrait de l’huile et un 

absorbant d’huile déposé à la surface de l’eau. 

Faible jet d’eau de surface (FAI) 
Les bassins du traitement FAI possèdent une buse de surface à microjet de 90° ayant 

un débit faible de 0,66 ± 0,06 L/min (Figure 37). Ces débits correspondent à ceux 

généralement utilisés dans la littérature scientifique récente, mais pour des systèmes 

en circuit ouvert traditionnels, c’est-à-dire lorsqu’il n’y a aucune réutilisation de l’eau 

(Summerfelt 1996, Clayton et Summerfelt 2010, Summerfelt 2013b). 

Fort jet d’eau de surface (FOR) 
Les bassins du traitement FOR possèdent une buse de surface à microjet de 90° 

ayant un débit fort de 1,2 ± 0,1 L/min (Figure 37). L’hypothèse est qu’un jet d’eau 

de surface plus puissant assure l’émulsification du film d’huile de surface dans les 

systèmes en REFB, où l’huile tend à l’accumuler. 

Figure 37 : Buse à microjet d’eau de 90° au-dessus de la surface d’eau permettant 
d’émulsifier le film d’huile de surface 
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Microbulles d’air (AIR) 
Les bassins du traitement AIR possèdent un tuyau à micropores fins (Figure 38), 

alimenté d’air comprimé (30 psi), déposé autour de la crépine, au fond du bassin. 

Ces bassins ont aussi une buse de surface à microjet de 90° ayant un débit faible de 

0,68 ± 0,05 L/min. Ils visaient à fournir des microbulles d’air aux larves afin de 

développer leur vessie natatoire. De plus, ces bulles d’air en provenance du centre 

du bassin sont susceptibles d’engendrer une remontée d’eau favorable à l’extirpation 

des huiles dans les bassins.  

Rondin d’absorption d’huile (ABS) 
Les bassins du traitement ABS possèdent un rondin, disponible sur le marché, 

composé de cellulose hydrophobe et autres ingrédients conçus pour absorber les 

matières huileuses (Annexe I : Informations détaillées sur le rondin absorbeur 

d'huile). Le rondin est disposé à la surface de l’eau, sur le rebord des bassins, opposé 

au nourrisseur et séparé par le jet d’eau de surface. Cette position assure de ne pas 

nuire à l’alimentation des larves en accumulant la moulée sur ses parois (Figure 39). 

Figure 38 : Tuyau circulaire à micropores fins. Ces tuyaux étaient disposés autour 
des crépines, au fond des bassins et étaient alimentés par de l’air comprimé (30psi)
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LUMINOSITÉ ET PHOTOPÉRIODE 

La luminosité était assurée par 4 ampoules incandescentes de 150w à une intensité de 40%, 

exposant ainsi les bassins à une luminosité moyenne de 0,38 ±0,09 µmol photons m-2 sec-1 ou 

18,9 ± 4,5 lux, mesurée à l’aide d’un QSL-100 (Biospherical Instruments Inc.). La photopériode 

était de 24h de luminosité jusqu’au 19e JPE où elle a été réglée afin d’imiter les conditions 

naturelles à nos latitudes, c'est-à-dire de 16h d’ensoleillement et de 8h d’obscurité. Cet ajustement 

a été établi dû à l’inversion de la phototaxie des larves qui, à ce moment, devient négative (Harder 

et al. 2012).  

DÉBITS 

Les débits des arrivées d’eau et des buses à jet d’eau de surface étaient vérifiés 3 à 4 fois par 

semaine. Jusqu’au 10e JPE, les débits totaux des bassins étaient de 2,1 ± 0,2 L/min ou 0,9 ± 0,1 

changement d’eau à l’heure. Entre le 11e et le 15e JPE les débits totaux étaient de 3,67 ± 0,35 

L/min ou 1,5 ± 0,1 changement d’eau à l’heure. Du 15e JPE à la fin de l’expérience le débit total 

a été fixé à 5,1 ± 0,4 L/min ou 2,0 ± 0,2 changement d’eau à l’heure. Le renouvellement d’eau 

du système en recirculation était généralement inférieur à 200 L par jour. Ainsi, plus de 95% de 

l’eau était continuellement recirculée dans les bassins. 

Figure 39 : Bassin avec un rondin d'absorption d'huile déposé à la surface de l'eau 
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QUALITÉ DE L’EAU  

L’ensemble des paramètres physicochimiques a été maintenu à des seuils propices pour l’élevage 

piscicole en recirculation (Tableau 5). Chaque jour, la température et le niveau de saturation de 

l’oxygène étaient échantillonnés à l’aide d’une sonde multiparamètres immergée dans l’un des 

bassins. Certains paramètres de la qualité de l’eau ont été analysés par une méthode 

colorimétrique nécessitant un spectrophotomètre HACH DR-2000. Ces paramètres sont le 

chlore (méthode HACH 8167), l’ammoniaque (méthode HACH 8155 au silicate), les nitrites 

(méthode HACH 8507) et la turbidité (méthode HACH 8237). Afin d’avoir une mesure de 

turbidité fiable, le spectrophotomètre a été calibré avec un standard de calibration à base de 

formazine à 4000 NTU (Annexe J : Certificat d’analyse de la turbidité de la formazine de 

calibration). L’argile devait être ajoutée aux échantillons témoins de façon à atteindre la même 

turbidité que l’échantillon des bassins et ainsi avoir une mesure précise des différents paramètres 

de la qualité de l’eau. Le pH et la salinité ont été échantillonnés quotidiennement par un pH-

mètre (VWR, Symphony 830PCI) et un salinomètre (Eutech instruments, SaltTestrTM 10).  

  

Tableau 5 : Paramètres physico-chimiques de l’eau (moyenne ± écart-
type) et les valeurs recommandées d’après Piper et al. (1982), Maede 
(1985), Nickum et Stickney (1993), Lawson (1995), Timmons et Ebeling
(2010), Summerfelt et al. (2013a)

Paramètres Recommandé

Température (°C) 20,2 ± 2,7 18,4 (optimum)

O2 (mg/L) 8,7 ± 0,8 > 5

pH 7,4 ± 0,1 6,5 ‐ 8,5

Chlore (Cl) (mg/L) < 0,003

CO2

Salinité (ppm)

Turbidité (FTU) 75 ± 34 50 (optimum)

Nitrite (NO2) (mg/L) 0,06 ± 0,03 < 0,1

Ammoniaque (NH3‐

N non‐ionisée) 

(mg/L)

< 0,013

0

<0,001

0

0
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TURBIDITÉ 

Afin de maintenir une turbidité d’eau favorable à l’élevage larvaire du doré, de l’argile kaolinite 

(Ball Clay, Old Mine #4, Kentucky-Tennessee Clay Company, É-U) était ajoutée à l’eau. Deux 

bassins indépendants du système en recirculation étaient remplis d’une solution d’eau et d’argile 

(5g/L). Une pompe péristaltique Master-Flex modèle 7568-00 de Cole-Parmer Instruments 

Company assurait une distribution contrôlée de la solution d’argile vers le bassin de pompage du 

système. En moyenne, environ 500g était ajouté quotidiennement afin d’obtenir une turbidité de 

82 ± 27 FTU dans les 12 bassins d’élevage. 

ALIMENTATION 

Les larves étaient nourries avec de la moulée commerciale enrichie de krills (Annexe E). 

L’alimentation était assurée par des distributeurs à courroie (#912875, Zeigler Bros., Inc., PA, 

É-U), mus par un mécanisme à ressorts, où le tapis avance lentement et laisse tomber petit à 

petit la moulée dans le bassin sur une période de 12 heures. Il y avait deux rations par jours, à 

8h00 et à 20h00, et ainsi, les larves étaient alimentées en continu, 24h sur 24h. La quantité de 

moulée était ajustée d’après les mortalités recueillies la veille et donc en fonction du nombre de 

larves présentes dans le bassin et de leur longueur moyenne (Tableau 6). 

Tableau 6 : Tailles et rations de moulées distribuées aux larves en fonction de leur 
stade de développement 

T1
b

T2
c

4 9,7 3 100

6 9,9 3 75 25

9 11,8 4 75 25

10 12,8 4 50 50

13 14,7 4 50 50

15 16,9 5 25 75

17 18,1 6 25 75

18 19,9 6 100

19 7 100

26 27,2 8 100
a
 = JPE : Jour Post‐Éclosion
b
 = T1 : Taille entre 250 and 400 µm
c
 = T2 : Taille entre 350 et 650 µm

JPE
a

Ration 

alimentaire 

(g/1000 larves)

Taille de la moulée (%)
Longueur 

moyenne (mm)
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ENTRETIEN JOURNALIER 

Le nettoyage des bassins était 

effectué quotidiennement à l’aide 

d’une raclette à vitre et d’un siphon. 

Les résidus accolés aux bords des 

bassins étaient donc raclés, 

concentrés au fond puis siphonnés. 

L’eau siphonnée était filtrée dans un 

tamis de 700 µm (Figure 40) pour 

en récolter les larves mortes, la 

moulée non ingérée, les fèces et les 

autres dépôts fongiques ou 

bactériens. Le filtrat était ensuite 

disposé dans un bac de comptage muni d’un rétroéclairage et d’un quadrillé afin d’en dénombrer 

les larves mortes (Figure 13). De cette façon, nous pouvions connaître le nombre de larves dans 

les bassins afin d’ajuster la ration de moulée correspondante. Dû à des erreurs humaines, les 

crépines n’ont été raclées qu’à partir du 6e JPE. Puisque les larves se décomposent rapidement, 

cette erreur a influencé considérablement le nombre de larves manquantes (nombre de larves 

initial moins le nombre de larves final et le nombre de larves récoltées quotidiennement). Le 

filtre à tambour effectuait un contre-lavage à l’eau chaude à toutes les 30 heures et à l’eau froide 

sur demande, lorsque le niveau d’eau atteignait un certain seuil dû au colmatage du filtre engendré 

par la présence d’argile. Aucun filtre UV n’a été employé pendant l’élevage larvaire. 

RÉCOLTE DE DONNÉES 

Tous les jours, 5 larves étaient échantillonnées aléatoirement à l’aide d’un filet dans chacun des 

16 bassins. Elles étaient euthanasiées à la tricaine méthanesulfonate (150 ppm, MS222, Syndel 

Laboratories LTÉE, BC, Canada) mesurée puis observées. Les longueurs totales, du sac de 

vitellus, du globule huileux et de la vessie natatoire ont été effectuées à l’aide d’un microscope 

binoculaire stéréoscopique (LEICA Wild M8Z) muni d’une règle optique intégrée qui avait 

préalablement été calibrée. Lorsque les larves étaient trop longues (>17 mm, 15e JPE), un vernier 

servait d’instrument de mesure. En plus de ces mesures, au moins une larve par traitement par 

jour était prise en photo. Environ 10 photos étaient prises par larve, afin d’avoir une vue de 

Figure 40: Tamis de 700 µm utilisé pour capter les larves 
mortes lors du siphonage quotidien des bassins. 
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l’ensemble de ses structures anatomiques. Occasionnellement, des photos supplémentaires 

étaient prises lorsqu’il y avait des observations particulières. Un total de 2 200 photos ont été 

prises et pourront servir ultérieurement. 

ANALYSES STATISTIQUES ET GRAPHIQUES 

Les analyses statistiques, les calculs, les tests statistiques et les graphiques ont été effectués dans 

le langage R version 3.1.1 (R Core Team 2014). Les packages utilisés sont stats (R Core Team 

2014) pour les analyses statistiques de base, sciplot (Duncan 2012) pour la création de graphiques 

factoriels, ggplot2 (Wickham 2009) et plotrix (Lemon 2006)  pour les graphiques plus complexes, 

outliers (Komsta 2011) pour identifier des valeurs aberrantes potentielles et mice (van Burren et 

Groothuis-Oudshoorn 2011) pour l’imputation de données manquantes. 

ÉCHANTILLONNAGE DES VESSIES NATATOIRES 

Au 26e JPE, une équipe de 6 personnes a procédé au décompte du nombre total de larves ayant 

développé leur vessie natatoire. Pour ce faire, nous avons vidé l’entièreté de chaque bassin dans 

un filet disposé dans un bac muni d’un bulleur. Les larves étaient ensuite délicatement récoltées, 

une à une, par une cuillère où un rétroéclairage à l’aide d'une lampe de poche permettait de 

déterminer si la larve avait développé ou non sa vessie natatoire. Trois équipes de deux personnes 

ont donc échantillonné chacun 4 bassins, correspondant aux 3 différents blocs du dispositif 

expérimental. Les opérations se sont déroulées sur 4 heures et aucune mortalité importante des 

larves n’a été observée le lendemain. 
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RÉSULTATS 

CROISSANCE 

La longueur des larves a été mesurée tout au long de l’élevage larvaire. À l’éclosion au 14e JPF, 

les larves mesuraient 7,6 ± 0,4 mmm et au 26e JPE, les larves de dorés mesurent 28,2 ± 2,0 mm 

(Figure 41). La courbe de croissance devient plus prononcée au 6e JPE, première journée où les 

larves ont commencé à s’alimenter (Figure 41). Aucune différence de longueur n’a été observée 

entre les traitements (Figure 42). La croissance ((longueur finale – longueur 3e JPE) / (JPE – 3)) 

est évaluée à 0,90 mm/j au 26e JPE.  

 
 

Figure 41 : Suivi de la longueur des larves (mm) jusqu'au 26e jour post-éclosion. Les points gris sont 
les données brutes et les points noirs sont les moyennes accompagnées de leur écart type. 
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Figure 42 : Longueurs des larves de chaque traitement au 26e jour post-éclosion. Les lignes noires sont 
les écarts types. Aucune différence significative n’a été observée entre les traitements. 
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DÉVELOPPEMENT DE LA VESSIE NATATOIRE 

La longueur de la vessie natatoire a été mesurée tout au long de l’élevage larvaire. Les premières 

VN ont été observées à partir du 6e JPE et mesuraient 0,5 ± 0,1 mm (Figure 43). Au 19e JPE, les 

VN mesuraient 4.2 ± 0.5 mm (Figure 43).  
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Figure 43 : Suivi de la longueur des vessies natatoires (mm) jusqu'au 19e jour post-éclosion. Les points 
gris sont les données brutes et les points noirs sont les moyennes accompagnées de leur écart type. 
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La proportion de larves ayant développé une VN a été évaluée tout au long de l’expérience par 

des sous-échantillons de 5 larves par bassins par jour. Au 10e JPE, environ 35% des larves avaient 

une VN alors qu’il y en avait près de 60% au 26e JPE, sauf dans les bassins du traitement avec 

jets faibles (Figure 44). Aucune différence significative n’a été observée tout au long de 

l’expérience quant à la proportion de larves ayant développé leur VN.  

Figure 44 : Suivi de la proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire pour chaque traitement 
jusqu’au 26e jour post-éclosion 
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Analyses statistiques  
La normalité des données a été vérifiée par une observation visuelle de leur distribution sur un 

histogramme (Figure 46) et un diagramme quantile-quantile (Figure 45). Un test de Shapiro-Wilk 

(Figure 46) confirme la normalité de la distribution des données des vessies natatoires (n=12, p 

> 0,05). Aucune transformation de données n’a été appliquée.  

Le modèle explique une grande proportion de la variance totale ((SCBLOC+SCTRAIT)/SSTOT = 0.71) 

et les traitements explique la plus grande partie de cette variance (SCTRAIT/ (SCTRAIT+SCBLOC) = 

0.91) (Tableau 8). Le tableau de l’ANOVA suggère une différence d’au moins un des traitements 

au seuil de signification α = 0,1+ (n=12, p = 0,581) (Tableau 8). Un test de comparaison multiple 

des moyennes (H.S.D. de Tukey) révèle que les écarts observés se situent entre le traitement « Jet 

faible » et les traitements « Microbulles » et « Absorbant » (n=12, p = 0,069) (Tableau 7). Cette 

différence s’observe sur le diagramme à barres des proportions de larves ayant développé leur 

vessie natatoire, pour chaque traitement, au 26e JPE (Figure 47). 

 
 

Figure 46 : Histogramme de la distribution de la
proportion de larves ayant développé leur vessie
natatoire au 26e JPE. 

Figure 45 : Diagramme quantile-quantile des données 
de la proportion de larves ayant développé leur vessie 
natatoire au 26e JPE 



72 
 

  

Tableau 8 : Tableau de l’ANOVA du plan en bloc complet sur la proportion de larves
ayant développé leur vessie natatoire au 26e JPE 

Tableau 7 : Tableau des résultats du test de comparaisons multiples H.S.D. de
Tukey 

Figure 47 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 26e JPE.
Les lignes noires représentent l’écart type. Les différences sont significatives au
seuil d’acceptabilité p < 0,1+. 

Traitements 3 0,14144 0,04715 4,409 0,0581

Blocs 2 0,013 0,0065 0,608 0,5749

Erreur 6 0,06417 0,01069

Total 11 0,21861

Somme des 

carrés

Moyenne 

des carrés
Source D.D.L. Valeur de F Pr > F

Traitements Différence Basse Haute  Valeur P

Jet Fort ‐ Microbulles   ‐0,081 ‐0,373 0,211 0,777

Jet Faible‐Microbulles    ‐0,269 ‐0,561 0,023 0,069

Absborbant ‐ Microbulles   ‐0,007 ‐0,299 0,286 1,000

Jet faible ‐ Jet fort     ‐0,188 ‐0,480 0,104 0,218

Absorbant ‐ Jet fort      0,074 ‐0,218 0,366 0,817

Absorbant ‐ Jet faible      0,262 ‐0,030 0,555 0,076
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Figure 48 : Proportion de larves ayant développé leur vessie natatoire au 26e JPE. Les différences sont 
significatives au seuil d’acceptabilité p < 0,1+ 
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MORTALITÉ 

La mortalité (nombre de morts actuels/nombre de vivants actuels) a été évaluée de façon 

journalière lors des manœuvres d’entretien des bassins. Un pic de mortalité très important a été 

observé dès le lendemain du transfert des larves. En effet, au 3e et 4e JPE, respectivement 21 et 

14 % des larves sont mortes (Figure 49). Au 26e JPE, 11% des larves avaient survécu en moyenne. 

Les bassins ayant le traitement avec un rondin absorbant l’huile avaient la meilleure survie finale 

(14%) et ceux avec le jet faible, la plus faible (9%) (Figure 50). Aucune différence significative 

n’a été observée entre les traitements quant à la survie des larves au 26e JPE. 

  

Figure 49 : Suivi de la mortalité (nombre de morts récoltés / nombre de vivants) journalière jusqu’au
20e JPE.  
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Figure 50 : Mortalité finale (nombre de larves vivantes au 26e JPE/nombre de larves au 2e JPE. Les 
lignes noires représentent l’écart-type. Aucune différence significative n’a été observée entre les
traitements quant à la survie finale des larves 
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DISCUSSION 

INCUBATION 

À l’arrivée des œufs au LARSA (3e JPF, 27 DCJ), la mortalité des œufs a été évaluée à 35,5 ± 2,9 

%. Cependant, la mortalité associée directement au transport n’a pas pu être évaluée, car il y avait 

déjà une quantité relativement importante d’œufs morts dans l’incubateur lors de la récolte à la 

pisciculture. De plus, beaucoup d’amas fongiques ont dû être retirés manuellement avant le 

transport. Les traitements au formol n’ont pas été exécutés sur une base régulière et une quantité 

très importante d’œufs étaient affectés par une infection fongique tout au long de l’incubation 

(Figure 51). En effet, des traitements fréquents au formol sont recommandés pour prévenir les 

infections fongiques lors de l’incubation des œufs de poisson (Colsante 1996, Morin 1996). Le 

moment d’éclosion se devait d’être hâtif pour des raisons de disponibilités limitées de l’outil de 

décompte de larves XperCountTM. Conséquemment, la température d’incubation a été 

particulièrement élevée et a permis un pic d’éclosion au 15e JPF à 208 DCJ plutôt qu’au 21e JPF 

à 231 DCJ (Figure 52). Ces deux facteurs combinés ont engendré une mortalité d’environ 80% 

durant l’incubation et nous ont forcés à réduire la densité de l’élevage à ~20 larves/L. De plus, 

les œufs provenaient de géniteurs qui étaient nourris avec de la moulée commerciale, susceptible 

de ne pas combler les besoins alimentaires particuliers de ces derniers (Kjorsvik 1990, Brooks et 

al. 1997).  Les conditions de l’incubation et l’alimentation des géniteurs ont un effet sur les œufs 

Figure 51 : Œufs atteints d’une infection fongique occasionnant des amas qui 
empêchent les échanges gazeux et qui mènent à la mort des œufs. 
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et conséquemment, sur le développement des larves (Beacham et Murray 1986, Brooks et al. 

1997) 
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Figure 52 : Température d'incubation (en bleu) et nombre de degrés Celsius jour (en rouge)
pour les années 2014 (ligne pleine) et 2015 (ligne pointillée). Les lignes noires verticales
correspondent au moment du pic d’éclosion. 
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CROISSANCE 

La croissance a été particulièrement élevée (0.90 mm/j) et correspond à ce que la littérature 

rapporte avec l’utilisation de ce type de moulée (Annexe E) (Tableau 9).  La température plutôt 

élevée d’élevage a définitivement eu un effet important sur la croissance des larves (Huh et al. 

1976, Nickum et Stickney 1993, Timmons et Ebeling 2010) (Figure 53). 

  

Tableau 9 : Survie (n larves finales /n larves au 5e JPE), longueur (mm) et croissance 
([longueur finale - longueur au 3e JPE] / [JPE final - 3]) des larves de doré nourries 
sous différents régimes alimentaires au Rathbun Fish Culture Research Facility. 
Adapté de Summerfelt et al. 2013a 

1991 25 FFK 68,2 26,2 0,81

1992 21 FFK 64,1 19,2 0,61

1997 24 FFK 67,0 22,9 0,70

1998 24 FFK 57,6 25,7 0,83

1999 24 FFK 63,7 25,4 0,81

2000 23 FFK 65,6 23,7 0,77

2001 26 FFK 61,9 23,2 0,65

2002 26 FFK 50,8 27,2 0,82

2004 28 INVE 21,6 22,2 0,56

GEMMA 56,8 27,7 0,78

2005 26 GEMMA 24,6 23,0 0,64

µGEMMA 22,3 26,8 0,80

2006 27 µGEMMA 34,9 28,5 0,84

Otohime 35,4 29,7 0,89

2007 25 Gemma 49,2 20,7 0,56

Otohime 72,9 25,6 0,79

2008 35 Otohime 32,6 36,4 0,88

2009 30 Otohime 65,1 32,7 0,90

2010 34 Otohime 76,0 37,3 0,94

Croissance 

(mm/j)
Année JPE Moulée Survie (%)

Longueur 

(mm)
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DÉVELOPPEMENT DE LA VESSIE NATATOIRE 

Méthode d’échantillonnage 

Cette expérience a permis d’identifier une méthode permettant d’obtenir des informations fiables 

quant au nombre de larves ayant développé leur VN qui n’avait pas été évalué par Barrows et al. 

(1993). Nous avons constaté qu’un sous-échantillonnage induit un biais, car les larves avec une 

VN sont généralement plus habiles dans l’eau et sont donc moins susceptibles d’être capturées 

par une puise. En effet, nous avons procédé à des estimations du DVN par des sous-échantillons 

et avons constaté qu’elles étaient toutes inférieures aux proportions réelles obtenues par un 
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Figure 53 : Suivi de la longueur des larves sous deux moyennes de températures
d’élevage différentes. (Ligne pointillée) 20°C en 2015. (Ligne pleine) 18°C en
2014 
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décompte de l’ensemble des larves d’un bassin que nous conservions pour faire des tests (B20 

de l’U24 du LARSA; Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de l'étude préliminaire de 

2014). Conséquemment, les informations sur le DVN obtenues lors de l’étude préliminaire de 

2014 étaient sous-estimées. Nous avons aussi tenté une méthode par photographie de l’ensemble 

des larves déposées dans un bac muni de rétroéclairage, mais sans succès. Malgré l’utilisation 

d’un appareil photo de haute qualité, il est impossible de distinguer si une larve a développé ou 

non sa VN (Annexe K) avec cette méthode. Pour ces raisons, nous avons donc procédé à un 

décompte complet de toutes les larves dans chacun des bassins. Comme un grand soin était 

apporté au bien-être des larves (manipulation délicate et bulleurs) une très faible mortalité a été 

observée au lendemain de l’échantillonnage (<1%). Cette méthode s’avère donc être la meilleure 

pour obtenir une proportion réelle de larves ayant développé leur VN et des sous-

échantillonnages sont à proscrire pour le futur. 

L’épaisseur de la microcouche d’huile à la surface de l’eau et la concentration des huiles dans les 

colonnes d’eau aurait était très pertinent à échantillonner (Boggs et al. 1998). Cette nouvelle 

information aurait permis de mettre en relation l’accumulation des huiles avec les différents 

traitements et la proportion de larves ayant développé une VN. Cette information, relativement 

simple à obtenir, devrait donc être échantillonnée lors de futures expériences sur le sujet.  

Analyses statistiques 

Bien que les résultats de l’ANOVA n’indiquent pas de différence significative, au seuil 

d’acceptabilité α= 0,05, de l’effet des traitements sur la proportion de larves ayant développé une 

VN, on peut raisonnablement parler d’une forte tendance (p=0,0581) (Tableau 8). Initialement, 

un plan en carré latin était prévu comme dispositif expérimental, mais les mailles de deux 

crépines (B26 et B27 de l’U24 du LARSA, Annexe A : Plan de l'unité 24 du LARSA lors de 

l'étude préliminaire de 2014) se sont rompues lors de l’échantillonnage final. Conséquemment, 

cette ligne a dû être éliminée de l’analyse statistique et a engendré une perte de puissance 

statistique. À titre informatif, les données sur le DVN ne s’éloignaient pas des moyennes de 

chacun des traitements.  

Jets d’eau de surface 

La tendance indique que le jet de surface d’un débit de 0,6 L/min n’est pas suffisant dans un 

système en recirculation pour permettre le DVN chez les larves de dorés (39 ± 7 %) (Figure 47). 

Ce faible débit suggéré dans la littérature est principalement basé sur des systèmes en circuit 



81 
 

ouvert (Summerfelt 2013a, Summerfelt 2013b, Clayton et Summerfelt 2010, Boggs et al. 2003, 

Moore et al. 1994). Le fait de recirculer la même eau, comme c’est le cas dans la présente 

expérience (95%), peut engendrer une accumulation des gras dans l’eau (Martin et al. 2010) ce 

qui expliquerait l’inefficacité de ce traitement et les meilleures performances du jet d’eau fort de 

1,2 L/min sur le DVN (58 ± 14 %) (Figure 47). 

Microbulles d’air 

La proportion de larves ayant développé leur VN était particulièrement élevée dans les bassins 

munis d’un microbulleur à pores fins (67 ± 9 %) (Figure 47). Une saturation d’oxygène plus 

élevée ne peut pas expliquer ces résultats (Summerfelt 1991). Deux explications peuvent éclaircir 

ces résultats, (i) les larves peuvent capter des bulles d’air dans la colonne d’eau (Goolish et 

Okutake 1999), croyant qu’il s’agit de proies ou, (ii) les bulles d’air engendrent un courant de 

remonté d’eau favorable à l’extirpation du film d’huile de surface (Colesante et al. 1986).  

Bien sûr, une explication n’exclut pas l’autre et un effet combiné est possible. Malheureusement, 

la disposition du traitement ne permet pas d’isoler l’un des deux facteurs. Aucune larve n’a pu 

être observée en train de capter une microbulle due à la turbidité de l’eau. De plus, la présence 

de ce tuyau au fond du bassin rendait l’entretien légèrement plus difficile. Cet aspect, ajouté au 

fait que l’installation de ce type de bullage ne se fasse pas simplement, rend plus ardu un transfert 

technologique en pisciculture. 

Absorbant d’huile 

Friedman et Bates (1988) ont démontré que l’ajout d’un tissu d’absorption d’huile à la surface de 

l’eau des bassins de culture augmentait le DVN chez les larves de bar rayé (Morone saxatilis). 

Cependant, Van Olst et al. (1990) n’ont obtenu aucun effet de l’ajout d’un tissu d’absorption 

d’huile semblable sur le DVN pour la même espèce. Chez le doré jaune, au 26e JPE, Summerfelt 

(1991) n’a obtenu que 13,1 % et 12,5% de la proportion de larves ayant développé leur VN avec 

et sans un tissu d’absorption d’huile de polypropylène respectivement. Ainsi, dans la présente 

expérience, le rondin d’absorption d’huile, commercialisé d’abord pour des déversements 

d’huiles et de pétrole (Annexe I : Informations détaillées sur le rondin absorbeur d'huile), a 

permis d’obtenir une très bonne proportion de larves ayant développé leur VN (66 ± 5 %) 

(Figure 47). Compte tenu de (i) son prix abordable, (ii) de sa facilité d’installation et (iii) de son 

efficacité pour capter le film d’huile de surface, il s’agit d’une excellente façon de faciliter le DVN 

des larves de doré dans les piscicultures en recirculation actuellement en opération. 
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MORTALITÉ 

La mortalité journalière ne présente pas de pic de mortalité aux alentours du 10e JPE tel que 

rapporté dans la littérature et observé lors de l’étude préliminaire de 2014 (Figure 54) 

(Summerfelt et al. 2013a, Summerfelt et al. 1996). Les densités d’élevage étaient différentes d’une 

année à l’autre et pourraient expliquer l’absence de ce pic de mortalité anticipé.  

 

Le décompte des larves au 26e JPE dévoile une survie moyenne de seulement 11 ± 4 % (Figure 

50). Une étude de Barrows et al. (1993) rapporte une survie de 11% pour des larves de dorés 

élevées dans des conditions similaires. Cependant, ces résultats contrastent fortement avec ce 

que l’on retrouve dans la littérature récente (52 ± 18 % entre le 21e et le 35e JPE) (Tableau 9) 

(Summerfelt et al. 2013a). Plusieurs éléments peuvent nous éclairer sur cette divergence. 

D’abord, dans ces études, les décomptes initiaux s’effectuent par une procédure volumétrique 

très imprécise (Summerfelt 2013a, Kindschi et Barrows 1991) comparativement à la méthode 

Figure 54 : Mortalité journalière, du 5e au 20e JPE, à deux densités d'élevage différentes 
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spectrophotométrique utilisée dans nos expériences (Figure 33). Ensuite, dans certaines études, 

les décomptes se déroulent au 5e JPE (2001, 2002, 2007, 2009 dans Tableau 9). Considérant que 

la majorité des larves sont mortes avant le 5e JPE, la survie finale des larves aurait été supérieure 

si nous avions procédé au décompte lors du 5e JPE (n larves au 26e JPE / n larves au 5e JPE = 

35 ± 5 %). De plus, toutes les études réalisées à la Rathbun Fish Culture Research Facility, 

présentées au Tableau 9, utilisaient des œufs de géniteurs de haute qualité, domestiqués depuis 

plusieurs générations et alimentés de façon plus spécialisée.  

ENTRETIEN 

L’entretien quotidien des bassins d’élevage a été considérablement réduit grâce à l’utilisation des 

crépines pleine longueur et du changement de taille de maille en cours d’élevage, mais demeure 

encore une tâche particulièrement demandant en termes de temps et de main d’œuvre. 

L’entretien a été estimé à environ 30 minutes par jour, à deux personnes pour un bassin de 150L 

ou 7h/semaine. L’utilisation de bassins de volume plus important et muni de bras magnétique 

autonettoyant permettrait de réduire considérablement le temps dédié à l’entretien et de passer 

plus de temps sur le suivi du développement des larves (Müller-Beleckea et al. 2015).  

  

Tableau 10 : Ressources nécessaires et succès de l’élevage pour trois stratégies de nettoyage des
bassins d’une écloserie de sandre (Sander lucioperca) d’après un modèle d’élevage larvaire de 100 000 
larves par bassin de 3m3. Adapté de Müller-Beleckea et al. (2015).

Autonettoyant
a

Manuel
b

Transfert
c

Investissement pour un bassin de 3m
3
(€) 5500 2500 3500

Espace requis (m
2
) 6 6 9

Temps de nettoyage (h/sem) 3,5 17 4

Perte de larves associé au nettoyage (%/jour) 0,1 3 1,1

Survie jusqu'au 40e JPE (%) 22,8 8,7 16
a
 : Bassin muni d'un bras magnétique autonettoyant
b
 : Nettoyage manuel par siphonage
c
 : Transfert des larves vers des bassins propres au besoin
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CONCLUSION 

Tous les intervenants du secteur aquacole s’entendent pour dire que le développement durable 

de l’aquaculture en eau douce devra se faire en utilisant les technologies de recirculation et de 

traitement de l’eau afin de la réutiliser et de capter les déchets des poissons. La rentabilité des 

investissements nécessaire à l’établissement de ce type de technologies est tributaire des 

performances de l’élevage et de la valeur marchande du produit. Les percidés, comme le doré 

jaune (Sander vitreus), sont des candidats exemplaires pour pratiquer l’élevage en recirculation au 

Québec, compte tenu de leurs préférences thermales, de leur croissance élevée, de leur tolérance 

à différentes fenêtres de paramètres physico-chimiques, mais surtout de leur prix de vente qui 

peut atteindre jusqu’à 60$CAN le kilogramme pour des filets sauvages. De plus, depuis quelques 

années, il y a un engouement vis-à-vis les approches multitrophiques, telle l’aquaponie, pour 

valoriser les déchets aquacoles et d’augmenter les revenus d’une pisciculture. Les percidés sont 

des candidats de choix en aquaponie, car ils sont parmi les seules espèces de poissons, dont on 

peut faire la vente au Québec, qui ont une haute valeur marchande, mais surtout qui tolèrent les 

températures d’eau élevées que nécessitent la plupart des plantes maraichères pour leur 

croissance (20°C et plus). Assurément, le savoir-faire et les techniques qui ont été développées 

au cours de ce projet seront transférables à d’autres espèces apparentées telle la perchaude. De 

plus, le doré est une espèce priorisée par plusieurs instances publiques et parapubliques et 

correspond donc aux attentes de développement de l’industrie aquacole.  

 

Nos travaux ont mis en lumière plusieurs éléments qui faciliteront l’élevage larvaire intensif du 

doré dans un système en recirculation.  

 

1. Les nouvelles moulées commerciales enrichies de farines de krills sont suffisamment 

appétantes pour ne pas nécessiter d’ajout de nourriture vivante comme l’artémie. 

Cependant, des alternatives devraient tout de même être envisagées, car (i) ce type de 

moulée dépend d’une ressource naturelle fragile, (ii) n’est fabriqué que par de rares 

fournisseurs asiatiques et (iii) est sujet à des interdictions d’importation au Canada. 

L’inclusion de farine d’insectes, pour substituer le krill, présente une avenue intéressante 

qui suscite de plus en plus d’intérêt parmi la communauté scientifique. Des nouvelles 
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études permettraient de valider l’appétence de la farine d’insectes comme substitution au 

krill dans les moulées commerciales de percidés. 

2. Les crépines pleine longueur avec des tailles de maille variables (Annexe G) sont un 

moyen efficace de réduire l’entretien journalier lié à l’élevage larvaire intensif de larves 

tout en prévenant les larves de s’échapper. Néanmoins, cet entretien demeure majeur et 

représente un enjeu économique de taille compte tenu de la main-d’œuvre nécessaire. 

Des bassins autonettoyants adaptés à l’élevage larvaire des percidés et possédant un bras 

de raclage magnétique devraient être envisagés dans de futurs projets de recherche afin 

de stimuler le transfert technologique vers les piscicultures. 

3. Les jets d’eau de surface ayant un débit inférieur à 0,6L/min ne sont pas suffisants pour 

émulsifier efficacement le film d’huile de surface, qui contribue au non-gonflement de la 

vessie natatoire, dans les systèmes en recirculation. Conséquemment, l’ajout d’un rondin 

d’absorption d’huile, disposé à la surface, est un moyen efficace pour favoriser le 

développement de la vessie natatoire des larves de dorés dans les systèmes en 

recirculation. Cette méthode est peu coûteuse et facilement transférable et pourrait être 

combinée à un microbullage pour de potentiels meilleurs résultats.  
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ANNEXE A : PLAN DE L'UNITÉ 24 DU LARSA LORS DE L'ÉTUDE 

PRÉLIMINAIRE DE 2014 
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ANNEXE B : PROCÉDURE NORMALISÉE DE SUIVI DU 

DÉVELOPPEMENT D’ŒUFS DE DORÉS 
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ANNEXE C : LE XPERCOUNT, SEAU DE DÉCOMPTE 

D’ORGANISMES AQUATIQUES PAR SPECTROPHOTOMÉTRIE 



99 
 

  

ANNEXE D : DÉTAILS SUR L’ARGILE UTILISÉE POUR 

INDUIRE LA TURBIDITÉ DANS L’EAU 
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ANNEXE E : FORMULATION DE LA MOULÉE COMMERCIALE 

OTOHIME MARUBENI NISSHIN FEED CO. LTD 
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ANNEXE F : FORMULATION DE LA MOULÉE COMMERCIALE 

GEMMA WEAN DE SKRETTING CANADA INC. 
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ANNEXE G : CRÉPINE DE 18PO ÉLABORÉE D'APRÈS LE MODÈLE 

DE CLAYTON ET SUMMERFELT (2011) 

Figure G-1 : Décomposition des pièces des crépines utilisées lors de l’étude sur le développement de la vessie natatoire en 2015.
Crédit : Éric Caron 
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Figure G-2 : Différents angles de vue des crépines utilisées lors de l’étude sur le développement de la vessie natatoire
en 2015. Crédit : Éric Caron 
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0.12 0.12 0.12 0.14 0.14 0.14 0.14 0.14 0.14 0.1 0.1 0.1

ANNEXE H : PATRON DE LA DISTRIBUTION DE LA LUMIÈRE DE 

L’UNITÉ 24 DU LARSA DE L’UNITÉ 24 DU LARSA 

Figure H-1 : Radiance lumineuse exprimée en 1014·quanta·cm-2·sec-1 de chacun des bassins. Mesuré à 40% 
d’intensité lumineuse avec un QSL-100 (Biospherical Instruments Inc., No. Série : 1332). Plus un carré est 
foncé moins il y a de lumière. Le nombre au-dessus des bassins est le numéro du bassin. Les bassins utilisés 
lors de l’expérience sur le DVN en 2015 sont les bassins 16 à 19 et 26 à 35.  

http://www.rapport-gratuit.com/
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ANNEXE I : INFORMATIONS DÉTAILLÉES SUR LE RONDIN 

ABSORBEUR D'HUILE
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ANNEXE J : CERTIFICAT D’ANALYSE DE LA TURBIDITÉ DE LA 

FORMAZINE DE CALIBRATION 
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ANNEXE K : TENTATIVE DE DÉCOMPTE DES LARVES AVEC UNE VN
DANS UN BAC MUNI DE RÉTROÉCLAIRAGE 


