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AVANT-PROPOS

Lholothurie de sable est sans doute lespéce tropicale d’holothurie qui revét la plus forte valeur marchande, dont
le produit transformé est appelé béche-de-mer. Elle est présente dans de nombreuses parties de la région indo-
pacifique. On la trouve dans les zones coti¢res peu profondes et facilement accessibles aux pécheurs du littoral. La
béche-de-mer de premiére catégorie se vend a des prix tres élevés sur les marchés internationaux, lexposant ainsi
aux risques de surexploitation. Ce fait a été hélas vérifié dans la plupart des zones riches en holothuries de sable. Si
I'holothurie de sable figurait il y a vingt a trente ans parmi les principales composantes des pécheries d’holothuries,
elle ne représente plus aujourd’hui qu'une proportion relativement minime des exportations.

Il n'est pas surprenant de voir le grand intérét que suscite la reconstitution des stocks d’holothuries de sable. Les

communautés cotieres de pécheurs ne disposent pas ou peu d’autres sources de revenus. Si la reconstitution des stocks

doit impérativement passer par une meilleure gestion de la péche et, plus précisément, par des mesures destinées a

sauvegarder les stocks de géniteurs restants, 'aquaculture pourrait, elle aussi, contribuer a restaurer les populations de

cette espéce de grande valeur de trois fagons différentes:

> Elevage et lacher de juvéniles dans le cadre de programmes de reconstitution des stocks afin d’augmenter le
nombre de géniteurs, mais uniquement dans les sites ou il existe d’autres formes de gestion;

»  Opérations de “ pacage en mer” consistant a placer des juvéniles délevage dans leur milieu naturel et a les
recueillir une fois qu’ils ont atteint leur taille adulte, avant tout épisode de reproduction;

> Elevage de juvéniles dans des bassins en terre et des enclos marins.

Le présent manuel constitue un guide a l'intention des organismes publics et des professionnels du secteur privé
qui souhaitent adopter 'une de ces méthodes de reconstitution des stocks d’holothuries de sable. Ainsi, le manuel
explique les méthodes fondamentales d’induction de la ponte et délevage des juvéniles d’holothuries de sable. Inspiré
du travail de pionnier réalisé en 1988 au Centre de recherche de Tuticorin du CMFRI (Central Marine Fisheries
Research Institute) en Inde, cet ouvrage repose principalement sur les méthodes mises au point et appliquées par le

WorldFish Center (ex-ICLARM) aux Iles Salomon, au Vietnam et en Nouvelle-Calédonie.

Les informations fournies dans le manuel permettront au personnel des écloseries de produire des holothuries
de sable qui pourront étre lachées en assez grand nombre (dizaines de milliers d’individus) et de fagon réguliere
dans leur milieu naturel. Toutefois, l'ouvrage ne prétend pas a lexhaustivité. Il s’agit plutdt d’un état des lieux des
connaissances actuelles.
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BIOLOGIE ELEMENTAIRE DES HOLOTHURIES DE SABLE

Comment identifier une holothurie de sable?

Lholothurie de sable a un corps allongé, ovale et massif. Sa face dorsale relativement lisse est tapissée de petites
papilles (podia sensoriels) tachetées de noir. Sa couleur varie du gris au noir et présente des ridules noires transversales.
Généralement blanchatre, sa face ventrale est aplatie. Sa bouche est située a lextrémité antérieure du corps, sur la
face ventrale. De forme ovale, elle est entourée de 20 petits tentacules peltés. Son anus se trouve sur la face dorsale,
a lextrémité postérieure du corps.

Les holothuries de sable sont des échinodermes, cousins des étoiles de mer et des oursins. La taxonomie exacte de
I'holothurie de sable est la suivante:
Phylum: Echinodermes
Classe: Holothuroidea (munie de podia)
Ordre: Aspidochirotida (possédant des tentacules peltés)
Famille: Holothuriidae (caractérisée habituellement par un corps circulaire et une seule touffe
de gonade)
Genre: Holothuria (Metriatyla) Rowe, 1969
Holothuria (Metriatyla) scabra Jaeger, 1833

Figure 2.
Holothuries de sable.
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N s
Taille adulte: 12-36 cm de longueur
Poids adulte: 200-1 500 g
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Biologie: complément d’information

Lanatomie générale de Iholothurie de sable est
semblable a celle des autres holothuries. La gonade
(ovaire ou testicule) formée d’une touffe de filaments se
termine par le gonopore, orifice génital situé a lextrémité
antérieure du corps, sur la face dorsale. Uappareil digestif
se compose de la bouche, de I'eesophage, de l'estomac, de
Iintestin, du cloaque et de I'anus. L'appareil respiratoire,
utilisé par 'holothurie de sable pour prélever loxygeéne,
se trouve a lextrémité postérieure du corps et débouche
sur le cloaque. Le tégument utilisé pour la production de
la béche-de-mer représente environ 56 % du poids total

frais de I’holothurie de sable.

Lholothurie de sable se déplace grice aux pieds
ambulacraires (podia) répartis en grand nombre sur sa face
ventrale, et en actionnant les muscles de son tégument.

Elle se nourrit de matiéres organiques trouvées dans
le sédiment (vase ou sable). Elle semble s’alimenter de
facon continue et se sert de ses tentacules peltés pour
apporter le sédiment a sa bouche.

La plupart du temps, lholothurie de sable est
enfouie partiellement dans le sédiment. Son cycle
journalier denfouissement varie selon les conditions
environnementales.

Sa croissance dépend du milieu environnant et de la
période de T'année. Lholothurie de sable grandit en
moyenne de 0,5 cm par mois, ce qui correspond a une
croissance de 14 g par mois. Lorsque les conditions
sont favorables, elle peut atteindre 300 g en un an. La
longévité de I'holothurie de sable reste inconnue; elle est
estimée 2 environ dix ans.

Les holothuries possédent de minuscules plaques
calcaires, appelées spicules, dans leur tégument. L'examen
microscopique des spicules permet de différencier les
espéces. Les holothuries de sable possédent des spicules
en forme de tourelles et de boutons noduleux.

Lholothurie de sable atteint sa maturité sexuelle a partir de
200 g. Il ne semble exister aucune corrélation apparente en-
tre la fertilité (production dovules) et la taille de I'animal.

Comme les autres holothuries, 'holothurie de sable est
capable de régénérer certains de ses organes. Lorsquelle
passe de longues périodes hors de leau, subit 'agression de
produits chimiques, ou encore est manipulée au cours de
la collecte et du transport ou stressée par des prédateurs,
elle a la faculté dexpulser ses organes internes. Ceux-ci se
régénerent en lespace de deux mois.

Les holothuries tropicales dont 'holothurie de sable ont le
pouvoir de libérer de grandes quantités de toxines présentes
dans leur tégument et leurs viscéres. Ces toxines engendrent
chez les poissons de fortes douleurs, des pertes déquilibre et
la mort, mais sont inoffensives pour 'Thomme.

Ou trouver les holothuries de sable ?

On trouve les holothuries de sable dans un grand nombre
de pays de la zone indo-pacifique, de I'Afrique de 'Est
au Pacifique oriental. Elles sont généralement localisées
dans la fourchette de latitudes allant de 30° N 4 30° S.

Les eaux tropicales peu profondes, en général 4 moins de
vingt métres de profondeur, constituent leur habitat de
prédilection. On les trouve par exemple dans des zones
abritées particulierement riches en éléments nutritifs,
telles que les substrats vaseux et les herbiers. Les
holothuries de sable peuvent tolérer des eaux de faible
salinité (20 ppt) pour de courtes périodes et sont parfois
présentes dans les eaux saumatres.

Figure 3. Distribution géographique des holothuries de sable.



STOCKS DE GENITEURS

Quand faut-il prélever les géniteurs ?

I1 convient de collecter les géniteurs pendant la saison
de reproduction afin quils puissent se reproduire
immeédiatement.

La saison de reproduction de cette espéce varie d’un
pays a lautre. Dans les pays proches de léquateur, les
holothuries de sable se reproduisent tout au long de
Pannée. A mesure que lon s'approche de 25° de latitude,
la saison se réduit a de courtes périodes estivales de trois
mois. Dans certains pays, on peut observer deux pics de
reproduction par an. Il est important de connaitre les
périodes de cette saison de reproduction.

==

=

Figure 5. Collecte des géniteurs.

Nombre et poids des géniteurs

Un groupe de 30 a 45 animaux est généralement utilisé
pour assurer la libération des gameétes chez un petit
nombre dentre eux.

Le poids moyen idéal des géniteurs devrait avoisiner 500 g.
Cependant, dans certains pays tels que le Vietnam, les
géniteurs peuvent avoir un poids inférieur (250-415 g).

I1 est important que les géniteurs collectés soient en bon
état général, sans lésions apparentes du tégument. Leur
tégument doit avoir un aspect lisse et brillant, recouvert
d’une fine couche de mucus transparent. Lorsque
I'holothurie est manipulée et dérangée, elle réagit en
bougeant.

Il est impossible de distinguer les individus males
des femelles de par leur morphologie externe. Le
sexe de I'animal peut étre déterminé par I'examen
des gonades apreés biopsie ou dissection, ou lors de
la libération des gametes.

Transport des géniteurs vers I'écloserie

En mer, les géniteurs prélevés doivent étre placés dans
des bacs isothermes contenant de leau de mer. Il est
nécessaire de prévoir de quoi oxygéner l'eau de mer si le
transport dure plus de deux heures. Il est recommandé
de laisser les animaux déféquer dans les bacs avant de les
transférer dans des sacs en plastique.

Pour le transfert des géniteurs du bateau au véhicule qui
les amenera a Iécloserie, les animaux doivent étre nettoyés
délicatement puis emballés individuellement dans des
sacs en plastique oxygénés contenant 11d’eau de mer. Les
sacs doivent étre placés dans des bacs isothermes durant
le transport. Les bacs doivent étre protégés du soleil afin
de maintenir la température entre 27 et 30 °C.

Figure 6. Géniteurs emballés individuellement dans des sacs
en plastique et placés dans un bac isotherme.

Dans de telles conditions de transport, les animaux
peuvent supporter de faibles concentrations en oxygene
et des températures élevées (jusqua 30 °C) pour de
longues périodes (plus de 80 heures) sans séviscérer.
Cependant, il est préférable de les conserver dans des
conditions optimales afin d’éviter tout stress qui pourrait
induire une libération prématurée des gameétes.

Le transport d’holothuries de sable dans des
serviettes humides pendant plusieurs heures donne
des résultats mitigés.

Important

> Eviter les changements brusques de tempéra-
ture et les longues périodes hors de 'eau

>  Ne pas abimer le tégument des animaux. Les
manipuler avec précaution

> Eviter les chocs durant le transport par route
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Stockage des géniteurs dans des bacs,
des enclos marins et des bassins en terre

Les géniteurs immatures peuvent étre maintenus en
captivité jusqua leur maturité. De méme, les géniteurs
ayant pondu peuvent étre stockés a proximité de
Técloserie en vue d’étre réutilisés par la suite. Les animaux
peuvent étre stockés dans des bacs, des enclos marins ou
des bassins en terre.

Bacs

Figure 7. Géniteurs maintenus dans des bacs contenant
du sable.

Des bacs a fond plat de 1 000 a 4 000 litres sont placés
a lextérieur dans une zone ombragée pour recevoir les
géniteurs. Ils doivent présenter une couche de 102 15 cm
de sable ou de vase. Les géniteurs doivent étre nourris a
raison de 50 g par jour d’aliments. Les aliments suivants
conviennent bien aux holothuries de sable: tétes de
crevettes, poudre de soja, son de riz et plantes marines en
poudre. I1 est important de veiller 4 ce que les géniteurs
ne perdent pas de poids. Les géniteurs sont maintenus
4 une densité de 15-30 animaux pour un bac de 1 000
litres avec une bonne aération. Un renouvellement en
eau est réalisé tous les jours.

Des géniteurs stockés a faible densité dans des bacs
contenant du sable, en renouvellement continu deau
de mer et avec un apport d’aliments (poudre d’algues
et granulés pour crevettes), peuvent se reproduire
plusieurs fois.

Enclos marins

Figure 8. Enclos marin.

Les enclos marins doivent étre situés a proximité
de Técloserie afin de faciliter le suivi des animaux. La
superficie de l'enclos marin doit avoisiner les 800 m?
et la densité doit étre inférieure a 200 g/m?. L'apport
d’aliments nest pas nécessaire. La survie des géniteurs
dans les enclos marins est souvent trés élevée. Cependant,
en fonction des conditions environnementales du site,
leur croissance pourra étre inférieure a celle observée
dans les bassins.

Bassins en terre

Figure 9. Bassins en terre.

Les bassins en terre (450-1 500 m?) utilisés pour stocker
les géniteurs de crevettes conviennent a lélevage des
géniteurs d’holothuries de sable. Le sédiment des bassins
doit étre friable, de préférence sablo-vaseux et dépourvu
de gros cailloux. La profondeur de l'eau des bassins ne
dépassera pas un metre. Les bassins doivent étre remplis
aumoins deux semaines avantl'introduction des géniteurs
pour permettre le développement naturel du plancton. La
densité de stockage doit étre inférieure a 250 g/m?. Il est
indispensable de procéder a un renouvellement partiel et
journalier ou en continu (24 h/24) de l'eau des bassins.
Lapport d’aliments ne devrait pas étre nécessaire. Les
parameétres physico-chimiques de leau (température,
concentration en oxygéne dissous et salinité) doivent
étre relevés régulierement, au quotidien si possible.



Problémes éventuels: de fortes précipitations peuvent entrainer une stratification de I'eau des bassins. On peut
détecter ce phénomene a la présence d’une fine couche d’eau douce a la surface du bassin. La stratification peut
engendrer, entre autres, les conséquences suivantes: élévation de la température, diminution de la concentration
en oxygene dissous, surtout au niveau des couches inférieures, apparition de zones anaérobies dans le sédiment.
L’ensemble de ces conditions extrémes peut étre dangereux pour I'holothurie de sable, espéce benthique a
déplacement lent, et peut provoquer la mort de 'ensemble du stock de géniteurs en quelques jours seulement.

COMMENT SURMONTER CES PROBLEMES

Température élevée et
faible concentration en
oxygene dissous

(de préférence tot le matin).

Veérifier régulierement la température et la concentration en oxygene dissous de 'eau

Augmenter le débit du renouvellement en eau, de préférence pratiquer un
renouvellement en continu (24 heures sur 24).

Installer des aérateurs ou tout autre matériel d’aération des bassins, ce qui permettra
de mieux oxygéner les couches inférieures des bassins, ot se trouvent les animaux.

Fortes précipitations

intérieur (si possible).

Evacuer la couche d’eau douce présente en surface en ajustant la hauteur du trop-plein.
En cas d’alerte cyclonique, transférer les animaux des bassins vers des bacs placés en

|

Figure 10. Nourrissage des géniteurs.

Comment améliorer le taux de réussite de ponte?

I1 semble plus facile de faire se reproduire des géniteurs
maintenus en captivité pendant plusieurs mois, voire
deux ans, que des animaux stockés dans des enclos
marins ou prélevés directement dans le milieu naturel.
Autre avantage du maintien des géniteurs en bassin: ils
se reproduisent généralement plus tét dans la saison
que les animaux vivant dans le milieu naturel, sans
doute a cause des températures plus élevées dans les
bassins. Il n'est toutefois pas indispensable de stocker
les géniteurs dans des bassins ou des bacs pendant
plusieurs mois avant la ponte. Aux Iles Salomon, par
exemple, on a souvent induit la ponte d’holothuries de
sable fraichement collectées.

Pour chaque site, les avantages et les inconvénients du
stockage des géniteurs en captivité ou de leur collecte
dans le milieu naturel doivent étre évalués.

Résumé

>

\4

\4

A4

A\

A\

Ilest nécessaire de disposer de 30 a 45 géniteurs
(poids moyen individuel: 500 g) pour induire la
ponte.

Pour les géniteurs péchés dans le milieu naturel,
ilfautpréleverdesanimaux maturesetenbonne
santé pendant la saison de reproduction.
Transporter les géniteurs individuellement dans
des sacs en plastique oxygeénés remplis d’eau de
mer, placés dans des bacs isothermes a 27-30 °C.
Eviter les changements brusques de température
et tout autre choc au cours du transport.

On peut maintenir les géniteurs: (a) dans des
bacs (15 a 30 animaux pour 1 000 |) contenant
du sable ou de la vase, en renouvellement d’eau
continu et avec un apport d’aliments; (b) dans
des enclos marins de 800 m? a une densité
inférieure a 200 g/n?*; et (c) dans des bassins
en terre a une densité inférieure a 250 g/n??, en
renouvellement d’eau continu.

Une bonne gestion des bassins des géniteurs est
nécessaire afin d’éviter les températures trop
élevées et les faibles concentrations en oxygéne
dissous dues a la stratification des eaux lors
de fortes précipitations. Il faut maintenir la
salinité entre 28 et 36 ppt.

Pour chaque site, il faut évaluer les avantages
et les inconvénients du maintien des geéniteurs
en captivité ou de leur collecte dans le milieu
naturel.
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Figure 11. Géniteurs placés dans le bac de ponte avant I'induction
(30 a 45 animaux sont recommandés).



PONTE

Préparation des géniteurs pour la ponte

1. Utiliser un bac a fond plat d’'un volume maximum
de 2 m?3. Prévoir un couvercle et des résistances
chauffantes afin de maintenir une température
constante de l'eau pendant la nuit.

2. Nettoyer le bac et désinfecter avec du chlore
(hypochlorite de sodium). Le remplir deau de mer
filtrée & 1 pm et stérilisée aux UV, a4 température
ambiante (< 30°C), a hauteur de 30 2 40 cm. Prévoir
une aération modérée de l'eau.

3. Nettoyer délicatement les 30 a 45 géniteurs avant de
les placer dans le bac.

4. Siphonner le fond du bac, afin de retirer le sédiment
et les excréments, jusqu’a ce que le premier animal
relache ses gametes.

5. Une fois les pontes terminées, remettre les géniteurs
dans leurs bacs, leurs enclos marins ou leurs bassins.
Les y replacer également en cas déchec de la ponte.

6. Utiliser diftérents groupes d’animaux pour chaque
ponte.

Notes

> Lestressinduitparlacollecte et le transport est
souvent suffisant pour induire spontanément
les pontes. les pontes spontanées ont
genéralement lieu 'aprés-midi, le soir et/ou la
nuit de la journée de la collecte des géniteurs.
On a souvent observé des pontes juste avant
la pleine lune et la nouvelle lune, mais il est
également possible d’induire les pontes a
d’autres périodes.

A4

Figure 12. Gros plan sur les géniteurs dans le bac de ponte.

Induction de la ponte chez les holothuries de
sable

[ g%
Figure 13. Choc thermique froid.

Choc thermique

> Elever la température de leau de 3 2 5°C pendant
une heure, soit en ajoutant de l'eau de mer chauffée,
soit en plagant des résistances chauffantes dans le
bac de ponte.

Maintenir la température de l'eau entre 28 et 32°C.
Brasser leau afin de maintenir une température
homogene.

Si la température ambiante de l'eau est supérieure
a 30°C, refroidir l'eau du bac de ponte pendant
une heure, avant de procéder au choc thermique
chaud. Pour ce faire, abaisser le niveau de l'eau dans
le bac de ponte et ajouter des sacs en plastique
fermés hermétiquement contenant de la glace afin
d’abaisser rapidement la température de leau de
5°C en dessous de I'air ambiant. Pratiquer ensuite le
choc thermique chaud susmentionné.

Apres le choc thermique, remplacer l'eau du bac de
ponte par de leau de mer a température ambiante,
en veillant 4 recouvrir les animaux.

A4
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Extraction de gonades

» Disséquer quelques animaux pour extraire les
gonades d’un ou deux males matures.

»  Conserver les gonades 2 5°C afin de prolonger la
durée de vie du sperme.

»  Ajouter des gameétes miles fraichement mixés dans
le bac de ponte, dans une eau de mer a température
ambiante, pour stimuler la ponte.

Jet d’eau sous pression

»>  Placer les géniteurs dans un bac vide (sans eau) a
lombre pendant une demi-heure environ avant de
les asperger d’'un jet deau de mer pendant quelques
minutes.

Transférer les géniteurs dans le bac de ponte dans
une eau de mer a température ambiante.

\'4
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e
Figure 14. Mise a sec des géniteurs.

Mise a sec

»  Laisser les animaux dans le bac de ponte sans eau
ou dans environ 2 cm deau de mer pendant 30 & 45
minutes. Maintenir les animaux a lombre.

Remplir le bac deau de mer a température

\4

ambiante.

Figure 15. Bain de Spirulina.

Stimulants alimentaires

»>  Ajouter de la poudre d’algues séchées (Spirulina a une
concentration de 30 g pour 300 a 500 1, ou Algamac
2000 a une concentration de 0,1 g/1). Brasser leau et
laisser le mélange pendant une heure.

Apreés une heure, retirer du bac autant d’impuretés
que possible et remplacer I'eau par de l'eau neuve a

\4

température ambiante.

Traitements combinés

I1 est souvent nécessaire de recourir a une combinaison
de traitements afin d’induire la ponte. Les meilleures

combinaisons sont les suivantes:

A
1. Mise a sec

Probléme éventuel: aprés deux jours d’essais de
ponte, il se peut que les géniteurs perdent leur mucus
et que leur tégument présente des lésions blanches
dues au stress et aux manipulations. Réduire au
minimum la manipulation des animaux.

Observation du comportement des géniteurs

Figure 16. Comportement de pré-ponte.

Le comportement des holothuries de sable indique
souvent que la ponte est imminente. Les comportements
précédant la ponte, dits de pré-ponte, incluent:

»  les roulements

» les contractions

» le redressement et le balancement de lextrémité
antérieure du corps

» lascension des parois du bac

Figure 17. Animal redressé, prét a pondre.

B C
1. Choc thermique chaud 1. Mise a sec

2. Choc thermique froid

2. Bain de Spirulina 2. Choc thermique chaud

3. Choc thermique chaud

3. Bain de Spirulina




Généralement, les males expulsent leurs gameétes avant
les femelles, qui, elles, commencent & pondre une heure
(parfois plus tot ou plus tard) aprés la premiere émission
de gametes males.

Lors de la reproduction, les miles se redressent et se
balancent latéralement, en expulsant leur sperme en un
jet continu. Les males liberent leurs gamétes pendant
plusieurs minutes, voire plusieurs heures, méme lorsquon
les dérange. Les femelles, elles, redressent leur corps avant
d’expulser leurs ovocytes en un puissant jet provenant de
leur gonopore renflé. Les femelles peuvent pondre 2 4 3
fois sur une période d’'une heure ou plus, mais, souvent,
elles arrétent de pondre si elles sont dérangées.

Noter toutes les informations relatives aux essais de

ponte,y compris celles concernant les échecs. Cela permet

d’améliorer le taux de réussite des essais de ponte suivants.

11 est conseillé de noter les informations suivantes:

» nombre total de males et de femelles ayant libéré
leurs gameétes

»  heure alaquelle chaque individu a libéré ses gametes,
et commentaires

»>  observations des ovocytes” (pourcentage de formes

régulieres et irrégulieres, pourcentage dovocytes

fécondés, diamétre)

poids de chaque géniteur

\'4

La fécondité naturelle se situe entre 9 et 17 millions
d’ovocytes par femelle, mais, lorsque la ponte est
induite, les femelles n’émettent généralement
qu’une fraction de ces ovocytes, soit 1 a 2 millions,
avec parfois des pointes jusqu’'a 4 a 6 millions
d’ovocytes.

Que faire en cas d’échec de la ponte?

»  Siles géniteurs ne réagissent pas lors de I'induction
de la ponte, essayer différentes méthodes de
stimulation.

Lorsque les géniteurs présentent un comportement
de pré-ponte mais qu'ils ne libérent pas leurs
gameétes, pratiquer une biopsie ou une dissection
sur plusieurs animaux. Examiner les gonades au
microscope pour voir si les animaux sont matures.
Les ovaires matures sont translucides et les testicules
matures ont une apparence laiteuse.

Commencer l'induction de la ponte tard le soir.
Généralement, dans le milieu naturel, les holothuries
de sable se reproduisent la nuit.

\4
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*  Les ovocytes sont les gametes femelles. On utilise le terme

d'ceufs pour désigner les ovocytes fécondés.

Afin de réduire le risque de perte d’ovocytes émis lors

de pontes spontanées ou tardives pendant la nuit:

> Garder les géniteurs dans un bac de ponte avec
un renouvellement en eau continu;

» Installer un deuxiéme bac en série avec le
premier, équipé d'un filtre de 100 um placé
au niveau du trop-plein, et muni d’un systeme
d’aération modérée, afin de maintenir les
ovocytes en suspension pendant la nuit jusqu’a
leur collecte le lendemain matin. Equiper
les bacs de diffuseurs d’air, de résistances
chauffantes et d’un couvercle pour maintenir
eau a une température constante au cours de
la nuit.

La premiére femelle vient de pondre!
Comment gérer la fécondation?

Figure 18. Holothurie de sable en train de pondre.

Gestion des males

Noter quune quantité excessive de sperme dans le bac
de ponte provoque une polyspermie (cest-a-dire une
fécondation multiple). La polyspermie peut réduire le
taux de fécondation, affecter le développement des ceufs,
et provoquer des déformations chez les larves.

»  Sileau du bac de ponte devient trouble a cause d'un
exces de sperme, réduire la quantité de sperme en
siphonnant une partie de leau tout en ajoutant de
leau neuve, ou procéder a un renouvellement en eau
continu.

Pour éviter d’avoir un excés de sperme dans le bac
de ponte, retirer la plupart des males et les transtérer
dans de petits bacs peu de temps aprés qu'ils ont
commencé a libérer leur sperme. La plupart du
temps, ils continueront a expulser du sperme.

» Laisser un ou deux males en train de libérer des
gametes dans le bac jusqua ce que la premiere
femelle expulse ses ceufs. Garder les géniteurs les
plus actifs.

Noter 'heure a laquelle les méles commencent a
libérer leur sperme, ainsi que le nombre de males
en action. Le sperme reste actif pendant plusieurs
heures.

\4

\4




16

Gestion des femelles

»  Noter I'heure a laquelle les femelles commencent
a pondre. Cela sera utile pour suivre la progression
des stades de développement de l'ceuf.

»  Prévoir une aération modérée afin de maintenir les
ceufs en suspension.
»  Compter et noter le nombre démissions dovocytes

par femelle. Les femelles pondent généralement
deux a trois fois. Une fois que les femelles ont fini de
pondre (clest généralement évident car elles cessent
de se tenir dressées), retirer tous les géniteurs (males
et femelles). Remettre les animaux dans leur bac,
leur enclos marin ou leur bassin.

Les males qui ont commencé a reldacher leur sperme
pourraient étre isolés dans de petits bacs. Puis,
l'ajout d’une quantité déterminée de sperme dans
le bac des femelles serait une fagon d’éviter le risque
de polyspermie et permettrait de promouvoir la
diversité génétique.

Important

> Eviter de déranger ou de déplacer les femelles
lorsque vous retirez les males en exceés afin de
ne pas interrompre la ponte.

Observation des stades de développement des ceufs

»  Apres la premiere émission dovocytes, prélever un
échantillon dans la colonne d’eau a I'aide d’un petit
bécher.

Mesurer le diametre des ovocytes a l'aide d’un
microscope possédant un oculaire muni dun
micrometre.

Noter ces mesures ainsi que d’autres observations,
comme le stade de développement de T'ceuf et son
diametre, le pourcentage d’ceufs sphériques réguliers,
et le taux de fécondation.

Renouveler ces observations toutes les 20 a 30
minutes.

\4
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Les ovocytes fraichement émis sont blancs, sphériques,
et visibles a I'ceil nu. Leur diameétre varie de 80 a 200 pm,
mais ce chiffre différe énormément selon la localisation

géographique des holothuries de sable.

Les spermatozoides ne sont pas visibles a lceil nu. A
examen au microscope, ils apparaissent sous la forme de
petits points noirs actifs regroupés autour des ovocytes.

A g
Figure 19. Ovocyte fécondé (ceuf).

La membrane des ovocytes tout juste fécondés est
épaisse. Si de nombreux spermatozoides continuent a se
rassembler en grappe autour de l'ovocyte (polyspermie),
on observera un développement irrégulier de ce dernier.

b

Figure 20. Un ovocyte fécondé et des ceufs aux stades
2 cellules et 4 cellules.

Collecte des ceufs dans le bac de ponte

»  Utiliserun petitbécherafinde préleverun échantillon
d'ceufs dans la colonne d'eau pour estimer le taux de
técondation et le pourcentage d'ceufs 4 un stade de
division cellulaire avancé.

S’assurer que le taux de fécondation est élevé et que
la majorité des ceufs présente un stade de division
cellulaire avancé. Il faut compter au moins une
heure apres la fécondation.

Attendre au moins une heure aprés la fécondation
avant de prélever les ceufs.

\4



»  Siphonner lentement l'eau du bac en récupérant les Estimation de la densité des oeufs
ceufs dans un tamis de 50 2 80 pm placé dans une
ba'sts%l' ¢ (ﬁgure 22,)' 5 ass%rc.ei’ que lelﬁltre %u ta'rmi »>  Transférer régulierement et avec précaution les ceufs
SOIL bIen IMMETgE pour eviter que 1es oculs soien collectés, a I'aide de béchers, dans des seaux propres
s @ sec. . ) ) de 10 1, jusqu’a ce que ces derniers soient remplis.
» Alimenter le tamis placé dans la bassine en eau ,
o , . o »  Brasser doucement leau dans les seaux afin de
de mer filtrée, a température ambiante, et a faible répartir les ceufs uniformément
débit. Rincer :fbonda%mment le‘s ceufs pour el‘lmme‘r »  Prélever trois échantillons de 1 ml dans chaque
le sperme excédentaire et les impuretés. Maintenir scau. Estimer la densité des ceufs pour chaque
1? ¥ oeufs'en suspension dans le tamis. échantillon. Pour ce faire, utiliser une cellule de
»>  Etre patient! La collecte des ceufs prend du temps.

comptage (par exemple, une cellule de Sedgewick-
Rafter) pour lexamen au microscope. Calculer la
densité moyenne pour chaque seau. Estimer le taux
de fécondation.

Noter toutes les données.

Répartir les ceufs dans les bacs délevage larvaire
aussitot apres avoir calculé le nombre total d'ceufs
nécessaires dans chaque bac.

Connaissant la densité des ceufs pour chaque seau,
calculer le nombre total d’ceufs issus de la ponte.

Important

> Eviter d’avoir une densité d ‘ceufs élevée dans le
tamis et dans les seaux car cela pourrait abimer
les ceufs. La densité moyenne d’ceufs dans un
seau devrait étre inférieure a 200 ceufs par ml,
soit < 2 millions d’ceufs par seau de 10 |.

Figure 22. Méthode de collecte des ceufs.

Conseils utiles

> Induire la ponte dans une faible hauteur d’eau, et
mettre en place plusieurs siphons avec leurs tamis
afin de réduire la durée de collecte des ceufs. Cette
méthode nécessite toutefois plus de main-d’ceuvre
mais sur une période plus réduite.

Commencer par siphonner les ceufs de la
colonne d’eau. les ceufs présents dans la
colonne d’eau sont plus propres. Ils sont moins
en contact avec les féces des geniteurs et autres
sédiments présents sur le fond du bac. Répartir
ces ceufs dans les bacs d’élevage larvaire. Si
des ceufs supplémentaires sont nécessaires, les
prélever alors au fond du bac.

A4

Figure 23. Transfert des ceufs dans un bac d’élevage larvaire.
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Résumé
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Un groupe de 30 a 45 géniteurs nettoyés est placé dans un bac de ponte rempli d’eau de mer filtrée a 1 um et
stérilisée aux UV.

Pour induire la ponte, on peut recourir aux chocs thermiques, a I'ajout d’extrait de gonades, a un jet d’eau
sous pression, d la mise a sec, a I'ajout de stimulants alimentaires, ou a la combinaison de plusieurs de ces
méthodes.

Les holothuries présentent les comportements de pré-ponte suivants: roulements, contractions, redressement
et balancement de la partie antérieure du corps. Généralement, les males expulsent leurs gametes en premier
et les femelles commencent a pondre une heure apreés la premiére émission de gametes males.

Il est important de noter les données relatives a la ponte: méthode d’induction utilisée, nombre de males et de
femelles, heure de la ponte et observation des ceufs.

Les femelles pondent généralement deux a trois fois. On maintient les ceufs en suspension grdce a une aération
modeérée. On préleve réguliéerement des échantillons d’ceufs dans la colonne d’eau afin d’examiner ’évolution
du stade de développement des ceufs.

Une heure apreés la fécondation, on peut siphonner les ceufs de la colonne d’eau dans un tamis de 50 a 80 um
placé dans une bassine. Une alimentation continue en eau de mer permet de rincer les ceufs. Les ceufs sont
ensuite transférés dans des seaux pour y étre comptés avant d’étre répartis dans les bacs d’élevage larvaire.




ELEVAGE LARVAIRE

Transfert des ceufs dans les bacs d’élevage
larvaire

Figure 25. Bac d’élevage larvaire.

»  Préparer des bacs cylindro-coniques (jusqua un
volume de 2 m®) munis d’une évacuation centrale.
Placer un tamis d’une maille de 100 pm au niveau
du trop-plein.

Nettoyer les bacs a l'aide d’une solution chlorée
(hypochlorite de sodium), et rincer a I'eau douce.
Remplir les bacs avec de l'eau de mer filtrée 4 1 pm
et stérilisée aux UV.

Veiller a ce que la température de l'eau soit comprise
entre 26 et 30 °C et la salinité entre 32 et 36 ppt.
Installer deux diffuseurs d’air au centre de chaque
bac afin d’assurer une aération modérée et une
légere circulation de leau. En cas de défaillance,
deux diffuseurs d’air sont préconisés par bac.
Installer des résistances chauffantes équipées de
thermostats afin de maintenir une température
constante dans les bacs. Si nécessaire, placer un
couvercle sur les bacs pour la nuit afin de préserver
la chaleur.

Installer un 4 deux tubes fluorescents (400 lux) par
bac afin d’assurer un éclairage artificiel pendant au
moins 12 heures par jour. Il est également possible
de disposer les bacs délevage larvaire a la lumiére du
jour avec une photopériode naturelle.

Verserles ceufs avec précaution dansles bacs délevage
larvaire 4 I'aide de seaux ou de béchers, pour obtenir
une densité de 0,3 a 1 ceuf par millilitre.

v v Vv YV
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Important

>  Eviter les grandes variations de température
(plus d’1 a 2 °C) et de salinité entre 'eau des
seaux et I'eau des bacs d’élevage larvaire, car
elles peuvent nuire a la survie des ceufs.

>  Eviter une trop forte aération dans le bac
d’élevage larvaire, car cela peut propulser
les ceufs et les larves contre les parois du bac,
pouvant affecter leur survie.

> Eviter une densité d’ceufs trés élevée au départ.

I convient de jeter les ceufs surnumeéraires.
Une densité plus faible est préférable, car elle
réduit le risque de mortalité des larves durant
les premiers jours.

Cycle larvaire de I'holothurie de sable

€

Pentactula L

Fixation
12-14¢jour

Juvéniles de

5-10 mm de long
explorent le substrat
sableux

Figure 26. Cycle larvaire des holothuries de sable d’élevage.

Au cours du développement larvaire de 'holothurie de
sable, les larves auricularia (premier stade ou les larves
g'alimentent) se métamorphosent en larves doliolaria,
stade caractérisé par une absence d’alimentation. Puis
ces larves se transforment en larves benthiques, appelées
larves pentactula. La figure 26 illustre les stades larvaires
des holothuries de sable d¢levage, de 1a ponte a la période
post-fixation.
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Stade de développement

Ovocyte fécondé
Blastula
Gastrula
Auricularia
> stade initial
> stade intermédiaire
> stade avancé
Doliolaria
Pentactula
Juvénile

Temps écoulé apreés la
fécondation

0
40 mn a 3 heures
24 heures

2 jours

4 jours

5-6 jours
10 jours
12-13 jours
15 jours

Figure 27. Larve gastrula.

Larves auricularia Taille: 700-750 um

Principales caractéristiques:

»  Larve transparente en forme de pantoufle, munie de
bandelettes ciliées servant a la locomotion

»  Lobe préoral antérieur unique et lobe anal postérieur
unique

»  Appareil digestif complet: bouche, cesophage et
estomac

»>  Déplacement lent — activité continue

»  Larve pélagique qui se nourrit de micro-algues

Durée de ce stade: 8 jours

Taille: 430-563 um

Figure 29. Larve auricularia: stade intermédiaire.

Taille: 853 um-1,1 mm

Diametre des sphéres lipidiques: 50-70 um.

Figure 28. Larve auricularia: stade initial. Figure 30. Larve auricularia: stade avancé.
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Larves doliolaria

Principales caractéristiques:

v

A A4

>

Larve marron foncé en forme de baril, munie de 5
bandelettes ciliées disposées autour de son corps
Transformation interne rapide et développement de
toutes les caractéristiques adultes

Cingq spheres lipidiques disposées sur chaque coté
Diametre des spheres lipidiques: 60-80 pm

Courte phase de transition caractérisée par
une diminution de la taille de la larve avant la
métamorphose et la fixation

Déplacement rapide

Durée de ce stade: 2-3 jours

Larve pélagique qui ne s’alimente pas.
Taille: 420-620 um

Figure 31. Larve doliolaria.

Larves pentactula

Principales caractéristiques:

>

>
>

Larve de couleur foncée et de forme tubulaire
présentant cinq tentacules a son extrémité antérieure
et un seul pied ambulacraire 4 son extrémité
postérieure (servant a la locomotion)

Croissance rapide et trés hétérogene

Déplacements et reptation sur les parois du bac et
sur les supports de fixation

Durée de ce stade: variable

Larve benthigue rampante se nourrissant de
diatomées périphytiques (diatomées benthiques).
Taille: 330-750 um

Figure 32. Larve pentactula.

Juvéniles

Principales caractéristiques:

>

A4

Forme identique a celle de I'adulte, mais dotée de
deux longs pieds ambulacraires a son extrémité
postérieure pour les plus jeunes individus
Déplacement lent et forte adhérence aux substrats
Croissance de 4 2 5 mm en une semaine

Les juvéniles se nourrissent d’algues périphytiques et
de detritus.
Taille moyenne initiale: 1 mm

Figure 33. Juvénile.
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Comment élever les larves?

Eau de mer

Leau de mer passe dans un filtre a sable avant détre
filtrée 2 1 pum (filtres & cartouche ou a poche) puis est

stérilisée aux UV.

Figure 34. Systeme de filtration de 'eau de mer.

»  Paramétres optimaux de l'eau de mer:

Température 26-30°C
Concentration en oxygene dissous 5-6 ppm
Salinité 27-35 ppt

pH 6-9
Concentration en ammoniaque 70—430 mg/m?

Entretien des bacs

>

\4

Durant les quatre premiers jours délevage larvaire,
siphonner le fond du bac et les amas jaunes de
larves mortes. Les larves saines se déplacent dans
la colonne deau alors que les larves difformes ou
mortes descendent progressivement dans la colonne
deau ou se déposent sur le fond du bac.

Siphonner toutamas rose dénotantle développement
de bactéries. Les larves mortes, les feces des larves
et la suralimentation intensifient le développement
de bactéries au cours des stades avancés de 1élevage
larvaire.

Eclairage
»  Placer un couvercle sur les bacs pendant les deux

premiers jours délevage afin de maintenir les ceufs
et les jeunes larves dans l'obscurité.



Renouvellement en eau

»>  Ajouter de l'acide éthylénediaminetétraacétique (EDTA) (5 g/m?®) lors du remplissage des bacs. CEDTA est
un produit chimique qui sert a assembler certains métaux lourds naturellement présents dans I'eau de mer. Une
concentration élevée en métaux lourds peut nuire a la santé des larves. LEDTA rend la présence des métaux
lourds moins nocive.

Ne pas changer 'eau des bacs délevage larvaire avant le deuxi¢me jour suivant la fécondation. Trois protocoles
pour le renouvellement en eau sont proposés.

\4

Protocole 1: Renouvellement partiel en eau

A partir du 2e jour Changer quotidiennement 30 % de I'eau du bac. L’eau qui s’évacue passe par le tamis
Jusqu’au stade (maille de 100 um) du trop-plein, placé a l'intérieur du bac. Le débit doit étre modéré
pentactula (2 l/mn maximum).
Apres chaque renouvellement en eau, ajouter 'EDTA a raison de 5 g/m’ de volume d’eau
neuve.

Protocole 2: Renouvellement complet en eau

2e jour Changer complétement 'eau du bac (100 %) tous les deux jours jusqu’au stade auricularia
4e jour avancé.
6e jour Vider le bac dans un tamis (maille de 100 um) immergé dans une bassine, a un débit

maximal de 5 I/mn. Transférer régulierement les larves du tamis dans de petits bacs
comprenant une aération. Nettoyer le bac vide. Remplir le bac d’eau de mer filtrée a 1 um
et steérilisée aux UV. Ajouter 'EDTA a raison de 5 g/m?3. Transférer et stocker les larves a
une densité de 0,1-0,5 larve/ml.

Durant et apreés le stade | Procéder quotidiennement a un renouvellement en eau continu (débit de 200 ml/mn) en
auricularia avancé laissant le tamis (maille de 100 um) du trop-plein.

Protocole 3: Renouvellement partiel en eau avec un traitement antibiotique (érythromycine)

2e jour Changer quotidiennement 30 % de 'eau du bac. ’eau qui s’évacue passe par le tamis

4e jour (maille de 100 um) du trop-plein, placé a l'intérieur du bac. Le débit doit étre modéré

6e jour (2 I/mn maximum).

8e jour Apres chaque renouvellement en eau, ajouter 'EDTA a raison de 5 g/m? de volume d’eau
neuve.

Ajouter I'érythromycine* a raison de 2 g/n’® apreés chaque renouvellement en eau.

A partir du 10e jour Procéder quotidiennement a un renouvellement partiel en eau (30 %).

*  Manipuler I'antibiotique avec précaution. Utiliser des gants et un masque pour éviter toute inhalation directe. L érythromycine sert

a prévenir les infections bactériennes, mais n'est pas toujours efficace.

Important

> Eviter que des organismes indésirables, tels que les copépodes et les ciliés, ne s’introduisent dans les bacs
d’élevage larvaire durant les renouvellements en eau ou passent des cultures de micro-algues aux bacs. Penser
a remplir les bacs avec de 'eau de mer filtrée a 1 um et stérilisée aux UV. Nourrir avec des cultures de micro-
algues saines et sans ciliés. Les copépodes présents dans les bacs larvaires peuvent étre éliminés par traitement
chimique de 'eau en ajoutant 'insecticide Dipterex (nom commun, Trichlorfon). Ajouter cet insecticide a une
concentration de 1 a 3 ppm et laisser agir durant 1 a 3 heures, avant de procéder a un renouvellement en eau
de 50 a 100 %. Ce traitement permet de tuer les différents stades du cycle des copépodes, mais pas les ceufs.
Rincer abondamment et consciencieusement I'ensemble du matériel a I'eau douce avant et apres chaque
utilisation afin d’éviter les contaminations d’un bac a I'autre. Entreposer ce matériel dans des bacs remplis
d’eau chlorée.
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Nourrissage

Figure 35. Nourrissage des larves auricularia.

» Augmenter progressivement la  concentration
en micro-algues de 20000 a 40 000 cellules/ml.
Continuer a nourrir tant qu’il y a des larves auricularia
dans la colonne d’eau.

Examiner au microscope lestomac des larves.
Estimer la concentration en micro-algues résiduelles
dans leau du bac afin d’ajuster la concentration en
micro-algues a apporter. On reconnait des larves
bien alimentées a la couleur brunitre ou dorée de
leur estomac.

Distribuer les micro-algues deux fois par jour apres
le renouvellement en eau.

\4

\4

Le nourrissage des larves auricularia se compose
principalement des micro-algues suivantes: Chaetoceros
muelleri, C. calcitrans, Isochrysis aff. galbana, Rhodomonas
salina et Tetraselmis sp. La disponibilité des espéces de
micro-algues pourra légeérement varier en fonction du

lieu géographique.

Il est préférable d’utiliser plusieurs espéces de micro-algues
plutdt qu'une seule pour Iélevage larvaire. La distribution
a parts égales de C. muelleri et R. salina est optimale pour
Iélevage des larves d’holothuries de sable. Le régime
alimentaire suivant peut également convenir: Isochrysis aff-
galbana apporté seul durant les premiers jours et complété,
quatre ou cinq jours plus tard, par Chaetoceros sp.

Les concentrations en micro-algues les plus couramment
utilisées pour Iélevage larvaire sont résumées dans le
tableau qui suit.

Concentration

Nombre de .
. < . en micro-
jours apreés la Stade larvaire I
. _— algues
fécondation®

(cellules/ml)

2 Auricularia initial 20 000

4 Auricularia 20 000-25 000
intermédiaire

6 Auricularia 25 000-30 000
intermédiaire et
avancé

8 Auricularia 30 00040 000
avancé

* 0 correspond au jour de la fécondation.

Important

Eviter les concentrations en micro-algues trop
élevées (>40000 cellules/ml), qui peuvent
inhiber la croissance et le développement
des larves, et réduire leur taux de survie.
En cas de suralimentation ou de bloom de
micro-algues, diminuer la quantité de micro-
algues distribuée et augmenter le taux de
renouvellement en eau.



Apparition des premiéres larves doliolaria! Quels sont les éléments nécessaires a leur fixation?

Les larves doliolaria ont besoin d’un substrat favorable
pour leur fixation avant de se métamorphoser en larves
pentactula. En I'absence de substrat approprié, les larves
doliolaria peuvent prolonger leur phase de nage en pleine
eau, retardant ainsi leur fixation. Il est indispensable de
leur fournir des supports de fixation appropriés. Couvrir
les bacs délevage larvaire facilite la fixation étant donné
que les larves doliolaria sont attirées par la lumiére, et
évite ainsi leur regroupement a la surface.

Il est possible de favoriser la fixation des larves doliolaria

au moyen des méthodes suivantes:

»  Ajout d’Algamac 2000 a une concentration de 0,25-
0,5 g/m?’ par jour.

» Introduction de feuilles de plantes marines, qui
présentent un bio-film naturel.

Problemes éventuels

Parmi les supports de fixation adaptés figurent les plaques
en plastique (PVC, polyéthyléne ou polypropyléne), les
plaques en fibre de verre, les filtres et les plaques en dur
mises en suspension dans leau. Il existe quatre fagons de
préparer les supports de fixation:

»  Immergerles supports dans les cultures de diatomées
(Nitzschia sp., Navicula sp., ou Platymonas sp.)
pendant quelques jours.

Ajouter, pendant 4 a 5 jours, des extraits filtrés
de macro-algues (Sargassum sp.) ou de plantes
marines (7halassia hemprichii, Enbalus acoroides) qui
viendront recouvrir d’une fine couche les supports.
Recouvrir les supports de Spirulina (1-2g de
poudre par m?), puis laisser sécher a l'air libre avant
utilisation.

Immerger pendant 4 a 10 jours les supports dans
des bacs extérieurs, sous un ombrage partiel (50-
75 %). Le renouvellement en eau de mer filtrée 2
1 pm est continu afin de favoriser I'apparition d’un
bio-film naturel sur les supports.

Les supports de fixation doivent étre transférés dans
les bacs d¢levage larvaire dés 'apparition des premiéres
larves doliolaria.

\4

\4

\4

> Le bio-film recouvrant les supports de fixation se dégrade facilement aprés 4 ou 5 jours passés dans les bacs

d’élevage larvaire, en zones ombragées.

> Les supports de fixation préparés dans de I'eau de mer non filtrée peuvent introduire des prédateurs dans
les bacs d’élevage larvaire. Eviter toute contamination des bacs par des organismes indésirables, tels que les

copépodes ou les protozoaires.

»

L

]

Figure 36. Supports de fixation recouverts de diatomées périphytiques.
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Alimentation des larves pentactula et des juvéniles

Lorsque les conditions sont favorables a la fixation des larves doliolaria, celles-ci disparaissent généralement de la
colonne deau en trois jours environ. Une fois fixées, les larves doliolaria se métamorphosent en larves pentactula.
Les algues fraiches et séchées sont une importante source d’alimentation pour les larves pentactula et les juvéniles
de 50 mm de long au moins.

»>  Distribuer quotidiennement des diatomées périphytiques (Vizzschia sp., Navicula sp.) a partir du stade doliolaria dans
les bacs délevage larvaire et, durant le premier mois de la phase nurserie. Ajouter du métasilicate de sodium (5 g/m?)
et de lengrais (7 g/m?) une fois par semaine pour maintenir le développement des diatomées dans les bacs.

Ajouter des compléments d’aliments tels que les poudres d’algues séchées vendues dans le commerce (Algamac
2000, Spirulina). Les concentrations journalieres sont reprises dans le tableau ci-dessous.

A4

Nombre de jours aprées

la fécondation Algamac 2000 Spirulina
10 Doliolaria
12 Pentactula 0.25 gim’ 3
N Pentactula 0.25 g/m
Apres 12 .
et juvéniles
Apres 20 Juvéniles 0.5 g/m?
Aprés 30 Juvéniles Jusqu’a 1 g/m? Jusqu’a 1 g/m?

Autres aliments possibles:

>  Pate fine de macro-algues (Sargassum sp., Halimeda sp.) et de plantes marines (exemple: Syngodium isoetifolium)
obtenue apres tamisage (40-80 pm).

»>  Fins granulés, aliments de démarrage pour crevettes a raison de 1-1,5 g/m? par jour dans les bacs de nurserie.

Figure 37. Minuscules juvéniles sur le fond d’un bac.



Liste des tdches quotidiennes au cours de
Iélevage larvaire

>

v v Y

N\

\'4

v

\4

\4

Relever la température, la concentration en oxygene
dissous et la salinité deux fois par jour, le matin et
laprés-midi.

Pendant les trois ou quatre premiers jours, procéder

a une purge du fond du bac.

Arréter laération pendant quelques minutes.

Nettoyer les diffuseurs d’air a I'eau douce.

Siphonner le fond des bacs, y compris les amas

jaunes ou roses, dans un tamis de 100 pm. Examiner

au microscope les impuretés récupérées pour vérifier
la présence de larves mortes.

Remettre 'aération en marche.

Estimer la densité des larves dans les bacs:

P prélever un échantillon de la colonne deau a
laide d’un bécher de 250 ml. A Iaide d’une
pipette, transférer 1 ml de cet échantillon sur
une cellule de comptage (par exemple, une
cellule de Sedgewick-Rafter). Compter les
larves présentes dans trois échantillons d’1 ml;
ou

P prélever un échantillon de la colonne deau
dans un tube a essai et compter les larves.
Répéter lopération trois fois. Estimer la densité
moyenne des larves par millilitre.

Observation des stades de développement des
larves: prélever a l'aide d’un petit tamis de 100
pm un échantillon de larves dans la colonne deau.
Transférer a'aide d’une pipette quelques larves dans
un petit bécher. Placer ensuite 1 ml de Iéchantillon
sur une cellule de comptage. Examiner les larves au
microscope apres fixation au formol.
Mesurer la longueur de 10 larves par bac. Noter le
pourcentage de larves normales et anormales.
Conformément au protocole de renouvellement en
eau choisi et selonle jour de Iélevage, procéder ou non
aun changement en eau. Lors du renouvellement en
eau, placer un diffuseur d’air sous le tamis immergé
de 100 pm afin d¥éviter l'agrégation des larves sur
celui-ci.
Une fois le renouvellement en eau terminé, prélever
un échantillon de la colonne deau dans un petit
bécher ou un tube a essai. Evaluer la concentration
en micro-algues au microscope. Ajouter si nécessaire
des micro-algues dans les bacs pour atteindre la
concentration souhaitée.

Retirer le tamis du trop-plein. Le rincer a leau

douce chlorée.

Figure 38. Relevé des températures.

Résumé

>
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Maintenir une température et une salinité de I'eau
identiques dans les seaux et dans les bacs d’élevage
larvaire lors du transfert des ceufs.

Les jeunes larves d’holothuries de sable, appelées
larves auricularia, sont mobiles et planctoniques.
Apres 10a 12 jours d’élevage, les larves auricularia
se métamorphosent en larves doliolaria a la nage
active. Ces dernieres se fixent sur les parois du bac
et les supports de fixation puis se métamorphosent
en larves pentactula, larves benthiques au
déplacement lent. Les juvéniles d’holothuries,
dont la forme est semblable a celle des adultes,
apparaissent a partir du 15¢ jour.

Les bacs d’élevage larvaire doivent étre de
preéférence des bacs cylindro-coniques (jusqu’a un
volume de 2m°) avec une aération modérée. L’eau
de mer doit étre filtrée a 1 um et sterilisée aux UV.
Il convient d’éclairer les bacs 12 heures par jour, ou
de les soumettre a la lumiere naturelle. Placer des
couvercles ou des baches pendant les deux premiers
Jjours de 'élevage et au cours du stade doliolaria.
Le renouvellement en eau et le nourrissage
commencent le 2¢ jour. [’eau des bacs peut étre
renouvelée partiellement ou complétement.

La concentration en micro-algues augmente
progressivement au cours de I’élevage, de 20 000
a 40000 cellules/ml. Ce nourrissage se poursuit
tant qu’il y a des larves auricularia dans la colonne
d’eau.

Apres 10 a 12 jours d’élevage, les larves doliolaria
apparaissent et cherchent a se fixer avant de se
métamorphoser en larves pentactula benthiques.
L’ajout de stimulants et la présence de supports de

fixation conditionnés favorisent leur fixation.

Les larves pentactula et les juvéniles se nourrissent
essentiellement de diatomées périphytiques
(Nitzschia sp., Navicula sp.) et de poudres d’algues
séchées en vente dans le commerce (Algamac 2000,
Spirulina).
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Figure 39. Préparation du bac de nurserie: inoculation avec des cultures de
diatomées et mise en place de supports de fixation.



NURSERIE

Elevage des juvéniles

Les juvéniles agés de 25 a 35 jours sont transférés des
bacs d’élevage larvaire aux bacs de nurserie. Les bacs de
nurserie sont des bacs rectangulaires ou ronds de 6 4 10
m’, généralement en fibre de verre, en toile PVC, ou en
béton. Les bacs de nurserie doivent étre remplis deau a
hauteur de 60 cm minimum (1 m maximum). Ils doivent
étre préparés avant le transfert des juvéniles afin que ces
derniers aient de quoi de se nourrir.

Préparation des bacs de nurserie:

>

\'4

Nettoyer toutes les surfaces du bac. Installer les
diffuseurs d’air, ainsi que les supports de fixation
propres.

Remplirle bac d'eau de mer filtrée a 1 pm et stérilisée
aux UV, de facon a recouvrir complétement les
supports de fixation (60 a 70 cm de hauteur d’eau).

\4

\4

Inoculer avec des cultures de diatomées, I‘équivalent
de 6-7 % du volume total deau dans le bac. Ajouter
du métasilicate de sodium (5 g/m?) et un engrais (7
g/m®). Eclairer les bacs.

Ne pas renouveler leau pendant les 3-4 jours qui
suivent,afin de permettre le développement d’un film
de diatomées sur les parois du bac et les supports de
fixation. Maintenir une aération modérée et brasser
leau quotidiennement.

Maintenir la température de leau constante et

chaude (26 2 28 °C).

Apres la préparation, les bacs de nurserie peuvent recevoir
les larves pentactula et les juvéniles.

Figure 40. Bacs de nurserie.
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Détacher et compter les juvéniles avant de les transférer dans les bacs de nurserie

Les larves pentactula et les juvéniles présentent une large gamme de tailles et il est souvent difficile de les détacher
de leur support. Avant de procéder au transfert des juvéniles dans les bacs de nurserie, il faut d’abord les détacher et

estimer leur nombre.

Figure 42. Siphonnage des parois du bac d’élevage larvaire.

\4

\4

\4

Premiérement, retirer les supports de fixation du
bac délevage larvaire. Les placer sur un plateau
lors du transfert afin de récupérer les juvéniles qui
pourraient se détacher. Transférer les supports et les
juvéniles détachés dans les bacs de nurserie.
Deuxiemement, détacher les juvéniles des parois
des bacs délevage larvaire. Deux méthodes sont
suggérées:

1) Vider le bac délevage larvaire par lévacuation
centrale et siphonner les parois du bac dans des
tamis (mailles de 0,3 2 1 mm) immergés dans
des bassines. Détacher les juvéniles restants a
l'aide d’un faible jet deau de mer.

2) Ajouter du chlorure de potassium (KCI)
dans leau du bac délevage larvaire, a une
concentration de 1 %. Laisser agir pendant 10
minutes puis changer l'eau. Les juvéniles vont
alors se détacher rapidement lors du changement
en eau. Vider progressivement le bac dans des
tamis immergés dans des bassines. Détacher les
juvéniles restants en pulvérisant une solution de
KCla1%.

Estimer le nombre de juvéniles en les comptant

directement sur les supports de fixation et dans les

tamis.

1) Pour les supports de fixation: compter tous

les juvéniles fixés sur plusieurs plaques choisies de

facon aléatoire.

2) Pour les tamis: lorsque la densité est trop élevée,

compter les juvéniles sur seulement la moitié ou le

quart de la surface totale du tamis.

Une fois le nombre total estimé, calculer la survie

du stade de Tceuf & celui de larves pentactula pour

chaque bac délevage larvaire. La survie est tres
variable et rarement supérieure a 1 ou 2 %.

Utiliser le nombre total estimé pour calculer la

densité initiale de juvéniles placés dans les bacs de

nurserie.

Probléme éventuel
> La grande variation en taille des juvéniles

peut conduire a des estimations erronées. Il
est difficile de compter des milliers de juvéniles
sans les endommager car ils sont de trés petite
taille. L’estimation dunombre total de juveniles
produits est plus fiable si les juvéniles sont de
plus grande taille.



)

Les deux phases de I'élevage en nurserie

Rl

Figure 43. Bac de nurserie avec des supports de fixation.

Premiére phase de ’élevage en nurserie (le 1er mois)
Le stade des premiers juvéniles (< 5 mm de longueur)
est une phase cruciale ou les animaux sont vulnérables.
On peut sattendre 4 une mortalité importante la
semaine suivant le transfert des juvéniles, & cause de la
manipulation et de la densité élevée.

Les juvéniles sont stockés dans des bacs sans substrat
jusqu'a ce qu’ils atteignent environ 1g. Les juvéniles
devraient atteindre 10 a2 20 mm de long (0,3-1g) en
30 jours. Toutefois, une densité élevée de juvéniles peut
nuire a leur croissance et a leur survie. Afin déviter de
tels problemes, la densité initiale doit se situer entre 500
et 700 juvéniles par m? de surface de fond du bac. A une
densité de 500 juvéniles par m? la survie peut atteindre
50 %, et la croissance peut étre de 0,2 2 0,8 mm par jour
aprés un mois.

Deuxiéme phase de ’élevage en nurserie

Lorsque les juvéniles atteignent 20 mm de long ou
pesent 1 g, ils sont transférés dans des bacs dont le fond
est recouvert de sable car, 4 ce stade, ils sont capables
d’ingérer de grandes quantités de sédiment. Le fond
des bacs de nurserie est recouvert d'une mince couche
de sable uniforme (3-5 mm). Il convient de nettoyer le
sable puis de lenrichir avec de la vase ou des aliments
(par exemple des algues séchées).

Apres un ou deux mois passés sur le fond sableux, le
grossissement des juvéniles doit se poursuivre 4 une
densité optimale de 100 a 300 juvéniles/m?. En raison
des grandes variations de croissance, le retrait des plus
gros juvéniles des bacs entrainera une élévation de la
croissance des plus petits individus.

Au bout de deux mois, la vitesse de croissance est de
0,5 mm/jour, mais elle sera plus faible si les densités
atteignent 225 g/m?. Lorsque les juvéniles mesurent plus
de 20 mm, leur survie dépasse généralement 50 %.
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Liste des taches durant I'élevage en nurserie

Tdches quotidiennes

>

A\ V4
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Relever la température, la concentration en oxygene
dissous et la salinité deux fois par jour, le matin et
laprés-midi.

Nettoyer le filtre du tamis placé au niveau du trop-
plein.

Renouveler l'eau (100-200 % par jour) avec de leau
de mer filtrée (2 1 um les deux premiers mois, puis
2 10-25 pm), avec un débit de 6 /mn. En cas de
restrictions en eau de mer, le débit peut étre réduit
a 3 1/mn. Le renouvellement en eau peut passer a
40-50 % et se fait de préférence pendant la nuit. Un
débit élevé est préférable a un débit plus faible.
Arréter le renouvellement en eau pendant quel-
ques heures au moment du nourrissage. Apporter
des cultures de diatomées périphytiques, des algues
séchées, de la pate de plantes marines, et/ou de fins
granulés (aliment de démarrage) pour crevettes.

Taches hebdomadaires

>
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Pendant les premiéres semaines, laisser les animaux a
Tombre. IIs waiment pas les emplacements ensoleillés
mais préferent les surfaces ombragées des supports
de fixation.

Ajouter des diatomées périphytiques pendant le pre-
mier mois.

Ajouter du métasilicate de sodium et de lengrais.
Bien mélanger et brasser leau.

Retourner les supports de fixation. Les diatomées se
développent en abondance sur la partie supérieure
des supports et peu sur la partie inférieure. Mais les
larves pentactula et les juvéniles se trouvent générale-
ment sur la partie inférieure.

Prélever un échantillon de 30 juvéniles par bac de
nurserie afin destimer la vitesse de croissance. Relever
le poids total et les poids individuels, puis calculer
le poids moyen. Examiner au microscope l'aspect
général de quelques animaux.

Taches mensuelles

>

Estimer le nombre de juvéniles par bac pour suivre et
graduer la densité. Echantillonner plus de 5 % de la
superficie du bac, y compris les supports de fixation,
en utilisant de petits quadrats (20 cm x 20 cm). En
cas de densité élevée, récupérer les juvéniles a 'aide
dépuisettes et par siphonnage. Transférer les juvéni-
les excédentaires dans un nouveau bac de nurserie.

Probleme éventuel
>  Lutilisation d’eau de mer non filtrée peut améliorer

la croissance mais des prédateurs tels que les
copépodes peuventrapidement contaminer le milieu
d’élevage. Les copépodes sonten concurrence directe
avec les juveniles d’holothuries pour la nourriture.

Figure 44. Infestation de copépodes dans les bacs de
nurserie.

Résumé

v
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Apres 25 a 35 jours d’élevage, on peut transférer
les juvéniles dans les bacs de nurserie.

Les bacs de nurserie sont des bacs rectangulaires ou
ronds de 6 a 10 n7°. Ils doivent étre préparés avant
le transfert des juveéniles. Il s’agit d’obtenir un film
de diatomeées périphytiques sur les parois des bacs
et les supports de fixation.

Le renouvellement en eau de mer filtrée est soit
continu, soit partiel.

Avant de procéder au transfert des juvéniles dans
les bacs de nurserie, il faut d’abord les détacher
et estimer leur nombre. Deux méthodes peuvent
étre utilisées pour détacher les juvéniles; en pul-
verisant les parois du bac avec de 'eau de mer
apreés une vidange, ou en recourant d la méthode
chimique, c’est-a-dire en utilisant du chlorure de
potassium.

L’élevage en nurserie comporte deux phases. Au
cours de la premiére phase, les juvéniles sont stoc-
kés dans des bacs sans substrat. Environ un mois
plus tard, lorsque les juvéniles ont atteint 20 mm
de longueurou 1 g, ils sont transférés dans des bacs
dont le fond est recouvert de sable (deuxiéne phase
de nurserie).

Le transfert sélectif permet de réduire la densité des
Juveéniles au fil du temps. La densité initiale se situe
entre 500 et 700 juvéniles par m? dans les bacs sans
substrat. Puis la densité optimale varie entre 100 et
300 juveniles par m? dans les bacs dont le fond est
recouvert de sable (deuxiéme phase de nurserie).



GROSSISSEMENT DES JUVENILES

Les résultats suivants proviennent dexpériences menées au Vietnam et en Nouvelle-Calédonie. Ces résultats sont
amenés a varier d’'un endroit 2 un autre.

Figure 45. Hapas (1 m?). Figure 46. Bag nets (4 m?).

Dans des filets a poche installés dans des bassins

En Nouvelle-Calédonie, afin d’augmenter la surface délevage en nurserie, les juvéniles d’au moins 5 mm de long
(0,5-1 g) ont été transtérés dans des hapas (filets a poche d’1 m?a mailles fines) placés dans des bassins, a une densité
de 150 juvéniles/m?. La survie était de 97 % au 23 jour et la vitesse de croissance était supérieure (0,1 g/jour) dans
les hapas possédant un substitut de plantes marines.

Les plus gros juvéniles (1 4 2 g) ont été placés dans des bag nets (filets 2 poche de 4 m*2a grosses mailles) installés
dans des bassins, 4 une densité de 150 juvéniles/m?. I nétait pas nécessaire d’ajouter des aliments dans les bassins
ou la productivité naturelle était élevée. Lorsque la productivité naturelle était faible, il était possible dobtenir une
bonne croissance des juvéniles en ajoutant des granulés broyés d’aliments pour crevettes (on peut également utiliser
du lisier de volaille, ou de la sargasse, mais la croissance nlest pas aussi rapide). L'ajout de substrat sablo-vaseux dans
les filets a poche ne permettait pas d’améliorer la croissance ni la survie. La vitesse de croissance était en moyenne de
0,08-0,1 g/jour sur une période de trois semaines.

Gamme de poids Filets a poche Taille de la maille

0.5-1g Hapa 1 m? 1 m de haut 660—670 um
1-2g Bag net 1-4 m?, 1 m de haut 1 mm
Problemes éventuels

> Afin de réduire les risques de faible concentration en oxygene dissous, de température élevée, et de sédiment
anaérobie, surélever les hapas et les bag nets par rapport au fond du bassin. Relever réguliéerement la
température, la concentration en oxygene dissous et la salinité de I'eau des bassins.

>  Certaines matiéres utilisées dans la fabrication des filets a poche sont trop abrasives pour les juvéniles
d’holothuries ou trop fragiles et donc faciles a abimer. Le Tentex est une matiére appropriée.
> Apreés plusieurs semaines dans les bassins, les filets a poche sont sales. Brosser les filets régulierement afin de

permettre la libre circulation de 'eau.
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Dans des bassins

Au Vietnam, de gros spécimens d’holothuries (50-
500 g) stockés dans des bassins présentaient des vitesses
de croissance de 2,2 a 3,2 g/jour. La croissance était
inversement proportionnelle 4 la densité de stockage, pour
une densité comprise entre 106 et 170 g/m* La survie
était excellente (88-97 %) jusquau début de la saison
humide, ol une mortalité massive a été observée suite 2 la
stratification de l'eau des bassins et 4 une faible salinité.

En Nouvelle-Calédonie, on a élevé des juvéniles de 1 g
dans des bassins en terre a une faible densité de 1,4
juvénile/m?. Au bout d’'une année, on a enregistré une

vitesse de croissance de 0,8 g/jour (soit 24 g/mois).

28

Température moyenne de I’eau (°C)

Problémes éventuels

>

A4

A4

s Ay A

La qualité des sédiments des bassins, et la qualité
et le renouvellement en eau de mer ont un impact
sur la croissance et la survie. De mauvaises condi-
tions environnementales peuvent provoquer le
développement excessif d’algues filamenteuses et
P'apparition de sédiments anaérobies.

La stratification de I'eau du bassin due a de for-
tes pluies conduit a de faibles concentrations en
oxygene dissous, des températures élevées et une
salinité inappropriée (inférieure a 20 ppt).

De mauvaises conditions environnementales peu-
vent favoriser 'apparition de lésions du tégument
des holothuries.

r1.2

r 0.6

r 0.4

Vitesse de croissance (g/jour)

r0.2

6

T T T T — 0.0

8 9 10 1" 12

Durée de grossissement (mois)

Figure 48. Vitesse de croissance des juvéniles de 1 g élevés dans des bassins en terre en Nouvelle-Calédonie, et température

moyenne de 'eau des bassins.



Dans des enclos marins

Figure 49. Enclos marin de 500 m?

Plusieurs types denclos marins et de cages ont été
utilisés pour le grossissement des holothuries. I1 s’agissait
denclos de 25 m* en bambou ou en feuilles de palmier
placés dans une eau peu profonde (maille de 4 mm), de
cages rectangulaires métalliques de 0,6 m*> (maille de
2 mm), de cages en velon de 2 m? (maille de 7 mm), ou
encore de cages en netlon de 2 m? (maille de 5 mm).
En général, la croissance et la survie des holothuries de
sable dans les enclos marins sont bien inférieures a celles
obtenues dans les bassins en terre.

Au Vietnam, les juvéniles stockés a trés forte densité
(500 g/m?) dans des enclos marins ont montré une trés
bonne survie (98 %) mais nont pas grossi. La réduction de
la densité 4 390 g/m? entrainait une survie élevée (90 %) et

Figure 50. Juvéniles d’holothuries de sable (2,5 a 12 g).

une croissance de 1,7 g/jour. Les juvéniles denviron 84 g,
stockés a une densité de 0,73 juvénile/m? dans des enclos
marins ont grossi a la vitesse de 1,05 g/jour sur une pé-
riode de cinq mois. Ces enclos marins de 2 000 m? (maille
de 8 mm) étaient placés dans 1,5 4 2,5 metres deau, sur un
substrat sablo-vaseux contenant des débris coralliens.

En Nouvelle-Calédonie, des juvéniles de 1 a 20 g ont
été placés dans des enclos marins de 500 m? en eau peu
profonde, sur des herbiers. A une densité de 4 juvéniles/
m?, la survie était de lordre de 5 2 9 pour cent 18 mois
apres le lacher.

Résumé

> Desqu’ils mesurent5 mm delong, les juvéniles peuvent
étre transférés dans des hapas (filets a poche a mailles
fines) possédant des substituts de plantes marines,
placés dans des bassins en terre.

On peut élever les juvéniles de 1 g dans de grands
bag nets, des filets a poche a mailles larges, placés
dans des bassins en terre.

Les hapas et les bag nets ne doivent pas reposer sur
le fond du bassin, et ce afin de réduire les risques de
conditions environnementales défavorables.

On peut ldcher les juvéniles > 1 g directement dans
des bassins en terre.

On peut placer les juvéniles dans des enclos marins.
Cela demande une gestion moindre, mais la
croissance et la survie sont largement inférieures da
celles obtenues dans les bassins.
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PROBLEMES ET SOLUTIONS POSSIBLES

>

\'4

\'4

\'4

Lobtention des ceufs: dans de nombreux pays, on ne peut obtenir des ceufs que pendant une saison de ponte
relativement courte. Cela limite l'essor de 'aquaculture et du “ pacage en mer” de 'holothurie de sable. II est
nécessaire d'élaborer des méthodes permettant d’augmenter la saison de ponte de quelques mois.

Le volume des bacs d’élevage larvaire: la maintenance de petits bacs d'élevage larvaire requiert énormément
de travail, et ces bacs sont plus sujets a des variations de température. Les grands bacs délevage larvaire, moins
sujets 4 des variations de température, avec un renouvellement partiel quotidien permettent d’améliorer les
conditions délevage larvaire et la survie. Lutilisation de la lumiére naturelle au lieu d’un éclairage artificiel
constitue un autre avantage.

La production massive de micro-algues: on peut accroitre la production de micro-algues en ayant recours a de
grands volumes de culture extérieurs. Cependant, pour éviter la contamination de ces volumes de culture par des
organismes indésirables, il faut procéder a la filtration, a la stérilisation aux UV et a la chloration-déchloration.

Un espace limité pour les bacs de nurserie: de grands bacs sont nécessaires pour la premiére phase de 1€élevage
en nurserie, entrainant le plus souvent des colts considérables. Toutefois, on pourrait gagner de la place en
utilisant des supports de fixation supplémentaires et en retirant les plus gros individus pour la deuxi¢me phase
de Iélevage en nurserie. Pour cette deuxi¢me phase, on peut remplacer les bacs de nurserie par des filets a poche
placés dans des bassins, ou des cages installées sur des herbiers, et ainsi réduire les cotts.

Figure 51. Bassin en terre idéal pour l'installation de hapas et bag nets.



DEBOUCHES PROMETTEURS POUR LES HOLOTHURIES
DE SABLE D’ELEVAGE

Si des méthodes sont élaborées afin de garantir qu'une grande proportion des holothuries de sable délevage
lachées dans le milieu naturel survit, les juvéniles délevage pourront étre utilisés dans le cadre de programmes de
réensemencement, d’amélioration des stocks et de “ pacage en mer ”.

>

A\ V4

Le réensemencement implique le lacher en eau libre de juvéniles d¢levage afin de reconstituer la biomasse
des géniteurs d’'un stock gravement appauvri, 4 un niveau ou le rendement du stock est a nouveau régulier et
significatif.

L’amélioration des stocks vise a accroitre la productivité d’une pécherie en relativement bon état en compensant
l'approvisionnement naturel insuffisant en juvéniles.

Le “ pacage en mer ” se distingue du réensemencement et de 'amélioration des stocks car il ne vise pas a lacher
des animaux en eau libre afin d’accroitre la biomasse des géniteurs ou de renforcer une classe d’age précise au
sein d’'une population. Il s’agit plutot de placer les juvéniles dans leur milieu naturel dans le but de les reprendre
ultérieurement lorsqu’ils auront atteint une taille supérieure.

Griéce a Iélevage et la production de juvéniles d’holothuries de sable, on peut également élever cette espece dans des
bassins en terre ou des enclos marins. Il est déconseillé délever 'holothurie de sable dans des bassins délevage avec
des crevettes car ces derniéres s'attaquent aux holothuries.

Les questions qui suivent doivent étre résolues avant de pouvoir évaluer pleinement le potentiel délevage des
holothuries de sable en bassins:

A VAR V4

A\ V4

Quelle est la densité optimale de stockage des holothuries de sable dans les bassins, y compris ceux qui ont été
utilisés auparavant pour [¢élevage de crevettes?

Les holothuries de sable ont-elles un effet bénéfique sur les sédiments dans les bassins délevage de crevettes
récemment péchés ou vides?

Faut-il réduire la densité de stockage des holothuries de sable, ou ajouter un supplément alimentaire a un stade
plus tardif du cycle de production, pour maintenir de bons taux de croissance?

Si les sédiments doivent étre enrichis, quelle est la meilleure méthode a adopter?

Y a-t-il des sédiments plus profitables que d’autres pour le grossissement des holothuries de sable?

Figure 52. Holothurie de sable d’élevage.

Vé

V4

Vé

T
S
(T W |
—d
=
(@]
Ll
-
(aa]
<
(7p)
Ll
(@]
n
—
o
=
-
-
o
—d
®
-
n
Ll
-
[0
=
®
(2
n
o
=
Ll
e
-
Ll
>
o
o
(a
n
Lol
L
O
=
O
m
Ll
o




Figure 53. Grands volumes de culture de micro-algues, en colonnes de

150 I, en salle avec un éclairage artificiel.
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ANNEXE 1: CULTURE DE MICRO-ALGUES

Maintien des cultures de micro-algues

Achat des cultures méres de micro-algues
Les organisations suivantes disposent de micro-algues
de trés bonne qualité pour la phycoculture:

>
>

\'4

CSIRO Marine and Atmospheric Research, GPO
Box 1538, Hobart, Tasmanie, 7001 Australie;
Culture Collection of Algae and Protozoa, SAMS
Research Services Ltd, Dunstaffnage Marine
Laboratory, Oban, Argyll PA37 1QA, Ecosse;
Plymouth Culture Collection, Marine Biological
Association, Citadel Hill, Plymouth, PL 2PB,
Royaume-Uni.

Maintien des cultures meres

>

\4

\'4

\4

Conserver les cultures meéres dans des flacons
erlenmeyers (250 ml) en milieu stérile. Ces
erlenmeyers sont stockés dans une piéce climatisée
(20-24 °C) a proximité d’un éclairage artificiel.
Garder deux séries de cultures meres pour chaque
espece afin de réduire les risques de contamination
et de perte irrémédiable des micro-algues.

Remuer quotidiennement les cultures meres a
la main afin de maintenir les micro-algues en
suspension.

Faire des sous-cultures de la culture meére une
fois par semaine (ou toutes les deux semaines au
maximum).

Figure 54. Cultures meres dans des erlenmeyers.

Consignes a respecter dans la salle d’algues
(volumes d’algues < 5001)

>

A\ AR VAR V4

Eviter la contamination par des cultures d’autres
organismes en dédiant une piéce exclusivement a la
culture de micro-algues.

Maintenir la température ambiante entre 20 et
24 °C en climatisant la piece.

Prévoir un éclairage avec des tubes néon (“blanc
industriel ” ou “ lumiere du jour”) 14 heures par jour.
Prévoir une bonne aération pour les ballons, les
bonbonnes et les colonnes.

Procéder, si possible, au transfert stérile des cultures
de micro-algues sous une hotte a flux laminaire ou
dans une simple enceinte vitrée.

Consignesarespecter pourles grandsvolumesd’algues
(500 | et plus)

>

\4

Pour les cultures en intérieur, prévoir un éclairage
artificiel et une aération continue garantissant le
brassage de leau.

Pour les cultures extérieures exposées a la lumiere
naturelle, prévoir une aération continue et une
protection contre la pluie.

Probleme éventuel

> |l est possible que des ciliés s’introduisent par
les tubes d’aération en raison des taux élevés
d’humidité. Afin d’éviter cette contamination,
placer un filtre de 0,2-1um dans les tubes
d’aération avant qu’ils n’arrivent dans les
différents volumes de culture.
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Préparation et inoculation des cultures de micro-algues

Préparation ou achat du milieu de culture

Le milieu le plus courant pour la culture de micro-algues
est le milieu £/2 de Guillard. En doublant les quantités
de chaque ingrédient de ce milieu, le milieu de culture
/2 devient alors le milieu f.

»>  Préparer le milieu de culture £/2 de Guillard (nitrate,
phosphate, solution traces de métaux, citrate
ferrique, vitamines). Pour les cultures de diatomées
uniquement, ajouter une solution de métasilicate de
sodium. Utiliser le milieu de culture f pour la culture
de Rhodomonas salina.

Sinon, on peut acheter le milieu de culture
en sadressant a: Culture Collection of Algae
and Protozoa, SAMS Research Services Ltd,
Dunstaffnage Marine Laboratory, Oban, Argyll
PA37 1QA, Ecosse.

Stocker le milieu de culture au réfrigérateur, dans
un endroit propre et a I'abri de la lumiere.

\'4

\4

Préparation des erlenmeyers, des ballons et des

bonbonnesde 101

»>  Nettoyer les récipients avec un détergent, les rincer
et les laisser sécher.

»  Remplir les erlenmeyers, les ballons et les bonbonnes
d’eau de mer filtrée a 0,2-1 pm et stérilisée aux UV,
a faible salinité (25-30 ppt).

»  Ajouter le milieu de culture.

»>  Ajouter les tubes d’aération en verre. Fermer avec
du coton et recouvrir d’aluminium.

»  Placer le tout dans l'autoclave a2 121 °C pendant 20
minutes.

»  Avant toute utilisation, laisser reposer pendant au
moins 24 heures, temps nécessaire afin que le pH
revienne a son niveau initial aprés une augmentation
passagere.

»>  Inoculer avec les cultures de micro-algues.

Figure 55. Culture de micro-algues en bonbonnes de 20 |I.
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Préparation des bonbonnes de 20 |, des colonnes et des bacs

\4

Nettoyer les récipients avec une solution chlorée a
10 %, les rincer et les laisser sécher.

Remplir deau de mer filtrée 4 1 pm et stérilisée aux
Uv.

Ajouter du chlore (a 12,5 % de chlore actif) a une
concentration de 0,2 ml/l et laisser agir pendant
quatre heures minimum, ou pendant la nuit, jusqu’a
un maximum de 24 heures sans aération.

Mettre l'aération en marche pendant 10 a 15
minutes afin déliminer le chlore résiduel. Ajouter

\'4

\4

du thiosulfate de sodium (solution mere a 250 g/1) a
une concentration de 0,2 ml/1 et le laisser agir pen-
dant une heure afin de neutraliser le chlore résiduel.
Vérifier avec un test chlore.

Apres quelques minutes, ajouter de l'engrais tel que
Aquasol (2,5 g/1001). Pour les cultures de diato-
mées, ajouter également du métasilicate de sodium
(3,75 g/100 1).

Inoculer avec les cultures de micro-algues.

On ajoute du métasilicate de sodium pour les cultures de diatomeées telles que Chaetoceros sp., Navicula sp. et
Nitzschia sp. Les diatomées utilisent le silicate pour construire leur enveloppe extérieure rigide (frustule).

Figure 56. Culture de micro-algues en bac de 500 I.
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Meéthode d’inoculation pour les erlenmeyers et les

ballons

»>  Réaliser les inoculations sous une hotte a flux
laminaire ou dans une simple enceinte vitrée.

»  Nettoyer la zone de travail et les mains avec de
Palcool 2 70 %.

»  Placer les volumes de culture nécessaires pour le
transfert dans l'enceinte prés de la flamme d’un bec
Bunsen.

»>  Passer le goulot des récipients sur la flamme avant
et apres le transfert.

»  En travaillant prés de la flamme, retirer le bouchon
du nouveau récipient et ajouter rapidement les
éléments nutritifs et 'inoculum de micro-algues.

»  Replacer immédiatement le bouchon.

»  Noter a 'aide d’un marqueur sur le récipient la date

et le nom de l'espéce de micro-algue.

Volumes de culture Cycle de culture

Erlenmeyer 250 m/ 4-7 jours
Ballons 2 1 3—7 jours
Bonbonnes 10-20 1 4-7 jours
Colonnes 150 1 7—14 jours
Bacs 5001 4-7 jours

Résumé

>

A\

A\

\4

A V4

A\

Garder deux séries de cultures meres pour
chaque espéce de micro-algues dans des
erlenmeyers.

Faire des sous-cultures une fois par semaine (ou
toutes les deux semaines au maximum).
Conserver les cultures dans des erlenmeyers,
des ballons, des bonbonnes et des colonnes
dans une piéce climatisée (20-24°C) avec
un éclairage de 14 heures par jour. Remuer
quotidiennement les cultures meres a la main et
prévoir une aération réguliére pour les grands
volumes de cultures.

Placer un filtre sur les tubes d’aération avant
son entrée dans les différents volumes de
culture afin d’éviter toute contamination par
des ciliés.

La préparation des cultures de micro-algues
et le choix de la méthode de stérilisation
dépendent du volume des cultures.

Ajouter du métasilicate de sodium pour la
culture des diatomeées.

Procéder a linoculation et au transfert des
cultures d’algues dans un environnement
propre et stérile.

Pour les cultures de micro-algues en exteérieur,
la température de 'eau ne doit pas dépasser
32°C.
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NOTES




