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Introduction 

L’ormeau : un mollusque gastéropode du genre Haliotis 
Phylogénie et répartition géographique  
 
 L’ormeau est un mollusque gastéropode marin du genre Haliotis et de l’ordre des 
Vetigastropoda. On le reconnaît aisément par sa coquille en forme d’oreille humaine, ovale et 
aplatie (Inventaire National du Patrimoine Naturel, 2018). Pendant de nombreuses années, 
personne ne s’accordait sur le nombre d’espèces d’ormeaux, c’est finalement Geiger qui a 
défini une classification et aujourd’hui, on trouve 56 espèces d’ormeaux réparties dans le 
monde (Geiger, 2000) (Figure 1). 
Haliotis tuberculata est présent exclusivement en Europe et en Afrique du Nord (Huchette et 
Clavier, 2004). Il occupe une aire de répartition géographique qui s'étend des îles anglo-
normandes au Nord, jusqu’au Sénégal au Sud, en passant par les îles Canaries, ainsi qu’en 
Méditerranée (Figure 2).  

Aucune des 56 espèces classées par Geiger n’a de répartition globale et certaines 
régions du monde abritent plusieurs espèces à la fois. Au total, on retrouve neuf espèces 
endémiques en Australie, trois en Nouvelle-Zélande, cinq en Afrique du Sud, et six sur la côte 
ouest d’Amérique du Nord (Geiger, 2000). Les espèces sont souvent très proches 
morphologiquement et il a fallu de nombreuses études pour réussir à les différencier et enfin 
pouvoir étudier leur répartition géographique.  
 

 

 

Habitat de l’ormeau  
 
L’habitat de l’ormeau se situe généralement entre +1 et -10 m par rapport au niveau de 

la mer (Crofts, 1929) dans « toute anfractuosité durable, située à faible profondeur, dont les 
parois sont constituées, au moins en partie de substrat dur » (Clavier, 1986). L’ormeau est 
donc présent sur le littoral où le substrat est rocailleux. La densité d’ormeaux présente dans 
certaines zones est notamment dépendante des caractéristiques du milieu (Travers, 2008). 

En effet, on retrouve une forte densité dans certaines anfractuosités. Un tel habitat 
procure une protection aux ormeaux contre les prédateurs. L’ormeau est un animal nocturne 

Figure 1 : Arbre phylogénétique des 
Haliotidae (Geiger, 2000) EM-RS : 
Europe, Méditerranée – Mer rouge ; 
IP : Indo-Pacifique ; NZ : Nouvelle-
Zélande ; RSA : Afrique du Sud. 

Figure 2 : Répartition de Haliotis tuberculata (Travers, 2008) 
La répartition principale de chaque sous-espèce est 
présentée en trait plein, les points correspondant à une 
distribution plus sporadique. La présence d’H. tuberculata 
tuberculata est signalée en rouge, et la présence d’H. 
tuberculata coccinea en bleu. 
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et lucifuge c’est pourquoi il vit généralement « collé » sous les rochers et se déplace peu dans 
le milieu naturel (Clavier, 1982; Clavier, 1986 ; Clavier et Chardy, 1989), il lui est tout de même 
possible de fuir en présence d’un prédateur, il se déplace alors sur quelques mètres à une 
vitesse pouvant atteindre 15 fois sa taille de coquille par minute (Donovan et Carefoot, 1997). 

 

Biologie de l’ormeau : Haliotis tuberculata 
 
H. tuberculata est l’unique espèce présente en Europe et en Afrique du Nord (Huchette 

et Clavier, 2004). Cette dernière fera plus précisément l’objet de notre étude. Elle peut être 
séparée en deux sous-espèces impossibles à différencier morphologiquement : H. tuberculata 
et H. tuberculata coccinea (Geiger, 2000). L’ormeau est un gastéropode dont la principale 
caractéristique est sa coquille aplatie de forme ovoïde dont la dernière spire est très 
développée. Sa coquille couvre entièrement l’animal et comporte des pores (environ 5 à 7) qui 
permettent la respiration, l’excrétion et l’émission des gamètes (Figure 3B).  

L’ormeau possède à proximité des yeux deux tentacules céphaliques qui ont pour rôle 
la préhension (Figure 3A). La bouche et l’anus sont situés dans la partie antérieure du corps 
de l’animal. La bouche ventrale est munie d’une radula, longue langue possédant une rangée 
de dents. Le pied (= muscle pédieux) de l’animal est attaché à la coquille par une colonne 
musculaire, il est très développé, et représente en moyenne 40% du poids total de l’animal. Il 
est entouré d’organes sensoriels sur l’épipodium appelés tentacules (Figure 3A). L’épipodium 
est extrêmement développé chez l’ormeau, plus que chez aucun autre mollusque.  Les 
tentacules épipodiales et céphaliques permettent donc à l’animal d’avoir un sens du toucher 
développé. Il peut donc détecter de nombreux changements chimiques et thermiques au sein 
de son environnement, et également explorer son milieu (Bevelander, 1988 ; Crofts, 1929 ; 
Mgaya, 1995 ; Travers, 2008). 

L’ormeau est un animal qui se nourrit essentiellement de macroalgues. On retrouve 
donc de fortes biomasses dans les zones où ces algues sont présentes en grandes quantités.  
Il peut consommer de 10 à 20% de sa masse par jour et même jusqu’à 39% (Basuyaux, 1997 ; 
Mgaya, 1995 ; Mottet, 1978). Il consomme les algues dérivantes, mais il peut aussi être en 
recherche active de nourriture (Clavier et Richard, 1984).  

 Dans l’environnement naturel, les ormeaux post-larves et les jeunes ormeaux (jusqu'à 
~ 5 mm) consomment des diatomées benthiques, des algues rouges du genre Lithothamnium, 
des algues corallines et des bactéries, tandis que les autres stades consomment des 
macroalgues (Crofts, 1929 ; Daume et al., 2007 ; Dunstan, 2002 ; Kawamura et al., 1995 ; 
McShane et al., 1994). Les individus les plus jeunes se situent plus en surface que les autres 
(Clavier et Richard, 1986).  

L’ormeau a une croissance caractérisée comme lente et très variable selon les 
individus. Dans le milieu naturel, la croissance est plus importante entre mai et novembre et 
plus faible en hiver (Clavier et Richard, 1986). En élevage, en milieu contrôlé, dans les 
conditions optimales à leur croissance, les animaux atteignent entre 15 et 38 mm en 1 an, puis 
entre 38 et 72 mm en 2 ans, et enfin entre 57 et 90 mm en 3 ans (min-max de la cohorte) 
(Basuyaux, 1997). 
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Figure 3 : Anatomie de Haliotis tuberculata (Travers, 2008). Vue ventrale (A), vue faciale (B) et vue 
dorsale (C). 

France Haliotis : le premier élevage en mer d’ormeaux en France  
 

L’entreprise France Haliotis, créée en 2004 par Sylvain Huchette est située à 
Plouguerneau (29) au bord de l’Aber Wrac’h. Ce fut le premier élevage d’ormeaux en pleine 
mer en France. Sylvain Huchette a misé sur l’ormeau il y a dix-sept ans maintenant avec son 
associé de l’époque Guirec Rolando. Après un doctorat effectué en Australie sur les ormeaux, 
il décide de développer son propre élevage en mer avec une concession à proximité de l’île 
vierge et cela fonctionne. Aujourd’hui, la société s’est développée et emploie actuellement huit 
personnes (dont le gérant) ainsi que deux personnes en apprentissage et des stagiaires pour 
un chiffre d’affaires de l’ordre de trois cent mille euros (avant la période Covid-19 qui a fait 
fortement diminuer ce chiffre d’affaires).  

La commercialisation s’effectue en deux parties : en vente directe et aux restaurateurs 
(uniquement en vente directe avec la crise sanitaire du Covid-19 puisque les restaurants 
étaient fermés). Le prix se situe entre 75 et 80€/kg selon la taille ce qui est 60% supérieur au 
prix du marché de l’ormeau de pêche. Cependant, ici l’approvisionnement est régulier, la 
qualité et le calibre du produit également ce qui justifie un prix plus élevé.  

France Haliotis participe également à de nombreux projets européens ou français en 
partenariat avec d’autres entreprises. A titre d’exemple, on retrouve le Muséum d’histoire 
naturel de Concarneau, Agrocampus Ouest ou encore Ifremer pour les ormeaux. De nombreux 
projets sont également réalisés pour les algues comme IDEALG, BEZHIN BOOST ou 
AQUAVITAE. 

Chez France Haliotis, le cycle d’élevage de l’ormeau dure entre 3,5 ans et 4,5 ans. Il 
se divise en deux étapes principales : un élevage du naissain à terre dans des bassins de 
nurserie, et une étape de pré-grossissement et de grossissement dans des cages en pleine 
mer. Les pontes ont généralement lieu durant les mois de mai et juin. Au préalable, les 
géniteurs sont sélectionnés et conditionnés avant la ponte (Annexe I). Après éclosion, les 
larves sont pélagiques pendant 55h (Figure 4), elles cherchent ensuite à se fixer durant la nuit 
et sont donc transférées dans les bassins de la nurserie situés sous serre (communication 
personnelle Sylvain Huchette).  

L’ormeau est une espèce gonochorique avec une fécondation externe (Figure 4). On 
peut séparer son cycle de vie en deux phases bien distinctes : la phase pélagique où il vit sur 
ses réserves dans la colonne d’eau et la phase benthique où il se fixe sur le fond et commence 
son développement (Basuyaux, 1997). 

Dans la nurserie de France Haliotis, chaque bassin de production contient vingt-deux 
paniers, chacun remplit de vingt plaques de plexiglas ensemencées avec une macroalgue 
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Ulvella lens (Annexe I). Le genre Ulvella est né en 1859, il a été créé par les frères Crouan 
lors de la découverte d’une algue verte. Cette algue possède un thalle discoïde et 
microscopique et vit principalement dans la rade de Brest (Dangeard, 1931). 

 Les ormeaux en nurserie se nourrissent quasi exclusivement de cette dernière et des 
biofilms qui lui sont naturellement associés. Au sein de l’entreprise, la culture d’Ulvella lens est 
une étape clé de la nurserie. Les bassins d’algues de reproduction sont conservés toute 
l’année. Au moment opportun (après les transferts en mer, souvent en avril/mai), ces bassins 
sont fertilisés avec du nitrate de sodium et du phosphate de sodium puis cinq jours après ils 
sont couverts afin de les plonger dans le noir, cela permet de déclencher et de synchroniser 
la sporulation. Ensuite, les spores d’algues se développent et germent pendant huit à douze 
jours selon les conditions météorologiques. Ces plaques sont alors mises à la lumière dans 
les bassins sous la serre avec des paniers contenant des plaques propres en attendant que 
la colonisation se fasse. Le préferendum thermique de l’Ulvella se situe en-dessous de 24°C. 
A partir de ce moment, les bassins sont fertilisés environ deux fois par semaine sauf en hiver : 
avec de l’ammonitrate et du phosphate de sodium tant que les animaux ne sont pas présents. 
La fertilisation se fera ensuite avec du nitrate de sodium et du phosphate de sodium lorsque 
les ormeaux seront présents. En effet, l’ammonitrate est toxique pour les ormeaux 
(communication personnelle Maryvonne Leroux).  Ulvella lens sera alors présente dans tous 
les bassins de nurserie et constituera une majeure partie de l’alimentation des juvéniles 
d’ormeaux. Cette méthode de culture d’Ulvella lens a été mise au point assez récemment pour 
permettre d’augmenter la productivité des élevages d’ormeaux (Hannon et al., 2014).  

Durant la première phase où les ormeaux sont en nurserie ils sont également nourris 
avec une macroalgue (Ulva sp.), cultivée directement au sein de l’entreprise. Lorsqu’ils 
atteignent une taille d’environ 12 mm, entre six et dix mois selon les conditions zootechniques 
et climatiques, les ormeaux sont alors transférés en mer (à partir de mars généralement mais 
cela dépend de la date de ponte et également des conditions qu’ils ont eu lors de leur 
développement). Les animaux n’atteignant pas cette taille sont remis en bassin pour continuer 
leur croissance à terre jusqu’à l’automne.  

L’élevage en mer s’effectue en cages benthiques ancrées sur filières (Annexe II). Au 
sein des cages, l’entreprise dispose sur le fond et les côtés des « coupelles 
plastiques » ostréicoles qui offrent aux ormeaux un abri et augmentent la surface d’élevage 
(Annexe I). En mer, les animaux sont nourris environ une fois par mois avec des algues 
fraîches récoltées sur l’estran (essentiellement Palmaria palmata, Laminaria digitata et 
Saccharina latissima) ou cultivées au sein de l’entreprise (Ulva sp.) (Annexe III). 
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Figure 4 : Le cycle de vie de l'ormeau européen (Haliotis tuberculata), (Lachambre, 2017). 

Les ormeaux restent en moyenne trois ans en mer puis sont commercialisés lorsqu’ils 
atteignent une taille de l’ordre de 6 à 8 cm.  

 

 
 
Figure 5 : Ensemble du cycle d’élevage de l'ormeau (Haliotis tuberculata) au sein de France Haliotis 
(©N. Rubinstein). 
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Une production d’ormeaux essentiellement d’origine aquacole à l’échelle 
mondiale 
 

L’ormeau, mollusque très peu connu à l’échelle française, occupe depuis des 
décennies une place parmi les produits de la mer les plus chers du monde. En février 2021, le 
prix de l’ormeau de pêche en France (MIN Rungis) se situait entre 45 et 50 euros/kg 
(FranceAgriMer, 2021). Comme un certain nombre des produits de la mer, sa production est 
passée de la pêche sauvage à l’élevage. Aujourd’hui, dans le monde, plus de 95% des 
ormeaux proviennent de l’halioticulture. Les pêches de capture de cette espèce ont connu un 
déclin de 70% entre 1950 et 2015 puisque seulement 7000 tonnes de cette espèce ont été 
débarqués en 2015. À l’inverse, la production aquacole a connu un essor important avec plus 
de 135 000 tonnes produites en 2014 et 168 000 tonnes en 2017. Cette production représente 
près de 1,9 milliards de dollars alors qu’elle était quasiment inexistante il y a 40 ans (FAO, 
2017 ; FAO, 2021).  

La diminution progressive des captures par pêche peut s’expliquer principalement par 
la surpêche, les surmortalités liées à des pathogènes bien identifiés (herpès virus de l’ormeau, 
vibrios, Xenohaliotis californiensis...). En France, la pêche d’ormeaux sauvage est très 
réglementée : un nombre limité de licence est accordé avec un quota par licence fixé et un 
nombre de marques fixées (Comité Régional des Pêches Maritimes et des Élevages Marins 
de Bretagne, 2019). Un problème majeur pourrait également expliquer cette diminution : 
l'exploitation illégale, en particulier en Afrique du Sud, en Australie, en Nouvelle-Zélande et en 
Californie. En 2016/2017, cette production était estimée à 7 000 tonnes (Cook, 2019). Entre 
2010 et 2016/2017, les principaux pays producteurs n’ont pas changé : la Chine, la Corée et 
l’Afrique du Sud restent les leaders du marché (Annexe IV). 

La Chine est à la fois le premier pays producteur d’ormeaux mais également le premier 
pays consommateur. En comparaison avec l’Asie, les industries européennes sont très petites 
mais connaissent un fort développement. En effet, pendant de nombreuses années l’ormeau 
a été délaissé au profit de produits « plus commerciaux » comme la coquille Saint-Jacques 
par exemple. Bien que cette espèce ait une forte valeur ajoutée notamment à l’export, les 
scientifiques l’ont durant plusieurs années laissé de côté. Aujourd’hui, cette aquaculture se 
développe davantage et on trouve désormais des fermes au Royaume-Uni, dans les îles 
anglo-normandes, en Afrique du Sud (Troell et al., 2006), en Irlande, en France et en Espagne 
(Cook, 2014; Cook, 2019). De nombreux obstacles techniques à la production de naissain 
d’ormeaux ont été rencontrés et ont entravé la croissance des industries notamment en Irlande 
(Hannon et al., 2013).   
 

Les principaux facteurs influençant la survie et la croissance des juvéniles 
d’ormeaux (Haliotis tuberculata). 
 

Dans le milieu naturel comme en élevage ; la croissance et la survie des juvéniles 
d’ormeaux sont dépendantes de la température (Basuyaux, 1997), de la densité (Huchette et 
al, 2003) et des ressources alimentaires disponibles dans le milieu (Fleming et al., 1996). En 
élevage, la mortalité est la plus élevée dans les premiers jours (environ une dizaine de jours) 
qui vont suivre la fixation et elle diminue par la suite. France Haliotis utilise Ulvella lens pour 
la fixation, sur la dernière saison les taux de survie sont bien supérieurs que précédemment 
avec un taux de fixation supérieur à 40% en moyenne et une mortalité sur les premiers mois 
en nurserie réduite à environ 50% alors qu’ils pouvaient être de l’ordre de 4% à 1 an lorsque 
les techniques d’élevage ne permettaient pas de bons résultats (Flassch et Aveline, 1984 et 
Sylvain Huchette, communication personnelle). En effet, cela est dû à une meilleure qualité 
d’Ulvella lens ainsi qu’à une combinaison de plusieurs facteurs, à savoir : une fixation sous les 
serres, de nombreux progrès génétiques, une meilleure qualité du larvaire, une meilleure 
connaissance de l’animal et donc un progrès technique en parallèle. 



 

7 
 

Au-delà des six mois la mortalité diminue considérablement pour atteindre une valeur 
proche de 1% sur cinq mois (Cochard, 1980 ; Flassch et Aveline, 1984). En moyenne chez les 
juvéniles un accroissement mensuel sur cent jours est de l’ordre de 1 à 1,5 mm/mois (Flassch 
et Aveline, 1984). Différents facteurs sont donc susceptibles de jouer un rôle majeur au niveau 
des premiers stades. On peut citer par exemple la disponibilité en nourriture, qui va elle-même 
dépendre de la lumière qui contrôle la croissance des espèces végétales qui servent de 
fourrage. On trouve également de la compétition intraspécifique, déterminée par la densité 
des animaux (Daume et al., 2004 ; Basuyaux, 1997 ; Mgaya et Mercer, 1995). D’autres 
facteurs vont également avoir une influence déterminante sur la survie et la croissance des 
juvéniles notamment la qualité de l’eau (Basuyaux, 1997) et d’autres facteurs biotiques (la 
compétition interspécifique, la prédation, le stress etc.) (Mgaya, 1995 ; Clavier et Chardy, 
1989). 

On va donc étudier à quels niveaux et quels impacts peuvent avoir ces différents 
facteurs lors des premiers mois de développement des ormeaux en nurserie.  
 

La compétition intraspécifique  
 

La compétition intraspécifique est un facteur essentiel dans la phase de pré-
grossissement. Des études ont montré que la mortalité était fonction de la densité et devenait 
plus importante au-dessus d’un certain seuil (2500 juvéniles/m2) à un an (Cochard, 1980 ; 
Flassch et Aveline, 1984; Daume et al., 2004). Le taux de croissance lui aussi est influencé 
par la densité et diminue avec l'augmentation des densités de peuplement. (Koike et al., 1979 ; 
McBride et al., 2001 ; Mgaya et Mercer, 1995). Une étude démontre que le gain de poids 
individuel moyen des ormeaux et l'augmentation de la longueur de la coquille ont diminué 
lorsque que la densité de peuplement augmentait (Mgaya et Mercer, 1995). La densité 
d'élevage la plus appropriée pour des ormeaux de 7 à 10 mm peut être considérée comme 
étant comprise entre 2500 et 3750 individus/m2 (Koike et al., 1979). C’est ce qui est pratiqué 
au sein de France Haliotis. 

 

Figure 6 : Représentation de l’effet de la densité sur la croissance des juvéniles d'ormeaux Haliotis 
tuberculata (Mgaya et Mercer, 1995). Les barres verticales représentent l'erreur standard. 

 

Des études menées sur une autre espèce (Haliotis rubra) ont montré que la croissance 
des ormeaux juvéniles en aquaculture est affectée par la densité en raison de la concurrence 
concernant la nourriture mais également la diminution de la qualité de l'eau. Le comportement 
des ormeaux est également affecté par la densité ce qui va impacter la croissance des 
animaux de manière significative (Huchette et al., 2003).  
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L’alimentation 
 

Haliotis tuberculata est connu pour être essentiellement herbivore. L’alimentation la 
plus adaptée pour les ormeaux est à base de macroalgues supplémentées de microalgues 
(diatomées) (Brown et al., 2013). Ce type de régime est plus facile à gérer qu’un régime 
formulé et il permet une transition alimentaire (Daume et al., 2007). Ulvella lens est utilisée 
pour la fixation des larves et comme régime secondaire pour les ormeaux ayant une taille 
supérieure à 3 mm (Daume et al., 2003 ; Daume et al., 2004). L’Ulvella est une macroalgue 
verte encroûtante. Son développement s’effectue en deux dimensions sur les surfaces par 
augmentation du diamètre de son thalle en forme de disque (Crouan, 1859). Ulvella lens peut 
libérer des zoospores pendant cinq jours consécutifs, ce qui va permettre aux larves nageuses 
d'ormeaux de se fixer (Hannon et al., 2014). En effet durant la phase où les larves sont 
pélagiques (environ quatre jours) les algues contribuent à l’optimisation de la fixation des 
larves en premier lieu et non à leur alimentation. Les coralines (algues encroûtantes) ou les 
biofilms (naturels ou cultivés), associés ou non avec le mucus d’ormeaux, sont donc parfois 
utilisés pour favoriser la fixation. Toutefois, depuis quelques années, la macro-algue 
encroûtante Ulvella lens permet d’obtenir des taux de réussite inégalés, souvent supérieurs à 
80% (Basuyaux et al., 2018). En effet, l'utilisation de U. lens et U. rigida comme complément 
au régime de diatomées permet un taux de croissance accrus pour les post-larves de H. discus 
hannai et H. rubra même s’il a été montré qu’U.lens seul n’était pas suffisante (Daume et al., 
2004 ; Courtois de Viçose et al.,2010 ; Courtois de Viçose et al.,2012). La nurserie est donc 
une étape clé durant laquelle la physiologie de l’ormeau va rapidement évoluer. Il existe une 
succession de différents régimes alimentaires qui commence par l’assimilation de 
macromolécules provenant du biofilm, puis de la consommation de différentes micro-algues ; 
et enfin l’ormeau va pouvoir commencer à s’alimenter avec des macro-algues. C’est 
notamment avec Ulvella lens que se fera la transition avec des algues plus conséquentes. Une 
fois installés, les animaux broutent les diatomées et plus tard U.lens jusqu'à ce qu'ils atteignent 
une longueur de coquille d'environ 2-3 mm. La biomasse par plaque devient alors élevée et la 
nourriture insuffisante. À ce stade, de nouvelles plaques recouvertes de U.lens et de 
diatomées sont introduites et les animaux migrent sur ces nouvelles plaques (communication 
personnelle Sylvain Huchette ; Daume et al., 2007). Le stade dit de « pré-grossissement » 
permet aux ormeaux d’atteindre une taille à partir de laquelle ils vont pouvoir être manipulés 
sans être abimés (environ 1 cm). Au cours des premiers stades du développement, les 
ormeaux juvéniles ont besoin de diatomées benthiques de haute qualité qui fournissent une 
nutrition adéquate pour la croissance et la survie (Daume et al., 2004 ; Wang et al., 2008). Les 
juvéniles de plus de 5 mm peuvent également être supplémentés en macroalgues. Ainsi, il a 
été montré que la supplémentation en ulves (Ulva sp.) ou avec d’autres macroalgues rouges 
(Gracilaria chilensis) favorise la croissance des juvéniles d’ormeaux chez l’espèce Haliotis 
laevigata (Daume et al., 2007).  

Ainsi, Haliotis tuberculata préfère une alimentation mixte constituée de différentes 
algues plutôt qu’une seule (Roussel et al.,2020) 

En optimisant la croissance, il est ainsi possible de limiter le risque lié à cette fragilité 
initiale lors des manipulations nécessaires à l’élevage. Pour cela, la qualité des macro-algues 
distribuées régulièrement est indispensable et peut être un facteur permettant de diminuer la 
mortalité dans les élevages.  
 

La lumière 
 
Les ormeaux sont des organismes lucifuges (Basuyaux, 1997). La lumière est un 

facteur essentiel, étudiée dans la croissance des ormeaux mais elle possède également un 
rôle clé dans la croissance des algues donc indirectement dans la croissance des juvéniles 
puisqu’elles constituent leur alimentation (Daume et al., 2004). L’absence de lumière joue 
également un rôle sur l’oxygène disponible, elle peut diminuer fortement la quantité disponible 
dans la couche limite et ainsi entrainer une mortalité des post-larves. Une valeur en oxygène 
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dissous inférieure ou égale à 3,08 mg/l  va entrainer un stress de l’animal qui provoque une 
perturbation de l'équilibre acido-basique, bouleversant également le métabolisme anaérobie 
de H. diversicolor supertexta, ce qui entraîne une acidose à court terme (Cheng et al., 2004). 
Lorsque les élevages ne sont plus éclairés, il se produit un arrêt de la photosynthèse qui 
provoque une chute brutale de l'oxygène ainsi qu’une augmentation du dioxyde de carbone, 
responsable de l’acidification de l’eau, au contact des algues et des juvéniles (Flassch et 
Aveline, 1984 ; Searcy-Bernal, 1996). 

La croissance des ormeaux peut également être directement impactée par la lumière, 
en effet l’influence de ce facteur sur la croissance est extrêmement visible. Cela peut passer 
par une action indirecte : les animaux vont avoir tendance à se cacher sous des abris pour fuir 
cette source de lumière, leur accès à l’alimentation sera donc moins fréquent ce qui va 
entrainer une diminution de leur croissance. Les meilleurs résultats de croissance ont été 
observés pour une intensité lumineuse faible voire nulle. Cela se corrèle très bien avec la 
réalité où dans le milieu naturel ils ne font de déplacements pour rechercher leur nourriture 
qu’au crépuscule ou à l’aurore, période où l’intensité lumineuse est assez faible 
(Basuyaux,1997). 
 

La qualité de l’eau  
 

La qualité de l’eau est un facteur clé dans tous types d’élevages. Bien que ce facteur 
soit externe, il a un impact sur la croissance des ormeaux, il est donc essentiel de maîtriser 
certains paramètres pour optimiser la croissance et la survie des animaux. Des paramètres 
physiques tels que la température et des paramètres chimiques comme la salinité, la quantité 
d’azote dissous et d’autres vont être étudiés.   
 

Paramètres physiques : la température 
  

La température de l’eau est un facteur essentiel pour la majorité des invertébrés 
(ectothermes), c’est pourquoi certains élevages utilisent un circuit fermé pour pouvoir gérer ce 
paramètre. En effet la température agit sur le métabolisme et donc sur la plupart des fonctions 
physiologiques, notamment la croissance et la reproduction (Basuyaux, 1997). Les 
ormeaux  sont des organismes poïkilothermes, leur température corporelle varie en fonction 
de leur environnement (Prosser, 1991). Il est donc essentiel de connaitre leur température 
optimale de développement. La température optimale serait de 18°C en effet le métabolisme 
d’H. tuberculata y serait le plus actif (McBride et al., 2001).   

D’après une étude de Basuyaux menée en 1997, les ormeaux n’ont pas le même 
préférendum de température en fonction de leur taille. Les petits animaux ont un préférendum 
autour de 21°C alors que les animaux de taille supérieure ont une croissance maximale entre 
15 et 18°C. Néanmoins, une température constante autour de 18-20°C semble convenir pour 
atteindre une croissance maximale sans nécessité de trier les animaux et de les mettre dans 
différents bassins avec des températures différentes.  

Des études en laboratoire ont montré que la marge de croissance maximale des 
ormeaux est obtenue pour une température de 20°C (Emberton, 1982 ; Peck, 1989 in Mgaya, 
1995). La limite inférieure létale à long terme pour H. tuberculata serait atteinte pour des 
températures comprises entre 8,5 et 9,0°C (Peck, 1989 in Mgaya, 1995). Le cas inverse est 
également possible, des températures estivales trop élevées sont également préjudiciables 
pour la croissance et la survie des ormeaux, de plus, elles sont généralement associées à des 
épidémies de maladies infectieuses (Hooper et al., 2014). 

Ainsi l’optimum de température est plus élevé que la température de l’eau dans le 
milieu naturel d’Haliotis tuberculata, cela permettrait de réduire la durée du cycle d’élevage de 
l’ormeau, ce qui serait un avantage non négligeable pour les élevages en circuit fermé 
notamment (Basuyaux, 1997). 
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Paramètres chimiques   
 

Le premier paramètre chimique qui est souvent étudié est la salinité. D’après de 
nombreuses études, les variations de salinité ne seraient pas un facteur entrainant la mort de 
l’ormeau. En effet, l’ormeau Haliotis tuberculata peut tolérer des variations de salinité 
importantes (Basuyaux, 1997 ; Peck, 1989 ; Clavier, 1986). Aucune diminution de croissance 
n’a été observée pour des salinités comprises entre 26 et 38‰ (Basuyaux, 1997) et l’ormeau 
pourrait même avoir une croissance à 24‰ (Peck, 1983). Il semblerait que si seul ce facteur 
de salinité est modifié, la croissance de l’ormeau n’en soit pas impactée ; à l’inverse si il subit 
également de fortes baisses de températures ou toutes autres modifications alors l’impact 
pourrait être visible (La Touche et al., 1993).  

Basuyaux (1997) a étudié les seuils d’autres facteurs importants. La croissance 
pondérale ne semble pas varier pour des seuils compris entre 1,5 et 4,5 meq.1-1. Il considère 
un seuil acceptable pour l’ammoniaque de 1 mgN-NH3-4.l-1(soit 0,045 mgN-NH3.l-1) et une 
légère toxicité à 5 mgN-NH3-4.l-1 (0,226 mgN-NH3.l-1). Concernant les nitrites, le seuil 
acceptable pour l’ormeau est supérieur à 5 mgN-NO2.l-1 et entre 100 et 250 mgN-NO3.l-1 pour 
les nitrates (Basuyaux, 1997).  

La présence de métaux lourds et de produits chimiques (phytosanitaires, etc.) dans 
l’eau sont autant d’éléments qui peuvent potentiellement influencer la croissance et la survie 
des juvéniles en élevage (communication personnelle Sylvain Huchette). Aucune étude n’a 
démontré cette hypothèse à l’heure actuelle chez les ormeaux. La multiplicité des molécules 
présentes dans le milieu naturel rend les études écotoxicologiques complexes et très 
onéreuses. 

Plus récemment, des équipes scientifiques se sont penchées sur l’impact de 
l’acidification des océans sur les ormeaux (projet ICOBIO), révélant un impact significatif d’une 
baisse de pH sur le développement et la survie des larves dès que le pH atteint des niveaux 
de l’ordre de 7,7. D’après les scientifiques du GIEC, ce niveau de pH serait atteint entre 2050 
et 2100. 

De nombreux paramètres chimiques peuvent donc impacter la croissance des ormeaux 
et sont donc à surveiller au sein des élevages.  

 
 

Les autres facteurs  
 

D’autres facteurs biotiques peuvent également intervenir sur la croissance des 
animaux, c’est le cas notamment de la prédation et des pathogènes. Le stress qui est une 
réponse biologique à la prédation notamment peut également avoir un impact (Figure 7). 
 

Le stress 
 

L’ormeau est sensible à de nombreuses variations ponctuelles de son environnement 
qui peuvent provoquer des stress significatifs. On peut citer par exemple : la température 
(Basuyaux, 1997), le pH, la salinité, le régime alimentaire et la pression des pathogènes. Au 
sein d’un élevage, on retrouve également la manipulation. En effet des manipulations assez 
courantes comme le tri, l’anesthésie pour transférer le naissain en mer ou le déplacement 
peuvent provoquer une augmentation notable du taux de mortalité. C’est pourquoi il faut opérer 
avec précaution.  
 

La compétition interspécifique, la prédation 
 

Les jeunes ormeaux ont beaucoup plus de prédateurs que les adultes, on trouve en 
haut de cette liste les crabes, notamment Necora puber et Carcinus sp. (Clavier, 1986 ; Mgaya, 
1995). Dans le milieu naturel, les prédateurs sont nombreux : mollusques (mésogastropodes, 
poulpes), des échinodermes (étoiles de mer), mais aussi des poissons, des crustacés 
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(crabes), des spongiaires (éponges foreuses) et des annélides (Clavier et Chardy, 1989 ; 
Clavier, 1986 ; Crofts, 1929 ; Stephenson, 1925 ; Shepherd, 1985). La compétition 
interspécifique a un impact important pour la croissance des juvéniles notamment au niveau 
de l’accès à la nourriture. Dans les bassins d’élevage, cette compétition est plus faible que 
dans le milieu naturel mais néanmoins bien présente notamment à cause des espèces 
consommatrices de macroalgues qui peuvent être retrouvées dans les bassins de nurserie en 
provenance de l’eau d’entrée ou des algues issues du milieu naturel. C’est notamment le cas 
des helcions (Patella pellucida), lacunes communes (Lacuna vincta), gibbules cendrées 
(Gibbula cineraria), littorines obtuses (Littorina obtusata) et des crustacés de type amphipodes 
(Gammarus sp.) (Annexe V). La présence de ces organismes doit donc être surveillée pour 
limiter au maximum ce facteur qui pourrait alors faire diminuer la croissance des ormeaux.  
 

Les pathogènes 
 

La mortalité chez les ormeaux peut être due à différents organismes pathogènes. 
L’apparition de la maladie dépend certes du pathogène et de son hôte mais c’est 
l’environnement qui conditionne cette apparition (Hooper et al., 2014 ; Travers, 2008). Les 
pertes les plus fréquentes en élevage ou dans le milieu naturel sont dues à une bactérie 
pathogène nommée Vibrio harveyi (Travers, 2008). D’après cette thèse, les mortalités induites 
par ces nombreux vibrions sont présentes à tous les stades : en affectant le stade larvaire, les 
juvéniles ou les adultes (Travers, 2008). 

En élevage, les facteurs sont souvent réunis pour amener au développement d’une 
maladie : les fortes densités d’animaux, la température de l’eau plus élevée (au-dessus de 
17,5°C/18°C), et l’abondance d’aliment. Ces facteurs permettent l’émergence de nouvelles 
maladies comme cela a été le cas avec l’herpès virus chez différentes espèces d’ormeaux ; 
notamment H. laevigata,  et H. rubra en Australie particulièrement aux jeunes stades de 
développement (Travers, 2008). 

Ces dernières années, notamment avec le réchauffement climatique, le 
développement de ces maladies a été plus fréquent et entraine donc des mortalités de plus 
en plus importantes, c’est pourquoi il est essentiel de détecter ces maladies dans l’espoir de 
limiter au maximum la mortalité dans l’élevage.  
 

 
 
Figure 7 : Utilisation de la nourriture consommée et niveaux d’action des facteurs de l’environnement 
sur le processus de croissance (D’après Philippart, 1975). 
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La croissance précoce des ormeaux détermine les performances en fin de cycle. 
 

La croissance précoce est importante pour déterminer les performances dans la suite 
du cycle (Daume et al., 2007). D’un environnement à l’autre, la longueur maximale de la 
coquille des ormeaux à maturité peut varier (Roussel et al., 2011). Il existe donc un rapport 
entre la croissance précoce et la longueur maximale de la coquille à maturité, qui est elle-
même corrélée à la biomasse finale (Roussel et al., 2011 ; Jolivet et al., 2015) (Figure 8 et 
Figure 9). En fonction de la taille de départ, la croissance est significativement différente. La 
croissance initiale d’un ormeau sera souvent corrélée positivement avec la taille qu’il atteindra 
une fois adulte (Figure 9). Il est donc important que la croissance précoce soit la plus 
importante possible.  

 
Figure 8 : Évolution de la longueur de coquille maximale (en mm) de trois individus (S,M et L de tailles 
initiales différentes) en fonction du temps dans le milieu naturel (Jolivet et al., 2015). 
 

Figure 9: Croissance de trois classes d’ormeaux en comparaison avec un groupe mixte (Mgaya et 
Mercer, 1995). 

 
Une sélection sur la croissance est possible puisque c’est un caractère héritable. En 

choisissant correctement les géniteurs, on pourrait augmenter la croissance précoce et donc 
la biomasse des ormeaux en fin de cycle (Lachambre, 2017). En fonction de la sélection 
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génétique qui sera faite, la croissance pourra être modifiée (Lachambre, 2017). Les premières 
phases d’élevage de l’ormeau sont donc déterminantes pour ses performances en fin de cycle.  

Il y a donc un avantage à jouer en classant les ormeaux selon leur croissance. En effet 
les plus petits ormeaux ont une taille finale plus faible lorsqu’ils sont accompagnés de plus 
gros individus. A l’inverse lorsqu’on les sépare par taille, leur taille finale devient supérieure. Il 
a été démontré que la croissance des petits ormeaux s'est améliorée en l'absence de 
congénères plus grands. L’intérêt serait de séparer les individus à croissance lente et à 
croissance plus rapide, pour pouvoir sélectionner uniquement ces derniers mais les moyens 
mis en œuvre seraient trop importants au niveau d’un élevage (Mgaya et Mercer, 1995). 

 

Objectif de l’étude  
 

L’entreprise France Haliotis maîtrise aujourd’hui l’ensemble du cycle d’élevage de 
l’ormeau, que ce soit sur terre ou en mer. Néanmoins, plusieurs étapes de ce cycle peuvent 
être améliorées. Les taux de mortalité en nurserie sont toujours importants (de l’ordre de 30 à 
40%) ; et ces résultats conditionnent la suite du cycle. De plus, en sortie de nurserie les tailles 
des ormeaux sont variables avec de larges gammes de taille au moment du transfert. Une 
mortalité importante est également toujours constatée lors du transfert en mer (de l’ordre de 
20%), ou l’été dans les bassins à terre lors d’une forte augmentation de la température de 
l’eau (communication personnelle Sylvain Huchette). Comme la croissance précoce est 
déterminante pour les performances en fin de cycle, mon étude avait pour objectif d’optimiser 
la croissance et la survie des juvéniles en nurserie : « Comment optimiser les pratiques 
d’élevage du naissain d’ormeau européen (Haliotis tuberculata) ? ». 

Pour cela nous avons cherché à optimiser la fixation, la croissance et la survie des 
naissains d’ormeaux en travaillant sur 3 éléments clés de l’élevage en nurserie :  

1) L’impact de la densité immédiatement après la fixation en nurserie a fait l’objet 
d’expérimentation pour adapter au mieux les pratiques d’élevage. 
 

2) Un travail sur la fertilisation des cultures d’algues a été conduit pour améliorer le 
taux de protéines d’Ulvella lens qui conditionne la croissance initiale des ormeaux. 
Ce travail a inclus un volet environnemental strict pour limiter les rejets azotés dans 
l’eau rejetée. 
 

3) Enfin, les différents facteurs (biotiques et abiotiques) influençant la croissance et la 
survie durant cette période ont été étudiés. Des expériences ont été menées pour 
connaitre les gammes de température et de salinité permettant une meilleure 
fixation ainsi qu’une meilleure survie du naissain.  

 

Mieux comprendre l’impact de la densité en nurserie d’ormeaux 
(Haliotis tuberculata). 

Introduction 
 

En nurserie d’ormeaux, différentes techniques peuvent être utilisées pour ensemencer 
les larves. Si on possède un nombre suffisant de bassins d’Ulvella lens, on fixe un nombre de 
larves qui permettra une croissance optimale sans dédoublement jusqu’au grossissement. On 
peut également, lorsqu’on possède un plus petit nombre de bassins, ensemencer un très 
grand nombre de larves dans chaque bassin pour ensuite les dédoubler et garder une 
croissance optimale. L’objectif de cette étude est de savoir si le nombre de départ de larves 
ensemencées a une influence sur la croissance et le taux de survie du naissain. Cette étude 
a pour dessein de déterminer s’il est intéressant d’ajuster les densités dès le début de l’élevage 
en nurserie. Cela permettra à l’entreprise France Haliotis de savoir s’il y a une différence 
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significative entre les deux méthodes et donc d’adapter son protocole d’élevage par la suite.  
 

Matériel et méthodes de l’expérience n°1 : la densité par bassin 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens produite au sein de l’entreprise en 2021 
- Ormeaux (Haliotis tuberculata) issus de la ponte de 2021 

 

Structures d’élevage utilisées   
 

6 bassins de production de 3000L ont été utilisés lors de l’expérience. Le débit d’arrivée 
d’eau est fixé à 8 litres /minute, soit 3 renouvellements d’eau/jour. Les bassins de production 
sont localisés sous une serre. Dans chaque bassin ont été placés 22 paniers contenant chacun 
20 plaques de 60 cm de long et 30 cm de large de plexiglas sur lesquelles est cultivée l’algue 
Ulvella lens. 
 

Paramètres d’élevage  
 

L’eau de mer utilisée en entrée des bassins de production est pompée directement 
dans l’Aber Wrac’h, durant les 3 heures précédant et suivant l’étale de marée haute. Cette eau 
est filtrée sur un filtre à tambour d’une précision de 63 μm, puis filtrée par poche (seuil de 
filtration : 25 μm) avant d’être distribuée dans les bassins. 
L’oxygénation des bassins est assurée de deux façons : par l’apport de l’eau de mer brassée 
lors du pompage et par un système de bullage grâce à un tube microporeux sur toute la 
longueur des bassins. La reproduction des algues s’effectue directement au sein de 
l’entreprise.  
 

Déroulement de l’expérience   
 

6 bassins ont été mis en eau en juin 2021 sous serre avec des paniers contenant des 
plaques d’Ulvella lens. L’algue Ulvella lens a un impact sur la fixation des larves et plus les 
plaques sont recouvertes par celle-ci et meilleure est la fixation. Afin d’homogénéiser les 
substrats de fixation dans les bassins, 3 à 4 paniers de chacun des 6 bassins ensemencés en 
Ulvella lens ont été répartis de manière uniforme dans les 6 bassins avant que les larves n’y 
soient introduites. Deux concentrations de larves ont été testées en triplicat : 120 000 et 
240 000 larves (Figure 10). Les bassins ont été couverts par une toile pendant les 15 premiers 
jours pour limiter la lumière afin de maintenir une température plus ou moins constante ; le 
bullage a également été diminué pour permettre aux larves de se fixer. Au bout d’une 
quinzaine de jours, lorsque les larves deviennent visibles, le taux de fixation a été mesuré. Les 
bassins ont été découverts et le bullage a été remis au maximum. Les paniers ont été 
retournés afin de maintenir une couverture d’Ulvella lens la plus homogène possible et ils ont 
ensuite été retournés très régulièrement.  Ces mesures ont ensuite été renouvelées toutes les 
semaines. L’expérience s’est déroulée sur une durée d’un mois et demi. 
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Figure 10 : Plan des bassins utilisés pour tester différentes concentrations de larves.  

 

Mesures  
 

A 15 jours, lorsque la larve devient visible à l’œil nu, un premier comptage a été réalisé 
pour estimer le taux de fixation. Ces comptages ont été faits toutes les semaines afin d’avoir 
un suivi de la mortalité et également une meilleure précision au fur et à mesure du 
développement des larves.  

Pour les mesures, on choisit une plaque par panier dans 6 paniers du bassin de 
manière aléatoire : en haut, au milieu et en bas, des deux côtés du bassin afin d’avoir les 
résultats les plus représentatifs possible. Ensuite on fait la moyenne de ces 6 plaques et on 
multiplie le résultat par 440 (nombre de plaques totales du bassin). Pour obtenir le taux de 
fixation : le nombre de larves fixées est divisé par le nombre de larves introduites et multiplié 
par 100 pour avoir un pourcentage.  
 

Analyses de données  
 
L’analyse statistique des données a été réalisée avec le logiciel R (version 3.5.2) et R 

studio (version 1.2.5033). Les hypothèses de normalité et d’homogénéité des variances ont 
été vérifiées à l’aide de tests de Shapiro et de Fisher ou Levene ou par lecture graphique, le 
cas échéant. Afin de comparer les performances des différents traitements, des analyses de 
variance (ANOVA) à un facteur ont été réalisées. Lorsque la distribution normale des résidus 
et l'homogénéité des variances ont été vérifiées et que des effets globaux ont été constatés, 
des tests post-hoc de Tukey de comparaisons multiples ont été effectués. 
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Matériel et méthodes de l’expérience n°2 : la densité par plaque 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens produite au sein de l’entreprise en 2021 
- Ormeaux (Haliotis tuberculata) issus de la ponte de 2021 

 

Structures d’élevage utilisées   
 

Un seul bassin de production de 3000L a été utilisé lors de l’expérience. Le débit 
d’arrivée d’eau est fixé à 8 litres/minute, soit 3 renouvellements d’eau/jour. Les bassins de 
production sont localisés sous une serre. Dans chaque bassin ont été placés 22 paniers 
contenant chacun 20 plaques de 60 cm de long et 30 cm de large de plexiglas sur lesquelles 
est cultivée l’algue Ulvella lens. 
 

Paramètres d’élevage  
 

Les paramètres d’élevages sont les mêmes que pour l’expérience n°1. 
 

Déroulement de l’expérience   
 

À la suite de la première mesure de fixation de l’expérience 1, les taux de fixation 
relevés n’étaient pas très bons. Une différence significative de fixation n’a pas pu être étudiée 
c’est pourquoi la croissance au bout de 90 jours n’a pas pu être prise sur ces bassins. Dans 
le but d’étudier l’impact de la densité dans un même bassin (B6), des plaques à différentes 
densités ont été prises, leur position a été relevée à la fois dans le bassin (avec le numéro du 
panier) et à la fois au sein du panier (numéro de la plaque). Pour cela, 3 catégories de 
plaques ont été définies : les plaques à faible densité (< 50 larves fixées), moyenne densité 
(environ 100 larves fixées) et forte densité (plus de 200 larves fixées). Il fallait au moins 30 
larves fixées pour pouvoir mesurer 30 individus par plaque à la fin de l’expérience. Les plaques 
ont été prises de manière aléatoire dans des endroits différents du bassin afin de ne pas avoir 
de biais en fonction de la position. Le taux de fixation de ces plaques a été mesuré le 05 juillet 
2021 et ces plaques n’ont plus été bougées avant la date de mesure de la croissance des 
ormeaux (un mois après donc six semaines après la ponte) afin de ne pas risquer que les 
larves se décrochent en les manipulant. Pour simplifier la position, le haut du bassin est placé 
vers le haut de la serre, les paniers ont été numérotés de 1 à 22 et le numéro des plaques a 
lui aussi été pris à partir du haut du bassin (Figure 11). 

 



 

17 
 

  
 

Figure 11 : Plan du bassin (B6) utilisé pour l’expérience de densité par plaque avec l’emplacement des 
différentes plaques choisies et de leur densité respective. 

 

Mesures  
 

A 15 jours, lorsque la larve devient visible à l’œil nu, un premier comptage a été 
réalisé pour estimer le taux de fixation. Au bout de six semaines, la croissance a été 
mesurée. Les mesures de première estimation de croissance sont faites au microscope 
inversé Olympus à l’aide d’une échelle de mesure et au grossissement x4. 36 graduations 
correspondent à 1mm. Le nombre de graduations est noté et converti en millimètres à l’aide 
du logiciel Excel. 30 individus par plaque sont mesurés (Annexe VI). 

 

Analyses de données  
 
La méthode d’analyse de données est la même que pour l’expérience n°1. 

 

Résultats  
1. Différentes densités par bassin  

 
Le taux de fixation a été calculé pour l’ensemble des bassins en fonction de la densité de 
larves introduites au départ (Figure 12).  
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Figure 12 : Taux de fixation des six bassins en fonction de la densité de larves introduites : en jaune, 
les trois bassins à 120 000, en rouge ceux à 240 000 et en bleu la moyenne de chaque catégorie. Les 
barres d’erreur représentent l’erreur standard.  

Les taux de fixation étant plus faibles par rapport à ce qu’ils ont pu être en 2020 par exemple 
(environ 50%) (communication personnelle Sylvain Huchette), il n’y a eu aucune différence 
entre ceux avec 120 000 larves introduites et ceux avec 240 000 larves introduites.  
 

2. Différentes densités par plaque  
 
La taille moyenne des animaux (en mm) a été représentée en fonction de la densité de la 
plaque sur laquelle ils se trouvent (Figure 13).  
 

 
 

Figure 13 : Taille moyenne (en mm) des ormeaux en fonction de la densité des plaques sur lesquelles 
ils ont été prélevés.  
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La croissance semble plus faible sur les plaques à haute densité que sur les plaques 
à moyenne et faible densité. La taille des ormeaux des plaques à faible densité est de 3,4 ± 
0,1 mm. Sur les plaques à moyenne densité, leur taille est de 3,3 ± 0,2 mm. Enfin, la taille 
moyenne des ormeaux des plaques à haute densité est de 2,7 ± 0,1 mm. Une ANOVA à un 
facteur a été réalisée pour connaitre l’impact de la densité sur la croissance du naissain. Les 
animaux des plaques à haute densité ont une croissance plus faible que les animaux des 
plaques à moyenne et faible densité (F=61,09, p<2.2e-16). Cependant, il n’y a pas de 
différence de croissance significative entre les plaques à moyenne et faible densité (p=0.22). 
La régression linéaire à un r² de 0.66 en effet la taille des ormeaux ne décroit pas de manière 
linéaire entre les plaques à faible et moyenne densité puisqu’il n’y a pas de différence 
significative cependant ensuite à partir du seuil des 100 animaux par plaque cela semble 
décroitre de manière plus linéaire.  
 

Discussion  
 

La densité par plaque a un impact sur la croissance du naissain, en effet une 
augmentation de la densité freine leur croissance et cela dès leur début en nurserie. En 
nurserie, les résultats ont été visibles au bout de 6 semaines. Il n’y a pas de différence 
significative en termes de croissance lorsqu’on compare des plaques avec une cinquantaine 
d’animaux fixés avec des plaques à une centaine d’animaux. Néanmoins, lorsqu’on dépasse 
ce seuil d’une centaine d’animaux par plaque, la différence devient significative. Chez France 
Haliotis, les bassins sont fixés à haute densité (environ 300 000 larves introduites) et sont 
ensuite dédoublés avec 25 000 animaux fixés au bout de deux mois puisque la croissance des 
juvéniles est influencée par leur densité. Toutefois, cela signifie qu’ils restent en forte densité 
pendant les deux premiers mois or ils ne se déplacent pas encore. Lorsqu’ils sont en forte 
densité sur une plaque, leur croissance va diminuer, cela pourrait venir d’une compétition entre 
individus pour la nourriture. Cette compétition pour l’accès à la nourriture, notamment les 
diatomées et Ulvella lens, pourrait entrainer une baisse de croissance en comparaison avec 
des plaques à faible et moyenne densité.  

 Le taux de croissance est influencé par la densité et diminue avec l'augmentation des 
densités de peuplement. (Koike et al., 1979 ; McBride et al., 2001 ; Mgaya et Mercer, 1995). 
En effet, lorsque la densité de peuplement augmente cela réduit à la fois le gain de poids 
individuel moyen des ormeaux et l'augmentation de la longueur de leur coquille (Mgaya et 
Mercer, 1995). Le dédoublement permet donc de réduire la densité de peuplement par bassin 
et permet ainsi un développement plus rapide des ormeaux. Néanmoins cela signifie que 
durant les 60 premiers jours où ils sont à forte densité, cela a un impact significatif sur leur 
croissance précoce. Or cette croissance précoce est importante pour déterminer les 
performances dans la suite du cycle (Daume et al., 2007). Il existe un rapport entre la 
croissance précoce et la longueur maximale de la coquille à maturité, qui est elle-même 
corrélée à la biomasse finale (Roussel et al., 2011 ; Jolivet et al., 2015). En effet, en fonction 
de la taille de départ, la croissance est significativement différente. La croissance initiale d’un 
ormeau sera souvent corrélée positivement avec la taille qu’il atteindra une fois adulte c’est 
pourquoi il est important que la croissance précoce soit la plus importante possible.  

Au sein de France Haliotis, il serait donc judicieux d’introduire des larves en plus faible 
concentration pour avoir une fixation avec un nombre d’animaux proche de 25 000 ; qui ne 
nécessiterait pas de dédoublement par la suite. Cela augmenterait à la fois la croissance 
précoce des ormeaux et leur taille adulte et réduirait également le temps de travail nécessaire 
pour le dédoublement des bassins. Pour connaitre l’impact sur la taille des adultes il faudrait 
comparer la taille des ormeaux adultes provenant de bassins fixés à faible densité dès le début 
avec ceux de bassins dédoublés à 25 000 ormeaux après deux mois. La première expérience 
sur la concentration des larves était une tentative de valider cette hypothèse mais les taux de 
fixation n’ont pas été suffisants pour pouvoir conclure sur la croissance. Refaire cette 
expérience permettrait de confirmer la différence significative qui a été observée au bout de 
six semaines sur la densité par plaque. Le risque est d’avoir des mauvais taux de fixation et 
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donc d’obtenir un nombre d’ormeaux plus faible. Il faudrait donc pouvoir mieux maîtriser les 
taux de fixation pour pouvoir mieux maîtriser la densité post-larvaire. 

 

Optimiser la fertilisation de l’algue Ulvella lens utilisée pour nourrir 
les ormeaux. 

Introduction 
 

L’alimentation des ormeaux est un facteur clé si l’on veut optimiser leur croissance. En 
effet, plus le taux de protéines des algues sera élevé, plus la croissance des ormeaux sera 
importante par la suite (Hannon et al., 2014). Ulvella lens est une macroalgue utilisée dès le 
début de l’élevage en nurserie lors de la fixation des larves véligères. Cette algue est fertilisée 
pour augmenter son taux de protéines. Néanmoins, il faut également surveiller l’impact 
écologique que cela peut avoir. L’élevage d’ormeaux de France Haliotis fonctionnant en circuit 
ouvert, il est nécessaire d’éviter le rejet de matières azotées dans l’eau qui pourrait alors se 
retrouver dans l’environnement. Habituellement, l’eau des bassins est rouverte 24h après la 
fertilisation, parfois même plus tôt puisque des taux de mortalité ont été observés sur Ulvella 
lens lorsque la température dépasse les 23/24°C (communication personnelle Maryvonne 
Leroux). Or ces bassins se situent sous serre car il est nécessaire d’avoir une température 
élevée pour la fixation des larves d’ormeaux. C’est donc un compromis à trouver pour éviter 
le maximum de rejet dans l’Aber Wrac’h tout en obtenant un taux de protéines suffisant pour 
les ormeaux.  

L’objectif de cette étude est de trouver la dose de nitrate optimale à apporter aux algues 
pour maximiser leur taux de protéines tout en évitant le rejet de matières azotées. Dans une 
seconde partie, nous étudierons également l’effet de la fréquence de fertilisation sur le taux 
de protéines des algues et les rejets azotés dans le milieu.  

Plusieurs expériences ont été faites préalablement à l’expérience présentée afin de 
connaitre la fiabilité du spectrophotomètre et pouvoir appréhender la diffusion du nitrate dans 
l’eau. À la suite de cela, le choix a été de dissoudre le fertilisant en poudre dans un faible 
volume d’eau avant la diffusion dans le bassin car nous avions remarqué des anomalies de 
diffusion selon les bassins.  

 

Matériel et méthodes de l’expérience n°1 : différentes fertilisations 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens, produite dans l’entreprise en 2021. 
 

Matériel supplémentaire  

  
- Fertilisant : nitrate de sodium + phosphate de sodium 
- Spectrophotomètre de terrain exact idip 570 (seuil = 20% pour le test de Nitrate avec 

de l’eau de mer) fourni au sein de l’entreprise 
- Balance (précision = 0.01 g) 

 

Structures d’élevage utilisées   
 

9 bacs blancs de 170L chacun ont été utilisés sous serre. L’arrivée d’eau a été coupée 
durant toute la durée de l’expérience afin de ne pas rejeter des nitrates dans le milieu. Dans 
chaque bac a été placé un panier contenant 20 plaques de 60 cm de long et 30 cm de large 
sur lesquelles est cultivée l’algue Ulvella lens.  
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Paramètres d’élevage  
 

L’eau de mer utilisée en entrée des bassins de production est pompée directement 
dans l’Aber Wrac’h, durant les 3 heures précédant et suivant l’étale de marée haute. Cette eau 
est filtrée sur un filtre à tambour d’une précision de 63 μm, puis filtrée par poche (seuil de 
filtration : 25 μm) avant d’être distribuée dans les bassins. 
L’oxygénation des bassins est assurée de deux façons : par l’apport de l’eau de mer brassée 
lors du pompage et par un système de bullage grâce à un tube microporeux sur toute la 
longueur des bassins. La reproduction des algues s’effectue directement au sein de 
l’entreprise.  
 

Déroulement de l’expérience   
 

Cette première expérience a servi de base pour la seconde expérience. L’objectif de 
cette expérience était de savoir quelle quantité de fertilisant utiliser. La dose de fertilisant 
utilisée habituellement est de 200 g de nitrate et 17 g de phosphate pour un bassin de 
production de 3000L. Trois doses ont été testées. Des triplicats ont été à chaque fois réalisés. 
Dans chacun des bacs blancs, cela est donc revenu à tester 5.5 g, 11 g et 17 g de nitrate 
(Figure 14) ainsi que 0.48 g, 0.96 g et 1.45 g de phosphate. Tout a été pesé avec une balance 
pour plus de précision. 

Les plaques d’algues de reproduction ont été nettoyées au préalable afin d’éliminer 
toutes espèces qui ne seraient pas de l’Ulvella lens. 

Pour chaque bassin, la quantité de rejet de matières azotées ainsi que le taux de 
protéines d’Ulvella lens ont été étudiés.  

 

 
 
Figure 14 : Plan des bassins pour l’expérience numéro 1 sur Ulvella lens en testant différentes 
fertilisations.  

 

Mesures  

1. Rejet de matières azotées  
 

Une mesure a été prise tous les jours, pendant 8 jours en sortie du bac où l’eau a été 
prélevée, ensuite ces échantillons ont été étudiés avec le spectrophotomètre de l’entreprise 
(Annexe VII). Voyant que les résultats n’étaient pas ceux attendus, 4 jours supplémentaires 
ont été ajoutés donc les échantillons ont été étudiés sur 12 jours au total. Des tests ont été 
réalisés auparavant pour étudier à quel moment il serait judicieux de prendre la mesure.  
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2. Concentration en protéines 
 

Un échantillonnage a été effectué tous les jours, pendant 8 jours pour cette expérience. 
Chaque jour une plaque d’Ulvella lens était grattée puis l’échantillon passait une nuit au 
séchoir. Pour chaque échantillon, il fallait obtenir au minimum 10 mg d’algues sèches. Des 
tests ont été réalisés au préalable pour déterminer quelle quantité d’algues « humides » devait 
être pesée pour obtenir ces 10 mg après une nuit au séchoir (Annexe VII). Ces résultats ont 
été analysés à l’UBO de Guingamp, l’entreprise n'ayant pas les moyens techniques de le faire.  

 

Analyses de données  
 

L’analyse statistique des données a été réalisée avec le logiciel R (version 3.5.2) et R 
studio (version 1.2.5033). L’homogénéité des variances ainsi que la normalité des résidus du 
modèle ont été vérifiées à l’aide de tests de Levene, Shapiro, Foscher ou par lecture graphique 
le cas échéant. Si une condition n’est pas vérifiée, les données sont modifiées en utilisant la 
transformation log, racine carré, inverse ou arcsinus. Afin de savoir s’il existait une différence 
significative entre les différents traitements, une ANOVA a été réalisée. Si l’ANOVA était 
significative, des comparaisons post-hoc ont été réalisées permettant une comparaison deux 
à deux des moyennes, en utilisant la fonction « difflsmeans » du package « lmerTest ».  

 

Matériel et méthodes de l’expérience n°2 : fertilisation fractionnée 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens, produite dans l’entreprise en 2021. 
 

Matériel supplémentaire   
 

- Fertilisant : nitrate de sodium + phosphate de sodium 
- Spectrophotomètre de terrain exact idip 570 (seuil = 20% pour le test de Nitrate avec 

de l’eau de mer) fourni au sein de l’entreprise 
- Balance (précision = 0.01 g) 

 

Structures d’élevage utilisées   
 

9 bacs blancs de 170L ont été utilisés sous serre. Cette fois-ci, l’arrivée d’eau n’a été 
coupée uniquement durant 24h ce qui est fait habituellement au sein de l’entreprise. Dans 6 
des 9 bacs a été placé 1 panier contenant 20 plaques de 60 cm de long et 30 cm de large sur 
lesquelles est cultivée l’algue Ulvella lens. Dans les 3 bacs restants, nous avons mis 
uniquement le fertilisant afin de connaitre la concentration maximale de nitrate dans l’eau.  
 

Paramètres d’élevage  
 

Les paramètres d’élevages sont les mêmes que pour l’expérience n°1.  
 

Déroulement de l’expérience   
 

Grace aux résultats de l’expérience précédente, la plus faible quantité de fertilisant : 
5.5 g de nitrate et 0.48 g de phosphate a été choisie car elle donnait d’excellents résultats en 
termes de protéines tout en limitant les rejets azotés.  

L’objectif de cette expérience était de voir l’intérêt d’une fertilisation fractionnée sur le 
taux de protéines et les rejets azotés. Ainsi 3 des 6 bacs blancs ont été fertilisés une seule fois 
le premier jour avec 5.5 g de nitrate et 0.48 g de phosphate tandis que les trois autres ont été 
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fertilisés le mardi et le jeudi avec respectivement une demi-dose c’est-à-dire 2.25 g de nitrate 
et 0.24 g de phosphate (Figure 15). 

Les 3 bacs restants ont été fertilisés avec 5.5 g de nitrate et 0.48 g de phosphate et 
serviront de bacs témoins afin de voir quelle quantité de fertilisant Ulvella lens absorbe. 

Les plaques d’algues de reproduction utilisées ont été nettoyées au préalable afin 
d’éliminer toutes espèces qui ne seraient pas Ulvella lens. 

Pour chaque bassin, on a étudié la quantité de rejet de matières azotées ainsi que le 
taux de protéines d’Ulvella lens.  

 

 
 
Figure 15 : Plan des bassins pour l’expérience numéro 2 sur Ulvella lens en testant la fertilisation 
fractionnée.  

 

Mesures  
 
Les mesures sont les mêmes que dans l’expérience n°1. Hormis pour le taux de 

protéines où un échantillon supplémentaire a été pris avant fertilisation pour connaitre le taux 
de protéines de départ. 
 

Analyses de données  
 

La même méthode que pour la première expérience a été utilisée. 
 

Résultats  
1. Différentes fertilisations 

 
La concentration en nitrate (Figure 16) ainsi que le taux de protéines (Figure 17) ont été 

représentés en fonction de chaque traitement (n=3 réplicats par traitement).  
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Figure 16 : Evolution de la concentration en nitrate en fonction de la quantité de fertilisant sur une 
période de 12 jours. Les barres représentent l’erreur standard. 

 

 
Figure 17 : Evolution du taux de protéines d’Ulvella lens en fonction de la quantité de fertilisant sur 8 
jours après fertilisation. Les barres représentent l’erreur standard. 

 
La droite de calibration utilisée pour calculer le taux de protéines possède un coefficient 

directeur de 0.97, proche de 1 ce qui permet d’avoir des résultats précis et pouvant être 
utilisés. 

Des ANOVA à un facteur ont été réalisées afin de savoir si les rejets azotés et le taux de 
protéines étaient différents entre chaque groupe. Les rejets azotés sont significativement 
différents entre les trois traitements (F=64.35 ; p= 2.2e-16), ils sont plus faibles pour une 
fertilisation à 5.5 g puis pour une fertilisation à 11 g et enfin à 17 g.  

Cependant, il n’y a pas de différence significative entre les différents taux de protéines en 
fonction des traitements (F=1.834, p=0.167). 
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2. Fertilisation fractionnée 
 

La concentration en nitrate (Figure 18) ainsi que le taux de protéines (Figure 19) ont été 
représentés en fonction de chaque traitement (n=3 réplicats par traitement). La courbe 
« blanc » a été rajoutée afin de voir la concentration maximale en nitrate. L’eau a été rouverte 
sur les bassins au jour 2 (après la prise de mesure) et au jour 5 (après la prise de mesure) 
pour les bassins ayant reçu une seconde fertilisation. 
 

 
 
Figure 18 : Concentration en nitrate dans les différents bassins selon la mise en place d’une fertilisation 
fractionnée ou non. Le blanc représente la concentration en nitrate dans les bassins sans algue. Les 
barres représentent l’erreur standard. 

 

 
Figure 19 : Evolution du taux de protéines d’Ulvella lens sur 8 jours après fertilisation une fois dans la 
semaine ou deux fois dans la semaine à demi-dose. Les barres représentent l’erreur standard. 

 
La droite de calibration utilisée pour calculer le taux de protéines a un coefficient directeur 

de 0.92, proche de 1 ce qui permet d’avoir des résultats précis et pouvant être utilisés. 
Des ANOVA à un facteur ont été réalisées afin de savoir si les rejets azotés et le taux de 

protéines étaient différents entre chaque groupe. Les rejets azotés ne peuvent pas être testés 
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puisque l’eau a été rouverte, fournissant donc beaucoup de valeurs nulles. Néanmoins, grâce 
à la courbe, on peut montrer que la fertilisation fractionnée permet d’avoir moins de rejets 
azotés qu’une seule fertilisation par semaine.  

Cependant, il n’y a pas de différence significative entre les différents taux de protéines 
selon les traitements (F=0.036, p=0.85). 

 

Discussion  
 

Les courbes des mesures de rejets azotés montrent que Ulvella lens n’absorbe ni 
rapidement ni en grande quantité le fertilisant qui lui est apporté. Le protocole en place dans 
la nurserie implique la réouverture de l’eau au bout de 24h lorsque le nitrate dissous atteint 
son plateau, et l’absorption se fait par la suite sur un rythme assez lent. Il semble donc 
nécessaire pour l’entreprise de diminuer la quantité de fertilisant apportée afin de réduire ses 
rejets azotés dans l’environnement. Nous n’avons pas observé de différence significative pour 
les taux de protéines entre les différents traitements. Cela montre que la fertilisation en plus 
petite quantité est suffisante pour atteindre un très bon taux de protéines (environ 50% ce qui 
est excellent pour une algue). En comparaison, le taux de protéines d’U. lens était de 29.1% 
dans la thèse de Courtois de Viçose (2011) et de 34.3% dans l’étude de Daume et al. (2004).   

Suite à la première expérience, des taux de protéines ont été pris sur trois paniers 
d’Ulvella lens tous les 3 jours sur une durée d’un mois. Le but était de mieux connaitre la 
variation du taux de protéines dans Ulvella lens en l’absence de fertilisation. Ulvella lens ne 
semble pas avoir besoin de beaucoup d’apports en nitrate et phosphate pour avoir un taux de 
protéines excellent. Il est donc nécessaire de connaitre la variation du taux de protéines, afin 
de savoir quand fertiliser et à quelle fréquence pour apporter suffisamment de nitrates à l’algue 
tout en limitant les quantités rejetées dans le milieu (Annexe VIII). Ulvella lens semble absorber 
les nitrates de manière cyclique : lorsque les protéines sont à un niveau faible, elle absorbe 
jusqu’à atteindre un plateau haut. Lorsque le plateau haut est atteint, elle arrête d’absorber. Si 
la fertilisation intervient au mauvais moment, il est probable que tous les nitrates soient rejetés 
dans le milieu. Les résultats de cette expérience ont montré que sur un mois les paniers avec 
de l’Ulvella lens non fertilisés restent à des taux de protéines satisfaisants (40% pour la plus 
faible valeur). Cela confirme l’hypothèse que Ulvella lens ne nécessite pas une fertilisation 
aussi fréquente que celle pratiquée avant mon projet.  

L’expérience sur la fertilisation fractionnée a montré qu’une fertilisation à demi-dose le 
lundi et le jeudi permettrait de réduire davantage la quantité de nitrates rejetés dans le milieu 
tout en maintenant un taux de protéines élevé.  

Ainsi, France Haliotis pourrait passer d’une dose de 200 g de nitrate dans ses bassins 
de production à une dose de 27 g de nitrate deux fois par semaine. Ces expériences ont 
montré qu’Ulvella lens ne nécessite pas d’avoir une si grande quantité de fertilisant par 
semaine, et d’après la poursuite d’expérience il serait peut-être même possible de diminuer la 
fréquence de fertilisation. Cette expérience s’est faite lorsque les ormeaux n’étaient pas 
présents or quand ils sont présents et broutent cette macro-algue, la fertilisation se doit d’être 
plus fréquente pour permettre à l’algue d’être constamment présente sur les plaques avec un 
taux de protéines élevé.  

La fertilisation permet certes d’avoir un taux de protéines élevé mais permet également 
de provoquer la sporulation de l’algue et sa propagation sur les plaques. Une autre expérience 
pourrait être envisagée afin de savoir si un taux plus faible de fertilisant permet tout de même 
la sporulation de l’algue tout en limitant les rejets azotés.  

L’entreprise France Haliotis souhaiterait investir dans un détecteur de nitrate plus 
précis et plus rapide afin de surveiller de manière plus régulière la quantité de nitrate rejetée 
dans le milieu : en effet les tests sont assez longs et coûteux avec le spectrophotomètre portatif 
(environ 10 min par test). La dotation de l’entreprise avec du matériel plus rapide permettrait 
de surveiller la concentration en nitrates de chaque bassin après chaque fertilisation avant de 
rouvrir l’eau. Cela permettrait d’avoir des informations très précises et personnalisées pour 
chaque bassin. L’absorption dépend en effet de la biomasse d’Ulvella lens présente dans 
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ceux-ci et il est difficile de la calculer. Lors d’une expérience préliminaire, elle avait été calculée 
pour avoir une idée mais cela est impossible à reproduire pour l’ensemble des bassins. En 
effet, trois plaques du bassin avaient dû être entièrement grattées et mises au séchoir pour 
faire un rapport avec les 440 plaques du bassin et obtenir la biomasse finale. Cela prend 
plusieurs heures et oblige à détruire Ulvella lens. Pour adapter la quantité de fertilisant, il 
faudrait connaitre pour chaque bassin le taux de nitrates rejetés toutes les semaines en effet 
la fertilisation se fait une à deux fois par semaine durant toute la saison sauf en hiver, cela 
permettrait donc un gain de temps de pouvoir étudier sur l’ensemble des bassins les rejets 
azotés et s’adapter ainsi en fonction de ceux-là. Cela permettrait également de mieux 
comprendre le cycle d’absorption d’Ulvella lens et de pouvoir se caler dessus.  

Des études plus approfondies sont donc à mettre en place au sein de l’entreprise en 
effet, Ulvella lens est très peu connue en aquaculture et sa fertilisation également. Il faudrait 
donc poursuivre les études sur son cycle d’absorption ainsi que ses besoins en nitrate pour 
adapter la fertilisation. 

Mieux comprendre l’impact des paramètres physico-chimiques 
sur l’élevage de l’ormeau (Haliotis tuberculata). 

Introduction 
 

Comme nous l’avons vu dans l’introduction, différents facteurs physico-chimiques 
peuvent avoir un impact sur l’élevage d’ormeaux en nurserie. La température a un effet sur la 
fixation , la croissance et la survie du naissain d’Haliotis tuberculata (Emberton, 1982 ; Peck, 
1989 in Mgaya, 1995) contrairement à la salinité qui ne semble pas en avoir (Basuyaux, 1997 ; 
Peck, 1989 ; Clavier, 1986). L’objectif de cette étude est de déterminer la température optimale 
de fixation pour les larves d’Haliotis tuberculata ainsi que de connaitre l’impact de la salinité 
sur la survie du naissain de ce mollusque. En effet, la température aurait un impact sur la 
croissance de l’ormeau. De même, de nombreux épisodes de fortes précipitations peuvent 
avoir lieu lors d’un cycle d’élevage et donc entrainer la baisse de la salinité. Des mortalités 
sont parfois observées après ces épisodes de fortes précipitations notamment sur le naissain, 
le but est donc de savoir si cela est bien dû à la baisse de la salinité de l’eau ou bien à d’autres 
substances, de types pesticides, qui seraient amenées par l’eau de ruissellement dans l’Aber 
Wrac’h (lieu de pompage de l’eau) et qui peuvent avoir un effet sur les jeunes stades de 
certaines espèces (Mai et al., 2012). 
 

Matériel et méthodes de l’expérience n°1 : la température 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens, produite au sein de l’entreprise en 2021 
- Ormeaux issus de la ponte de juin 2021 

 

Matériel supplémentaire   
 

- Des thermoplongeurs sont utilisés pour maintenir les bacs à une certaine température 
(précision = +/- 0.5°C) 

- Des hélices et du bullage sont utilisés pour faire un mouvement d’eau et apporter de 
l’oxygène 

- Éclairage superficiel 
- Microscope de l’entreprise 
- Sonde de température Hanna HI 9829 
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Structures d’élevage utilisées   
 

9 bacs blancs de 170L chacun ont été mis en eau en juin 2021. Du bullage ainsi que 
des hélices ont été mises dans chacun des bacs. Des thermoplongeurs ont été mis dans 6 
des 9 bacs afin de maintenir des températures de 20 et 25°C. Ils ont été installés dans une 
salle à l’abri de la lumière avec un éclairage superficiel.  

 

Paramètres d’élevage  
 

L’eau de mer utilisée en entrée des bassins de production est pompée directement 
dans l’Aber Wrac’h, durant les 3 heures précédant et suivant l’étale de marée haute. Cette eau 
est filtrée sur un filtre à tambour d’une précision de 63 μm, puis filtrée par poche (seuil de 
filtration : 25 μm) avant d’être distribuée dans les bassins. 
L’oxygénation des bassins est assurée de deux façons : par l’apport de l’eau de mer brassée 
lors du pompage et par un système de bullage. La reproduction des algues s’effectue 
directement au sein de l’entreprise. Un éclairage a été ajouté pour permettre le développement 
des algues qui vont nourrir les ormeaux.  
 

Déroulement de l’expérience   
 

Pour l’expérience sur la température, 9 bacs blancs de 170L ont été mis en eau en juin 
2021 avec des paniers contenant des plaques d’Ulvella lens. Dans chaque bac blanc des 
larves d’ormeaux ont été mises en place : 13 600 environ. A l’accoutumée, la densité de 
l’entreprise est de 300 000 larves pour un bassin de 22 paniers. Différentes températures ont 
été testées : 15, 20 et 25°C (des triplicats à chaque fois). Ces températures ont été maintenues 
avec des thermoplongeurs sauf pour la plus faible température (Figure 20). En effet, la plus 
faible température correspond à la température de l’eau distribuée par la pompe à chaleur de 
l’entreprise. Un bain marie a donc été réalisé. Aucun renouvellement d’eau n’a été fait durant 
3 jours afin de maintenir les températures et de laisser aux larves le temps de se fixer. Par la 
suite, l’eau a été réouverte sur l’ensemble des bassins pour les remettre à la même 
température durant le reste de l’expérience. C’est ce qui est fait en temps normal sous la serre. 
L’expérience a duré un mois. 

 

 
 
Figure 20 : Disposition des structures d’élevage pour tester différentes températures de fixation. 
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Mesures  

 
Une mesure de la température de chaque bassin a été prise matin, midi et soir durant 

les trois premiers jours pour s’assurer du bon fonctionnement des thermoplongeurs.  
A la fin des 15 jours d’expérience, le taux de fixation a été relevé (Annexe IX) pour 

chaque condition. 3 plaques par bac ont été comptabilisées afin d’obtenir un taux de fixation 
moyen sur l’ensemble du bassin. 3 observateurs ont compté les larves, afin de ne pas rajouter 
de biais dans l’expérience : chaque observateur a comptabilisé une plaque par bassin. Pour 
obtenir le nombre de larves finales par bassin, la moyenne des trois mesures a été faite et le 
résultat a été multiplié par 20 (correspondant au nombre de plaques par panier). Le même 
comptage a été réalisé 15 jours plus tard (30 jours après la fixation), les conditions et les 
observateurs étaient les mêmes.  

Au bout d’un mois, la croissance a été mesurée. Les mesures de première estimation 
de croissance sont faites au microscope inversé Olympus à l’aide d’une échelle de mesure et 
au grossissement x4. 36 graduations correspondent à 1 mm. Le nombre de graduations est 
noté et converti en millimètres à l’aide du logiciel Excel. 30 individus par plaque sont mesurés 
(Annexe VI). 
 

Analyses de données  
 

L’analyse statistique des données a été réalisée avec le logiciel R (version 3.5.2) et R 
studio (version 1.2.5033). L’homogénéité des variances ainsi que la normalité des résidus du 
modèle ont été vérifiées à l’aide de tests de Levene, Shapiro, Foscher ou par lecture graphique 
le cas échéant. Si une condition n’est pas vérifiée, les données sont modifiées en utilisant la 
transformation log, racine carré, inverse ou arcsinus. Afin de savoir s’il existait une différence 
significative entre les différents traitements, une ANOVA a été réalisée.  

Si celle-ci était significative, des comparaisons post-hoc ont été réalisées permettant 
une comparaison deux à deux des moyennes, en utilisant la fonction « difflsmeans » du 
package « lmerTest ».  
 

Matériel et méthodes de l’expérience n°2 : la salinité 

Matériel biologique   
 

- Ulvella lens, produite au sein de l’entreprise en 2021 
- Ormeaux issus de la ponte de 2021 

 

Matériel supplémentaire   
 

- Une sonde de salinité Hanna HI9829  
- Du bullage a été utilisé pour apporter de l’oxygène 
- Eclairage superficiel 
- Neutraliseur de chlore Detoxol 

 

Structures d’élevage utilisées   
 

9 bacs blancs de 170L ont été mis en eau en juillet 2021. Du bullage a été ajouté. Ils 
ont été installés dans la salle larvaire avec un éclairage superficiel.  
 

Paramètres d’élevage  
 

L’eau de mer utilisée en entrée des bassins de production est pompée directement 
dans l’Aber Wrac’h, durant les 3 heures précédant et suivant l’étale de marée haute. Cette eau 
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est filtrée sur un filtre à tambour d’une précision de 63 μm, puis filtrée par poche (seuil de 
filtration : 25 μm) avant d’être distribuée dans les bassins. Pour ajuster la salinité, cette eau de 
mer a été mélangée à de l’eau douce à laquelle a été ajoutée du neutraliseur de chlore. 

L’oxygénation des bassins est assurée de deux façons : par l’apport de l’eau de mer 
brassée lors du pompage et par un système de bullage. La reproduction des algues s’effectue 
directement au sein de l’entreprise. Un éclairage a été ajouté pour permettre le développement 
des algues qui vont nourrir les ormeaux.  
 

Déroulement de l’expérience   
 

9 bacs blancs ont été mis en eau en juillet 2021 lorsque les larves sont visibles à l’œil 
nu afin de pouvoir établir la mortalité. Des paniers ont été mis dans ces bacs contenant 3 
plaques où le nombre de larves a été compté, ainsi que deux plaques d’Ulvella lens sans 
larves pour protéger les 3 autres de la lumière (Annexe X). Les plaques ont été comptées pour 
avoir une densité totale sur les trois plaques de 500 larves ± 5%. Différentes mesures de 
salinité ont été testées : 25, 30 et 35 ppm (Figure 21). Un choc a été provoqué au bout du 3ème 
jour : de l’eau douce a été versée petit à petit sur une journée afin d’atteindre les salinités de 
25 et 30 ppm, 35ppm étant la salinité de l’Aber Wrac’h pour imiter le plus possible ce qui se 
passe après une forte pluie. Pour atteindre 25 ppm, 50L d’eau douce ont été ajoutés à une 
vitesse de 6L/h. Pour descendre à une salinité de 30 ppm, 25L d’eau douce ont été ajoutés à 
une vitesse de 3L/h. Cela s’est fait sur une durée de 9h et a ensuite été laissée durant 2h. 
Ensuite le renouvellement d’eau a été laissé ouvert afin de revenir à la normale pour toute la 
durée de l’expérience.  

 

 

 
Figure 21 : Disposition des structures d’élevage pour tester la survie des juvéniles en fonction de 
différentes salinités. 

 

Mesures  
 

Au bout des 15 jours d’expérience, la mortalité a été comptabilisée dans chaque 
condition. Pour cela, chaque plaque a été recomptée ainsi que les animaux qui se sont fixés 
sur les parois ou sur le fond. Un rapport a alors été fait en comparant la densité de départ et 
d’arrivée pour obtenir la mortalité dans chaque bac et pour chaque condition. 
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Analyses de données  
 

L’analyse statistique des données a été réalisée avec le logiciel R (version 3.5.2) et R 
studio (version 1.2.5033) selon les mêmes méthodes que pour la température.  
 

Résultats  
1- Température  

 
Un suivi de température a été réalisé sur les trois jours où l’eau a été fermée. Les bassins 

ont été respectivement maintenus à des températures de 25.1 ± 0.6 °C (température de 
référence = 25°C), 20.2 ± 0.4 °C (température de référence = 20°C) et 17.3 ± 0.8 °C 
(température de référence = 15°C). Des difficultés ont été rencontrées pour maintenir la 
température la plus basse malgré la mise en place d’un bain-marie.  
Le nombre de larves fixées a été obtenu par bassin puis par condition en fonction des 
différentes températures au bout de 15 jours (Figure 22) et au bout d’un mois (Figure 23).  
 

 
Figure 22 : Survie des larves au bout de 15 jours en fonction de différentes températures au moment 
de la fixation. Les barres représentent l’erreur standard. 

 

 
Figure 23 : Survie des larves au bout d’un mois en fonction de différentes températures au moment de 
la fixation. Les barres représentent l’erreur standard. 
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Figure 24 : Taille des larves (en mm) à 4 semaines en fonction de la température au moment de la 
fixation.  

La température la plus faible semble permettre une meilleure fixation que les 
températures les plus élevées (20°C et 25°C) au bout de 15 jours cependant une ANOVA à 
un facteur a été réalisée pour savoir si ces résultats étaient significativement différents et elle 
a montré qu’il n’y avait aucune différence significative entre les trois traitements (F=0.44, 
p=0.66).  

Le meilleur taux de fixation (72%) a été obtenu pour une température de fixation de 
20°C. Le taux de fixation et de survie semble être plus homogène pour une température 
maintenue aux alentours de 20°C (Annexe XI). 

Pour une température de 15°C, il semble y avoir une forte mortalité après fixation. Une 
ANOVA à un facteur a été réalisée pour savoir si la survie au bout d’un mois était différente 
selon les températures et elle a montré qu’il n’y avait aucune différence significative entre les 
trois traitements (F=2.30, p=0.18). La température de 20°C semble être la meilleure 
(significative à 0.1). En ce qui concerne la taille des individus au bout d’un mois, pour une 
température de 15°C on a des individus beaucoup plus petits. La taille des ormeaux des bacs 
à 25°C est de 1.7 ± 0,2 mm. Dans les bacs à 20°C, leur taille est de 1.7 ± 0,2 mm.  

Enfin, la taille moyenne des ormeaux des bacs à 15°C est de 1.2 ± 0.3 mm. Une ANOVA 
à un facteur a été réalisée et les résultats montrent qu’il y a une différence significative entre 
la taille des individus de la condition à 15°C et celle des autres bassins (F=134.7, p<2.2e-16). 
A l’inverse il n’y a pas de différence significative entre les bassins à 20°C et ceux à 25°C 
(p=0.953). 
 

2- Salinité 
 

Le pourcentage de mortalité a été représenté en fonction de chaque traitement (Figure 24). 
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Figure 25 : Mortalité (en %) en fonction de la salinité (en ppm). 

La mortalité semble plus importante pour une salinité plus faible néanmoins, une 
ANOVA à un facteur a été réalisée et elle a montré qu’il n’y avait aucune différence significative 
entre les traitements (F =0.53, p=0.61).  
 

Discussion   
 

L’expérience sur la température de fixation n’a pas permis d’obtenir des résultats 
significativement différents pour la survie et la taille des post-larves après 4 semaines 
néanmoins elle semble montrer qu’une température plus élevée (25°C) entraine un taux de 
fixation des larves plus faible. Si la température avait été maintenue sur une plus longue durée 
les résultats auraient peut-être été accentués entre les différentes températures. En effet, on 
aurait pu étudier à la fois l’impact de la température sur la fixation mais également sur le 
développement du naissain. C’est ce qu’il était prévu de faire mais le matériel à notre 
disposition ne l’a pas permis. Il faudrait donc renouveler l’expérience en étudiant l’effet de la 
température sur la croissance précoce pour approfondir l’impact d’une température plus 
élevée. Cela serait intéressant à déterminer puisque la croissance précoce détermine les 
performances en fin de cycle (Daume et al., 2007). Il serait donc important de prévoir ce qu’un 
réchauffement de l’eau dans les années à venir pourrait entrainer sur la croissance après la 
fixation et donc sur la croissance des ormeaux par la suite. Cela pourrait être intéressant 
puisque d’après une étude menée par Basuyaux en 1997, les ormeaux de petite taille auraient 
un préférendum autour de 21°C, préférendum qui diminue lorsqu’ils grandissent. L’étude 
approfondie permettrait de savoir si une température élevée en début de cycle confirme la 
thèse de Basuyaux ou au contraire montre une diminution du taux de fixation et de la 
croissance précoce des ormeaux.  

D’autres difficultés ont été rencontrées, il a également été très compliqué de maintenir 
une température de 15°C puisque l’eau des bassins était coupée et que nous n’avons pas 
souhaité rajouter de l’eau pour ne pas perdre des larves et rajouter un biais supplémentaire. Il 
serait intéressant de refaire cette expérience avec des conditions optimales permettant de 
maintenir une température plus basse.  En effet, une expérience similaire avait été menée à 
France Haliotis en 2020 afin de connaitre l’impact du réchauffement climatique et de 
l’acidification des océans sur les stades larvaires de l’ormeau Haliotis tuberculata (article en 
cours d’écriture, Javid Kavousi et al.) où les scientifiques testaient différents pH et différentes 
températures. Ils testaient une température contrôle de 17°C et une température plus élevée 
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de 19°C et la densité de larves fixées était beaucoup plus faible pour une température plus 
élevée que pour la température de contrôle qui correspond à la température actuelle de l’eau 
en Bretagne lors de la période ponte.  

Cela pourrait poser un problème dans les années à venir et même actuellement 
puisque les températures sont de plus en plus élevées dans les bassins de nurserie où se fait 
la fixation. L’eau est coupée lors de la fixation des larves et les températures étant de plus en 
plus élevées aux mois de mai/juin la température de fixation sera de plus en plus haute. De 
même avec le réchauffement climatique, l’eau pompée dans l’Aber Wrac’h pourrait augmenter 
de quelques degrés dans les années à venir et donc diminuer le taux de fixation des larves 
d’ormeaux.   

A l’inverse, il a été observé une survie beaucoup plus faible pour des températures de 
fixation de 15°C. Les impacts ne sont pas visibles au bout de 15 jours mais un mois plus tard 
il semble y avoir une forte mortalité. Une faible température pourrait impacter le métabolisme 
de l’ormeau qui serait alors moins résistant, avec une croissance plus faible. Cela pourrait 
entrainer une mortalité dans les mois à venir en effet à l’œil nu lors des comptages, nous avons 
remarqué des différences de taille visibles. Pour s’en assurer, nous avons prélevé 30 individus 
par bassin et mesuré leur taille. Les résultats montrent qu’il y a une différence significative 
entre la taille des individus de la condition à 15°C et celle des autres bassins (F=134.7, p<2.2e-
16) (Figure 25). A l’inverse, il n’y a pas de différence significative entre les bassins à 20°C et 
ceux à 25°C. Cela confirme donc l’hypothèse qu’une température de fixation basse (autour de 
17°C) entraine de bons taux de fixation mais modifie le métabolisme de l’ormeau ce qui se 
traduit dans les mois qui suivent par une forte mortalité et une croissance des animaux ralentie. 
Il serait donc intéressant de lancer une expérience où le métabolisme des larves est étudié 
avec ces différentes températures de fixation pour voir ce que cela modifie chez les larves et 
ce qui serait responsable de la mortalité dans les semaines et mois après la fixation. 
L’expérience menée l’année dernière avait montré que la formation de la coquille était plus 
faible pour une température de 17°C que pour une température de 19°C (article en cours 
d’écriture, Javid Kavousi et al). Ils avaient étudié cela sur une durée de 72h mais cet impact 
pourrait être responsable de la mortalité dans les semaines qui suivent. Il faudrait donc en 
tenir compte puisque même sous la serre il est possible d’atteindre une température de 17°C 
dans les bassins de fixation au mois de juin.  

Pour conclure, la température optimale pour la fixation et pour la survie des larves 
semble être de 20°C ce qui confirme la thèse de Basuyaux où les ormeaux de petite taille 
auraient un préférendum autour de 21°C. En effet, cela réunit à la fois une bonne fixation, une 
bonne survie ainsi qu’une croissance optimale. France Haliotis devrait donc laisser chauffer 
l’eau dans les bassins pour atteindre une température de 20°C de fixation sous la serre. Une 
étude sur Haliotis sorenseni avait également montré que les larves se développent le plus 
rapidement à 20°C, néanmoins pour cette espèce-là, la plupart des juvéniles installés à cette 
température n'avaient pas survécu (Leighton, 1972). Le préférendum peut être différent selon 
les espèces étudiées.  

En ce qui concerne la salinité, il n’y a aucune différence significative de mortalité entre 
les bacs qui ont subi une dessalure jusqu’à 25 ou 30 ppm et ceux qui n’ont pas subi de 
dessalure. Cela signifie que la salinité n’a pas d’impact sur la survie du naissain. Cela confirme 
le fait que l’ormeau Haliotis tuberculata peut tolérer des variations de salinité importantes 
(Basuyaux, 1997 ; Peck, 1989 ; Clavier, 1986). Aucune diminution de croissance n’a été 
observée pour des salinités comprises entre 26 et 38‰ (Basuyaux, 1997) et l’ormeau pourrait 
même avoir une croissance à 24‰ (Peck, 1983). En effet, ce paramètre seul ne semble avoir 
aucun impact sur l’ormeau, néanmoins, ce paramètre combiné à d’autres (comme des 
variations de température par exemple) pourrait alors avoir de nombreux impacts. Au sein de 
France Haliotis, cela pourrait donc confirmer l’hypothèse selon laquelle les mortalités 
constatées suite à de fortes précipitations sont dues principalement aux substances présentes 
dans l’eau de ruissellement, qui se retrouvent dans l’Aber Wrach’, et non à une dessalure. 

Il faudrait donc réaliser un prélèvement de l’eau du pompage lors de fortes 
précipitations, et rechercher les substances qui pourraient entrainer la mortalité des ormeaux, 
néanmoins cela est couteux et il faut savoir ce que l’on recherche au préalable.  
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Conclusion générale 

En aquaculture, les pratiques d’élevage sont en permanente évolution à cause des 
conditions climatiques extérieures notamment en circuit ouvert. Il est donc essentiel de 
s’adapter à celles-ci pour les améliorer. Chez France Haliotis, cela passe par l’étude des 
différents paramètres ayant un impact sur la survie et la croissance du naissain d’ormeau 
européen (Haliotis tuberculata). En effet, plusieurs étapes du cycle d’élevage ont pu être 
améliorées afin de réduire les taux de mortalité en nurserie qui étaient toujours élevés (de 
l’ordre de 30 à 40%) et qui conditionnent alors la suite du cycle.  

 
L’impact de la densité immédiatement après la fixation en nurserie a montré qu’une 

densité par plaque trop importante entrainait des variations de croissance significative et ce 
dès les six premières semaines. Ainsi il est important pour l’entreprise de réduire ses densités 
de départ. Elles ont un impact sur la croissance précoce du naissain. Cet impact risque d’être 
confirmé et cela malgré un dédoublement qui a lieu par la suite après deux mois de fixation 
pour réduire les densités dans les bassins de nurserie. Des expériences plus poussées 
pourront être mises en place afin de connaitre précisément l’impact sur la taille adulte du 
naissain en fonction des densités par plaque de départ après la fixation.  
 

Le travail sur la fertilisation des cultures d’algues a montré que le taux de protéines 
d’Ulvella lens qui conditionne la croissance initiale des ormeaux est excellent. Néanmoins, une 
réduction de la fertilisation par trois, réparties en deux fois sur la semaine permettrait à la fois 
de conserver ce taux de protéines excellent (proche des 50%) mais également de réduire les 
rejets azotés. Ce paramètre est essentiel pour l’entreprise qui souhaite une aquaculture 
respectueuse de l’environnement et durable. Ces différentes expériences ont soulevé de 
nouvelles interrogations notamment sur le cycle d’absorption d’Ulvella lens qui devra être 
étudiée et compris afin d’optimiser au maximum la fertilisation qui en est faite au sein de 
l’entreprise.   

 
Enfin, la température et la salinité ont été étudiées afin de connaitre les gammes de 

température et de salinité permettant une meilleure fixation et survie du naissain. Il a été 
montré que la salinité à elle seule ne semblait pas avoir d’impact sur la survie du naissain 
d’ormeau européen et que celui-ci pouvait supporter de fortes dessalures (allant jusqu’à 25 
ppm). En revanche la température de fixation est un critère essentiel pour la fixation et 
notamment pour la survie du naissain. En effet, une température de fixation trop faible (environ 
17°C) entraine une fixation proche des autres températures plus hautes testées (20°C et 25°C) 
mais la survie du naissain un mois plus tard en est fortement impactée. De plus, la croissance 
du naissain est également fortement ralentie. La température est donc un paramètre essentiel 
à contrôler dans les bassins de fixation pour ne pas avoir une forte mortalité et un 
ralentissement de la croissance visible dans les mois suivants la fixation.  
 
 Ainsi, différents paramètres d’élevage ont pu être modifiés et améliorés dans l’optique 
d’augmenter le taux de fixation du naissain, de réduire sa mortalité et d’optimiser sa croissance 
précoce. Néanmoins, bien que des réponses aient été apportées, d’autres interrogations ont 
été soulevées et devront faire l’objet de nouvelles expérimentations dans les années à venir 
pour continuer à améliorer la production tout en maitrisant davantage son impact sur 
l’environnement.  
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Annexes  

Annexe I : Différentes étapes clés du cycle de production de l'entreprise France Haliotis. A : 
Bassin de nurserie sous serre. B: Paniers contenant des plaques d'Ulvella lens dans les 
bassins de nurserie. C: Salle de conditionnement des géniteurs. D: Cages situées sur la 
concession en mer, E : Intérieur des cages en mer : « coupelles ostréicoles » dans le fond et 
sur les côtés. F : ormeaux dans les cages en mer (en fin de cycle).   

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

2 
 

Annexe II : Schéma d’une filière en mer (©France Haliotis) 
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Annexe III : Macroalgues principalement utilisées chez France Haliotis pour nourrir les 
ormeaux. A: Palmaria palmata, B: Saccharina latissima, C: Laminaria digitata, D: Ulva sp 

. 
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Annexe IV : Production d’ormeaux d’élevage par région du monde en 2010, 2015 et 2016/2017 
(en milliers de tonnes) (Cook, 2019) 
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Annexe V : Ensemble des organismes pouvant se retrouver dans les bassins de nurserie 
apportés par l’eau d’entrée ou par les algues de récolte. A : helcions (Patella pellucida), B : 
lacunes communes (Lacuna vincta), C : gibbules cendrées (Gibbula cineraria), D : littorines 
obtuses (Littorina obtusata), E : Exemple de crustacés, F : des crustacés de type amphipodes 
(Gammarus sp.) 
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Annexe VI : Méthode pour mesurer les ormeaux : A et B : tubes contenant les 30 larves à 
mesurer avec de l’éthanol. C : Ormeaux âgés de 6 semaines sur une lame. D et E : ormeaux 
sous microscope avec l’échelle permettant de le mesurer (©N. Rubinstein).  
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Annexe VII : Déroulement de l’expérience sur Ulvella lens : A : prise d’un échantillon d’eau par 
jour dans chaque bassin pour l’analyser avec le spectrophotomètre de l’entreprise. B : 
Grattage d’une plaque d’Ulvella lens par bassin et par jour à l’aide d’un scalpel pour récupérer 
des échantillons. C : Echantillon d’Ulvella lens à mettre au séchoir pendant 12h. D : Echantillon 
de 10mg minimum d’Ulvella lens sèche à faire analyser à l’UBO de Guingamp pour connaitre 
le taux de protéines (©N. Rubinstein). 
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Annexe VIII : Evolution du taux de protéines sur trois paniers non fertilisés sur une durée d’un 
mois (©N. Rubinstein). 
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Annexe IX : Exemple de plaque avec des larves d’Haliotis tuberculata fixées (©N. Rubinstein). 
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Annexe X : Mise en place des bacs blancs pour l’expérience de salinité (©N. Rubinstein).  
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Annexe XI : Fixation des larves en fonction de la température au bout de 15 jours (1) et au 
bout d’un mois (2) (©N. Rubinstein). 
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