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    Introduction 

     Selon la FAO (2018), l'aquaculture est l'élevage d'organismes aquatiques (poisson, 

mollusque, crustacée, plantes aquatiques...) avec deux conditions : une intervention humaine 

dans le processus d'augmentation de la production, et une propriété individuelle ou juridique de 

stock d'élevage.  

     En 2018, la production aquacole mondiale de poisson a atteint environ 179 millions de 

tonnes, dont 156 millions de tonnes ont été utilisées pour la consommation humaine (équivaut à 

une offre annuelle estimée à 20,5 kg par habitant) (FAO, 2020). 

     En 2009, le Ministère de la Pêche et des Ressources Halieutiques, a lancé la réalisation d'une 

écloserie de poisson d'eau douce au niveau de la retenue collinaire Zairi à EL-Ouricia dans la 

wilaya de Sétif, dont l’objectif essentiel est le peuplement et repeuplement des plans d’eaux 

d’Algérie en poissons (CNRDPA, Sétif). 

     Le sandre Sander lucioperca a une excellente qualité de chair, de bonnes performances de 

croissance et une acceptation dans le marché (Policar et al., 2019).  

     Depuis l’introduction de Sander lucioperca en Algérie (1985), l’espèce s’est bien adaptée aux 

conditions écologiques du pays et a commencé à se reproduire mais sa production reste très 

faible par rapport à la demande nationale. Plusieurs études ont été faites sur la biologie et 

l’écologie de cette espèce (Belaifa, 2011 ; Lamri, 2012 ; Bouamra et al., 2013 ; Khalifa, 2015) 

ainsi que des essais sur la reproduction contrôlée et semi contrôlée grâce à l'induction de la ponte 

par l’utilisation de plusieurs hormones (Medour et al., 2005 ; Layadi, 2015 ; Tabouche, 2015). 

     La technique de la reproduction semi-contrôlée permet d’améliorer les stocks de poissons 

d’élevage. De plus, cette technique permet d’assurer l'incubation, l'éclosion et l'élevage des 

larves sous excellentes conditions. Selon le degré de perfectionnement du système, 10 à 70 pour 

cent des œufs produits peuvent donner naissance à des alevins viables, alors que le taux de survie 

des pontes naturelles est en général inférieur à un pour cent (Woynarovich et Horváth, 1981). 

     Dans ce contexte général, notre étude a pour objectif de : 

 Maîtriser la technique de la reproduction semi-contrôlée de poisson d’eau douce 

Sander luciopera, au niveau de l’écloserie d’El-Ouricia, Sétif ; 

 Stimuler le frai du sandre Sander lucioperca avec la gonadotrophine chorionique 

humaine (HCG) ; 
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 Atteindre un taux d'éclosion élevé contrairement à celui observé dans la nature ; 

 Maîtriser l’élevage larvaire et suivre la croissance des larves produites. 

     Notre travail s’articule autour des chapitres suivants :  

 Le chapitre I est consacré aux généralités sur l’espèce étudiée Sander lucioperca ; 

 Le chapitre II traite le milieu de déroulement des opérations expérimentales, ainsi que 

le matériel utilisé et la méthodologie pour réaliser notre objectif ; 

 Le chapitre III présente les résultats obtenus sur la reproduction semi-contrôlée et 

l’élevage larvaire du sandre Sander lucioperca, et leur discussion ; 

 Ce travail se termine par une conclusion ouvrant des perspectives utiles à l’avenir 

concernant la reproduction semi-contrôlée et l’élevage larvaire de Sander lucioperca 

au niveau de l’écloserie d’EL-Ouricia. 
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1. Taxonomie  

La plupart des perciformes sont des poissons marins des eaux côtières, tandis qu'environ 2000 

espèces ne se trouvent normalement qu'en eau douce et environ 2200 espèces passent au moins 

une partie de leur vie dans les eaux douces (Carroll, 1988 ; Helfman et al., 1997). Cet ordre 

comprenant 156 familles et 7000 espèces soit environ 40 % des poissons osseux (Nelson, 1994 ; 

Tayler et Bannikov, 2002). 

La famille des percidés est composée de 11 genres et 239 espèces (Eschmeyer’s cataog of 

fishes, 2021), ces genres incluent : 

 Ammocrypta (Jordan, 1877 ; Williams, 1975) avec 6 espèces. 

 Crystallaria (Jordan, 1878 ; Welsh et Wood, 2008) avec 2 espèces. 

 Etheostoma (Near et Thomas, 2015) avec 158 espèces. 

 Gymnocephalus (Geiger et Schliewen, 2010) avec 5 espèces. 

 Nothonotus (Keck et Near, 2013) avec 4 espèces. 

 Perca (Linnaeus, 1758 ; Kessler, 1874) avec 3 espèces. 

 Percarina (Robison et al., 2014 ; Near et Simmons, 2017) avec 51 espèces. 

 Romanichthys (Dumitrescu et al., 1957) avec 1 espèce. 

 Sander (Linnaeus, 1758 ; Griffith et Smith, 1834) avec 5 espèces.  

 Zingel (Siebold, 1863 ; Karaman, 1937) avec 4 espèces. 

     Le genre Stizostedion a été remplacé par Sander proposé par Kottelat et al., (2007), qui 

regroupe huit espèces, dont cinq sont validées (FAO, 2012-2021) et représentées par : 

 Le doré bleu (ou doré noir) : Sander canadensis (Griffith et Smith, 1834) ; localisé en 

Amérique du Nord, 

 Le sandre doré européen : Sander lucioperca (Linnaeus, 1758) ; Europe, 

 Le sandre marin : Sander marinus (Cuvier et Valenciennes, 1829) ; localisé en 

Europe (estuaires de la mer Noire et de la mer Caspienne), 

 Le doré jaune : Sander vitreus (Mitchill, 1818) ; localisé en Amérique du Nord, 

 Le sandre de la Volga : Sander volgensis (Gmelin, 1789) ; localisé en Europe (du 

Danube à la Volga et l'Oural). 
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2. Position systématique  

     Le tableau 1 montre la position systématique de Sander lucioperca (Linnaeus, 1758), donnée 

par Corolla Jean-Pierre et al., (2016). 

Tableau 1 : Position systématique de Sander lucioperca (Corolla Jean-Pierre et al., 2016). 

Règne Animalia 

Embranchement Chordata 

Sous-embranchement Vertebrata 

Super classe Osteichthyes 

Classe Actinopterygii 

Sous-classe Neopterygii teleostei 

Super ordre Acanthopterygii 

Ordre Perciformes 

Sous-ordre Percoidei 

Famille Percidae 

Genre Sander 

Espèce Sander lucioperca 

 

Nom vernaculaire  

 Sandre (France) 

 Zander (Allemagne, Angleterre)  

 Pike-Perch (Angleterre). 

 

3. Etymologie 

Le nom latin Sander lucioperca (Linnaeus, 1758), a plusieurs synonymes (FAO, 2012-2021) : 

 Perca lucioperca (Linnaeus, 1758) « nom original » 

 Lucioperca lucioperca (Berg, 1916) 
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 Lucioperca sandra (Cuvier, 1828) 

 Stizostedion luciperca (Linnaeus, 1758) 

 Stizostedium lucioperca (Linnaeus, 1758) 

 Lucioperca linnei (Malm, 1877) 

 Lucioperca lucioperca (Linnaeus, 1758) 

 Centropomus sandat (Lacepède, 1802) 

     Le mot sandre dérive du nom allemand Zander lui-même dérivant du mot « Zahn » qui 

signifie « dent » faisant probablement référence aux dents paires de canines proéminentes chez 

cette espèce (Pollet, 1959). 

4. Morphologie et anatomie 

4.1. Morphologie  

Le nom de l'espèce lucioperca provient des caractéristiques de la perche (perca) et du brochet 

(Lucio), avec un corps élancé, cylindrique et fusiforme, permettant une nage rapide. La tête de 

Sander lucioperca est allongée et volumineuse avec un museau pointu. Il présente aussi à chaque 

mâchoire deux paires de véritables canines (Figure. 1), qui lui servent à agripper et blesser ses 

proies (Craig, 2000 ; Kottelat et Freyhof, 2007).  

 

Figure 1 : Type de dent de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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Le dos du sandre est gris-vert à gris-brun et noir, les flancs sont plus clairs et présentent 8 à 12 

bandes sombres qui s'étendent verticalement de l'arrière vers le bas de chaque côté alors que la 

face ventrale est blanc-jaunâtre (Maitland, 2004). Il dispose de deux nageoires dorsales séparées 

(Figure. 2), une avec 13 à 20 épines et l’autre de 18 à 24 rayons mous. La nageoire caudale à 17 

rayons mous et la nageoire anale a 2 à 3 épines et 10 à 14 rayons mous et la nageoire anale à 2 à 

3 épines et 10 à 14 rayons mous (Larsen et Berg, 2006).  

     Le corps est recouvert d’écailles de type cténoïdes donnant un aspect rugueux. Ils sont au 

nombre de 80-97 sur sa ligne latérale (Craig, 2000 ; Kottelat et Freyhof, 2007). Les yeux de 

cette espèce sont grands, globuleux et vitreux, avec un système de tapis réflecteur riche en 

pigment rétiniens porphyrosine en lumière faible qui permet une adaptation à une vision en 

lumière faible qui favorise une activité crépusculaire (Bruslé et Quignard, 2001). 

     Sander lucioperca peut atteindre des tailles allant jusqu'à 1000 mm (longueur standard) 

(Lelek, 1987), ce qui correspond à un poids d'environ 15 à 20 kg. 

     Le dimorphisme sexuel entre les deux sexes n’est pas très clair chez cette espèce. En effet, 

selon Bruslé et Quignard (2001), il n'y a pas de différences entre les mâles et les femelles. 

Cependant, lors de la reproduction, le mâle est plus sombre et tend vers le noir et la femelle est 

gris verdâtre. 

 

Figure 2 : Morphologie externe de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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4.2. Anatomie 

     La morphologie interne du sandre Sander lucioperca (Figure 3.A), possède un système 

respiratoire se composant de branchies qui sont attachées à chacune des quatre paires d’arcs 

brachiaux, un système digestif qui comprend l’œsophage (un tube court et droit) qui mène 

directement à l’estomac qui est un long cul-de-sac à paroi épaisses. Il possède aussi un intestin 

(Figure 3.B.2), commençant au niveau de l’estomac (Figure 3. B.1), un foie (Figure 3. B.3), 

une rate et un cœur de forme arrondi (Figure 3. B.4). Il y a également deux grands ovaires 

remplis (Figure 3. B.5), au moment de la fraie, d’une grande quantité d’œufs très fins (Cuvier et 

Valenciennes, 1828). 

 

Figure 3 : Dissection de Sander lucioperca ; (A) : Morphologie interne ; (B) : Les oranges 

internes ; 1 : Estomac ; 2 : Intestin ; 3 : Foie ; 4 : Cœur ; 5 : Gonades après la ponte 

(Écloserie de Zaïri, 2021) 

 

5. Distribution géographique 

5.1. Dans le monde 

     Le Sandre Sander lucioperca est un poisson originaire d’Europe et d’Asie centrale, où l'on 

rencontre la plus grande diversité. L'aire de répartition naturelle de cette espèce comprend les 

bassins de la mer caspienne, de la baltique, de la mer noire et d'Aral et les bassins de l'Elbe 

(bassin de la mer du nord) et de Maritza (bassin de la mer Égée) au nord jusqu'à 65 ° N en 

Finlande (Deelders et Willemsen, 1964 ; Welcomme, 1988 ; Sonesten, 1991). 
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     Depuis les années 1800, cette espèce est introduite à grande échelle (Kottelat et Freyhof, 

2007) via les centres d’élevages afin de peupler les rivières en poissons prédateurs.   

     Cependant, cette espèce a maintenant été introduite dans la majeure partie de l'Europe, 

ainsi que dans certaines régions d'Asie (La Turquie, La Chine) et d'Afrique (l’Algérie, le 

Maroc et la Tunisie). Sa gamme comprend désormais les Pays-Bas (Welcomme, 1988), la 

France (Keith et Allardi, 2001), l'Espagne (Elvira, 1995), le Royaume-Uni (Wheeler, 1992) 

et le Danemark (Dahl, 1982) (Figure. 4). 

 

Figure 4 : Carte montrant la répartition géographique indigène et introduite de Sander 

lucioperca (CABI, 2021 ; Wallingford, UK) 

5.2. En Algérie  

     Le Sandre a été introduit pour la première fois en Algérie en 1985 dans plusieurs localités 

(FAO, 1997) ; Froese et Pauly, 2004) (Figure. 5). Il a été introduit à l'état alevins et 

géniteurs importé de Hongrie (Meddour et al, 2005).  
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Figure 5 : Introduction du sandre Sander lucioperca dans différentes localités en Algérie  

(Tipaza, Boumerdès, Tizi Ouzou, Skikda, Sétif, El Taref, Ain Defla) (Anonyme, 2013) 

 

     La première opération d’ensemencement a été réalisée par le Centre d’Etudes de 

Recherche Appliquée et de Documentation pour la Pêche et l’Aquaculture (CERP) en 1985 et 

1986. 

     En 2004, une deuxième opération d’empoissonnement (9000 alevins) fut réalisée par le 

CNRDPA, avec la coopération du Ministère de la Pêche et des Ressources Halieutique 

(MPRH), suivie par une troisième en 2005, où sont déversés 2400 alevins (Tableau 2). 

     À partir de 2014, le CNRDPA a pu réaliser plusieurs opérations de reproduction semi 

contrôlée du sandre et plus de 1.950.000 alevins ont été ensemencés entre (2014-2010) 

(Tableau 2). 

 

 



 Chapitre I- Généralités 

 

 12 

Tableau 2 : Campagne de peuplement et repeuplement des plans d’eau en alevins et géniteurs 

du sandre entre 1985 et 2020 (CNRDPA, 2020). 

Wilayas Année Sites Quantités 

d’alevins 

Stades 

Ain Defla 1985 Barrage Ghrib 30  Géniteurs 

Boumerdès 1985 Retenue collinaire El 

Naceria 

Retenue collinaire de Cap 

Djinet 

30  

1500000 

Géniteurs 

Alevins 

El Tarf 1985 Lac Oubeira 

Barrage Cheffia 

1000000 

500000 

Alevins 

Alevins 

Skikda 1985 Barrage Zardezas 1500000 Alevins 

Boumerdès 1986 Retenue collinaire Sidi 

Daoud 

500000 Alevins 

Tizi Ouzou 1986 Draâ El Mizane 500000 Alevins 

Ain Defla 2004 Ferme Bessami 

Barrage El Mostakbel 

Barrage Ghrib 

Barrage Harreza 

8400  

 

 

Alevins 

Tipaza 2004 Barrage Boukerdene 

M’sila 2004 Barrage K’Sob 

Skikda 2004 Barrage Guenitra 

Tipaza 2005 Barrage Boukerdene 

Barrage Meurad 

Etang artificiel (CNRPA) 

800 

800 

800 

Alevins 

Alevins 

Alevins 

Guelma 2017 Barrage Bouhamdene 250.000 Alevins 

Sétif 2017 Retenue collinaire Zairi 

Retenue collinaire Bouchtat 

500.000 

100.000 

Alevins 

Alevins 

Sétif 2019 Retenue collinaire Zairi 500.000 Alevins 

Sétif 2020 Retenue collinaire Zairi 600.000 Alevins 
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6. Régime alimentaire 

     Le régime alimentaire varie en fonction de l’état ontogénique du poisson et en fonction de 

la disponibilité en nourriture (Amara et al., 2001). Juste après l’éclosion, l’alimentation des 

larves est assurée par une vésicule vitelline qui procure les éléments essentiels pour leurs 

développements. Par la suite, les alevins se nourrissent de zoobenthos, crustacés 

planctoniques, puis d’insectes benthiques (Bekbergenov et Sagitov, 1984 ; Bolotova et al., 

1995 ; Thiel et al., 1996). Quand les juvéniles atteignent une taille de 35 mm, ils deviennent 

ichtyophages et se nourrissent d’alevins de nombreuses espèces de poissons, de zooplancton 

ainsi de zoobenthos (Biró, 1973 ; Bryazgunova, 1979 ; Vehanen et al., 1998 ; Blanco et al., 

2003). 

     Le sandre devient presque exclusivement piscivore à l’âge adulte et chasse en groupe et 

s’active surtout au crépuscule et avant l’aube (Magnan, 1999). Ses proies favorites sont les 

petits poissons de 8 à 10 cm, goujons, ablettes ou petits gardons (Bryazgunova, 1979). Le 

Sandre adulte se nourrit à toutes les époques de l’année y compris en période de reproduction, 

mais pas tous les jours. Il pratique aussi le cannibalisme chez les jeunes stades (Van Densen, 

1985 ; Frankiewicz et al., 1996 ; Bruslé et Quignard, 2001). 

7. Habitat 

     Sander lucioperca habite les eaux calmes et profondes des lacs, des étangs, des canaux et 

des rivières (zones à faible courant), plutôt chaudes et avec de bonnes conditions 

d'oxygénation (Corolla et al., 2016). Il peut fréquenter les eaux saumâtres (salinité < 12 ‰) 

(Larsen et Berg, 2006). Il évite les endroits envahis par la végétation et préfère fréquenter les 

eaux libres. Il privilégie les eaux troubles où il n'est pas en compétition avec le brochet et où il 

peut chasser sans être vu (Corolla et al., 2016) cette espèce peut être trouvée en petits bancs 

près des fonds sablonneux et pierreux dans les zones plus profondes des rivières, de 

préférence dans les zones couvertes. On le trouve aussi dans les eaux claires si la profondeur 

est suffisante pour lui permettre de se réfugier pendant la journée (Sonesten, 1991). Les 

variations journalières des paramètres physico-chimiques chez les adultes indiquent des 

niveaux d'activité élevés au crépuscule (Poulet et al., 2005). 
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8. Reproduction 

     Le sandre Sander lucioperca est capable d’effectuer des déplacements de plusieurs 

dizaines de kilomètres à la recherche de frayères appropriées. Certains cas de retour sur les 

aires de ponte originelle ont été signalés (Lehtonen et Toivonen, 1987 ; Koed et al., 2000). 

     La reproduction du sandre est conditionnée, comme beaucoup d’autres espèces de 

poissons, par la température de l’eau. Elle commence pour cette espèce à environ 14°C. Par 

ailleurs, la période de reproduction varie d’avril à juin selon les régions (Lappalainen et al., 

2003). En Algérie elle est située entre mars et mai (Meddour et al., 2005). 

     À maturité sexuelle (2-3 ans pour les mâles et 3-4 ans pour les femelles), correspondant 

respectivement à 33-37 cm et 40-45 cm (Poulet, 2004), les poissons se regroupent et migrent 

vers les frayères peu avant la ponte. Les migrations sont généralement courtes (10-30 km), 

mais selon Sonesten (1991) et Lappalainen et al (2003) peuvent être assez longues jusqu’à 

250 km.  

     Par ailleurs, la ponte chez Sander lucioperca a lieu sur un nid rudimentaire fait de tiges et 

de racines (50 cm de diamètre). Le mâle qui aménage le nid, tend à rester fidèle au même site 

de ponte d’une année à l’autre tout en le surveillant et en l’entretenant. Le nettoyage des 

particules de vase est assuré par un courant créé par le battement de ses nageoires. Les 

frayères peuvent se situer entre 1,5 et 15 mètres de profondeur suivant la transparence de 

l’eau (Lappalainen et al., 2003). 

     La femelle dépose alors ses œufs en grappe sur des supports variés, le plus souvent des 

végétaux (Schlumberger et Proteau, 1996), où le mâle les féconde et les protègent mais 

aussi procède à leur oxygénation par ventilation à travers les nageoires pelviennes 

(Lappalainen et al., 2003). Les œufs sont adhésifs, bruns et transparents et mesurent entre 1 

et 1,5 mm de diamètre et leur nombre est de 150 000 à 200 000 par kilo de femelle (Meddour 

et al., 2005). Après une incubation des œufs d'une semaine à une température de 15 °C (soit 

110 degrés-jours), se termine par une éclosion des embryons. 

     Les larves mesurant de 4,5 à 5,5 mm (Kjellman et al., 2003), sont actives et phototropes 

(Olivier et Schlumberger, 2001). Elles sont d’abord planctonophages (zooplancton comme 

première nourriture, copépodes, cladocères…) puis benthophages (larve de chironomes). Les 

juvéniles deviennent entomophages vers 12mm et à une longueur de 20 à 35 mm, les alevins 

engagent l’ichtyophagie (Ljunggren, 2002). 
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     Généralement, trois méthodes de reproduction du sandre se propagent : la reproduction 

contrôlée (insémination artificielle et incubation d'œufs dans des conditions contrôlées) ; la 

reproduction semi-contrôlée dans des cages ou des réservoirs de réseau ; la reproduction 

naturelle dans les étangs (Kausch, 1975 ; Antalfi, 1979 ; Steffens et al., 1996). 

 Reproduction naturelle : 

     La reproduction naturelle, effectuée dans les étangs, est la méthode la plus ancienne de 

propagation du sandre : les géniteurs sont conservés dans des étangs jusqu'à la période du 

ponte (en moyenne de cinq à six semaines) (Korycki, 1976), sans stimulation hormonale 

(Wojda et al., 1994a, 1994b). 

 Reproduction semi-contrôlée : 

     La reproduction semi-contrôlée dans les cages nécessite la préparation de nids de frai, à 

base de matériaux naturels (branches de pin…) ou de matériaux synthétiques (Szkudlarek et 

Zakes, 1995 ; Demska-Zakes et Zakes, 2002). La reproduction semi-artificielle peut 

également être effectuée en gardant les géniteurs par paires dans des réservoirs en PVC 

équipés de nids (au moins 0,5 m x 0,5 m lorsque la femelle mesure jusqu'à 2 kg de poids 

corporel). Les poissons peuvent être stimulés par les hormones ou non (Demska-Zakes et 

Zakes, 2002). 

 Reproduction contrôlée : 

     La reproduction contrôlée est la méthode la plus fiable pour l'obtention d'un nombre élevé 

de larves du sandre. Les géniteurs, conservés dans des bassins, sont stimulés par des 

hormones (Ronyai, 2007). Les gamètes sont collectés par stripping et les œufs fertilisés sont 

incubés dans des bouteilles de Zoug ou Weiss (Berka, 1979).         

9. Croissance et cycle biologique 

     Après l’éclosion des œufs, une larve d’environ 6 mm (Figure. 6) dotée d’une vésicule 

vitelline en sort. Dans sa première année, la croissance du sandre est rapide (Poulet, 2004) est 

devient plus remarquable à partir du 36éme jour avec une moyenne 1mm/j (Bouali et al, 

2004). En une année, la taille atteint une moyenne de 30 cm pour un poids moyen de 240g.  

     Les œufs et les larves du sandre sont sensibles aux variations des facteurs 

environnementaux. De ce fait, la concentration optimale en oxygène dissous est de 5 à 6.5 
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mg/l, la salinité ne doit pas dépasser 10%. L’optimum thermique pour la croissance du sandre 

se situe aux alentours de 25-30°C (Zivkov & Petrova, 1993 ; Toujani et al., 2000). 

     Le sandre est considéré comme le percidé le plus thermophile et le plus tolérant vis-à-vis 

des facteurs abiotiques (turbidité, température) et leurs fluctuations (Hokanson, 1977 ; 

M’Helti, 2001). Le sandre est cependant sensible à l’anoxie. 

     La croissance du sandre est ralentie aux environs du mois de septembre à causes de la pré-

maturation des gonades (Poulet, 2004). Selon une étude faite en Tunisie par Turki et al., 

(2009), il a été démontré que les femelles présentent une croissance en longueur plus 

importante que celle des mâles.  La différence de la croissance entre les deux sexes est 

expliquée du fait que les femelles se nourrissent plus que les mâles, car leurs besoins sont 

élevés en énergie indispensable pour le bon déroulement de leur fonction métabolique et 

reproductive. 

 

Figure 6 : Stades de développement de Sander lucioperca (Koblitskaya, 1981) 
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10. Intérêt économique 

     L’aquaculture assure environ 30 % des approvisionnements mondiaux de poissons (FAO, 

2019) (plus précisément la production mondiale du sandre Sander lucioperca) (Figure. 7). La 

production aquacole en Afrique ne représente que 1,2 % de la production totale mondiale. 

 

Figure 7 : Production aquacole mondiale de Sander lucioperca (1950-2016) (FAO, 2019) 

 

     A l’échelle mondiale, les captures de Sander lucioperca ont baissé de 50 % depuis 1950 et 

stagnent actuellement autour de 17000 tonnes par an à cause d’une surexploitation des stocks 

sauvages (FAO, 2015). La production aquacole de cette espèce (802 tonnes en 2012) est par 

contre en hausse mais reste très faible par rapport à la pêche (FAO, 2015). La baisse des 

captures représente une opportunité pour les entreprises désirant produire cette espèce de 

manière intensive. 

     Les prix de gros du sandre fluctuent considérablement, mais se situent généralement entre 

5,6 et 12,5 USD/kg (poisson entier), avec une moyenne d'environ 8,3 USD/kg. Dans certains 

pays, tels que l'Allemagne et la France, les prix peuvent atteindre 22,2 USD/kg alors qu’il est 

de 6,72 USD/kg en Algérie (= 930,833DA) (FAO, 2019). 
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I. Présentation du site d’étude 

     Notre étude a été effectuée dans une annexe du Centre National de la Recherche et de 

Développement de la Pêche et de l’Aquaculture (CNRDPA) au niveau de la commune d’El-

Ouricia – Sétif. Ce site est composé de la retenue collinaire de « Zaïri » et de l'écloserie de 

poissons d’eau douce (Figure. 8), pendant 24 jours du 14 mars au 06 avril 2021.  

 

Figure 8 : Station expérimentale de poissons d’eau douce du Centre National de la Recherche 

et du Développement de la Pêche et de l’Aquaculture (CNRDPA, Sétif) El-Ouricia   
(Écloserie de Zaïri, 2021)  

1. Présentation de la retenue collinaire de Zairi 

     La retenue collinaire de ‘’Zairi’’ est située au Nord de Sétif à 14 km, dans la commune 

d’EL-Ouricia, Daïra de Ain Arnat. Cette retenue est accessible car située sur la route numéro 

9, reliant Sétif à Ain El Kbira aux coordonnées géographiques : longitude : 5° 25' 10" E, 

latitude : 36°17' 3" N, altitude : 1450 m. 

     Les eaux de la retenue collinaire Zairi (Figure. 9) qui ont une source d’approvisionnement 

en eau originaire d’Oued EL-Ouricia, sont utilisées dans les domaines de l'irrigation agricole, 

les loisirs et la pisciculture. Les caractéristiques principales du périmètre de cette retenue ainsi 

que sa morphométrie sont résumées dans le tableau 3 (MPRH, 2009). 
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Figure 9 : Retenue collinaire de Zaïri (Sétif) (Écloserie de Zaïri, 2021) 

Tableau 3 : Paramètres hydrotechniques de la retenue collinaire Zairi (MPRH, 2009). 

Superficie 14 ha 

Profondeur 10.5 m 

Capacité portante 0.531 hm³ 

Volume hydrique 0.440 hm³ 

Pluviométrie/an 662 mm/an 

Bassins versants 10.35 km2 

 

 Biodiversité de la retenue collinaire Zairi 

     Cet écosystème met pleinement à profit l'eau, le sol et le limon de la retenue collinaire 

Zairi pour accroître les disponibilités alimentaires. Ainsi, les oies et les canards (colvert) 

(Figure. 10) peuvent être élevés et les oiseaux de passage profitent de cette nourriture. 
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Figure 10 : Oies et canards présents dans la retenue collinaire Zairi                              

(Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Une biodiversité floristique est signalée dans cette retenue, subdivisée en strate 

arborescente et herbacée et résumé dans le tableau 4 (Gourri, 2015). 

Tableau 4 : La flore caractéristique de la retenue collinaire Zaïri (Gourri, 2015). 

Strate arborescente Strate herbacée 

Famille Espèce Famille Espèce 

Salicaceae Populus alba Geraniaceae Geranium robertianum 

Salix babylonica Asteraceae Dahlia sp. 

Myrtaceae Eucalyptus globulus Fabaceae Vicia sativa 

Trifolium compestre 

Fabaceae Sophora japonica Compositae Chrysanthemum 

anethifolium 

 

     Les principales espèces piscicoles mises en élevage au niveau de cet écosystème humide 

sont résumés dans la Figure 11. Cependant, cette richesse aquatique a permis l’installation 

d’une biodiversité non négligeable qu’il est nécessaire voire indispensable de protéger. 
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Figure 11 : Espèces de poissons d’intérêt aquacole introduites dans la retenue collinaire de 

Zairi ; (A) : Le Sandre (Sander lucioperca) ; (B) : Carassin commun (Carassius carassius) ; 

(C) : Carpe commune (Cyprinus carpio) ; (D) : Carpe argentée (Hypophthalmichthys 

molitrix) ; (E) : Le gardon (Rutilus rutilus) ; (F) : Black bass (Micropterus salmoides) 

(Www.Fishbase.org) 

2.  Présentation de l’écloserie d’El-Ouricia 

     L’écloserie de poissons d’eau douce d’El Ouricia (Figure. 12), a été : 

 Créée en 2009 au niveau de la retenue collinaire de Zaïri ; 

 Réalisée dans le cadre d’un partenariat avec une société Hongroise (INNOFLEX 

LTD.CO « Technical Development and Constructing in Aquaculure »). 

     L’écloserie d’EL-Ouricia est dirigée par un ensemble d’ingénieurs en aquaculture, sur une 

surface totale de 6 hectares et une capacité de production de 15.106 larves (CNRDPA, Sétif).  
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Figure 12 : Ecloserie de poissons d’eau douce d’El Ouricia (Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Parmi les objectifs de cette écloserie, la reproduction contrôlée ou semi contrôlée des 

poissons dulçaquicoles en particulier : le sandre Sander lucioperca et d’autres espèces telles la 

carpe, notamment les carpes chinoise : la carpe argentée Hypophthalmichthys molitrix et 

Carpe commune (Cyprinus carpio). 

 Les composants de l’écloserie d’El-Oroucia  

     L’écloserie fonctionne avec une eau de source, en circuit ouvert d’un débit permet le 

renouvellement continu de l’eau. 

     Les composants de l’écloserie d’EL-Ouricia sont résumés dans le tableau 5 et représenté 

dans l’annexe F. 
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Tableau 5 : Composants de l’écloserie d’EL-Ouricia 

Désignation Nombre Annexe F  

Bassin cylindrique de 50m3 en PVC 2 Figure 1.A 

Bassin rectangulaire de 2m3 en PVC 2 Figure 1.B 

Bassin carré de 3m3 en PVC 2 Figure 1.C 

Bassin réservoir de 200L en PVC 2 Figure 1.D 

Incubateur en PVC 18 Figure 1.E 

Bouteille de Zoug 6 Figure 1.F 

Aquarium de 200L 5 Figure 1.G 

Matériels nécessaires pour la reproduction semi-contrôlée 

(table de manipulation, loupe binoculaire, microscope, 

hormones HCG, solution physiologique, formol, eugénol, 

balance, multi paramètre, bacs) 

 

1 de 

chaque 

produit 

 

 

Figure 1.G 

Aérateur 1 Figure 1.I 

 

II. Reproduction semi-contrôlée du sandre Sander lucioperca 

     Afin de réaliser l’objectif de la reproduction semi-contrôlée et l’élevage larvaire du sandre 

Sander lucioperca, il est nécessaire d’assurer la disponibilité du matériel utilisé pour ce type 

de reproduction. 

     Le matériel utilisé de notre expérience est mentionné dans le tableau 6 avec le rôle de 

chaque outil. 
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Tableau 6 : Matériels nécessaires utilisé pour la reproduction semi-contrôlée et l’élevage 

larvaire de Sander lucioperca 

Matériels Utilisation 

Bassins Stabulation des géniteurs et stockage des géniteurs 

Bassines Transfert des géniteurs à l’écloserie 

Bacs Préparer les géniteurs à l’injection hormonale 

Aquariums Incubation des œufs et suivi larvaire 

Multi-paramètre Mesurer les paramètres physico-chimiques 

Thermostats Assurer le réchauffement de l’eau dans les aquariums et les bassins 

HCG Hormone d’induction de ponte 

NaCl Désinfection des géniteurs 

Formol Désinfection des milieux d’élevage 

Eugénol Anesthésier les géniteurs 

Balance électronique Mesurer le poids et les organes des poissons 

Loupe binoculaire et 

microscope photonique 

avec caméra scientifique 

Observation (œufs, développement embryonnaire, croissance des 

larves) 

Seringues jetables de 5 ml Injecter l’hormone, et alimenter les larves 

Diffuseurs Aération 

Epuisette Capture de poissons des bassins de stabulation 

Une serpillière humide Maitre les géniteurs calmes pendant l’injection 

Mortier Dilution de l’hormone 

Les nids Support des œufs 

Cathéter Récupération des ovocytes 

Ichtyomètre Mesures morphométriques (la taille du sandre) 

Trousse de dissection Prélèvement des organes 

Fil Suture pour marquage 

  

Notre étude consiste en : 

1. La préparation des bassins de stabulation ; 

2. La pêche et sélection des géniteurs ; 

3. L’induction de la ponte 
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4. La ponte et incubation des œufs de Sander lucioperca ; 

5. L’éclosion ; 

6. L’élevage larvaire de Sander lucioperca. 

 

1.  Préparation des bassins de stabulation 

     Les bassins utilisés pour notre expérience sont des bassins rectangulaires en PVC de 2m3 et 

des bassins carrés en PVC de 3m3. Ces bassins sont préalablement vidés, nettoyés et bien 

désinfectés avec l’eau de source et le formol (Piper et al, 1982 ; Uhland et al, 1997 ; 

Wedemeyer, 2001) avant de les remplir par l’eau de la retenue de Zairi (Ecoulement par 

gravité) (Figure 13). 

 

Figure 13 : Préparation des bassins de stabulation, (A) : Bassin vide ; (B) : Nettoyage et désinfection 

des bassins ; (C) : Formol ; (D) : Remplissage des bassins (Écloserie de Zaïri, 2021) 

2. Pêche et sélection des géniteurs 

2.1. Pêche des géniteurs 

     Les géniteurs du sandre Sander lucioperca ont été pêchés le 14 et 15 mars 2021 au niveau 

de la retenue collinaire de Zairi dans la wilaya de Sétif, à l’aide d’une embarcation motorisée 

(Planche. 14.A), en utilisant des quatre filets maillants (maille = 45mm) spécialement conçus 

pour la pêche du sandre (Planche 14.B), qui se font immerger jusqu’à une dizaine de mètres 

de profondeur. 

     La pêche a été faite pendant la saison de reproduction lorsque la température de l'eau 

atteint environ 12 °C, s'étend de mi-mars à juin selon la localisation géographique (Peter et 

al., 1991 ; Gillet et al., 1995 ; Zakes et Demska-Zakes, 2005 ; Sosiński, 2007) 
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Figure 14 : Pêche des géniteurs ; (A) : embarcation motorisée ; (B) : filets maillants          
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Le transfert des géniteurs a été fait par des bassines (Figure. 15) contenant l’eau de la 

retenue collinaire Zairi vers l’écloserie d’EL-Ouricia. 

 

Figure 15 : Transfert des géniteurs de Sander lucioperca à l’écloserie par une bassine 
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

     La manipulation des géniteurs sauvages de Sander lucioperca doit se faire avec prudence, 

car ces poissons sont facilement stressés une fois capturés et manipulés, ce qui entraîne 

généralement des pertes et provocation de maladies causées principalement par les 

champignons opportunistes (Kaszubowski, 2005 ; Sosiński, 2007 ; Kaszubowski et al., 

2008).  
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2.2. Sélection des géniteurs 

     La sélection des géniteurs est considérée comme primordiale pour le bon déroulement de 

la reproduction.  Woynarovilh et Horvath (1981) signalent que le processus de sélection des 

géniteurs est d'une importance particulière, surtout pour les femelles dont la maturité doit être 

vérifiée soigneusement pour assurer le succès de la propagation artificielle. 

Le choix des géniteurs s'est basé sur la conformation du corps qui doit présenter une bonne 

apparence extérieure (individus sans blessures, sans maladies apparentes …) et des signes de 

maturité dont : 

 Chez le mâle : 

- Une libération de petites quantités de laitance (sperme) lorsque on applique une légère 

pression abdominale (Figure 16.A). 

 Chez la femelle : 

- Ventre bien arrondi (Figure 16.B). 

- Papille génitale gonflée, en saillie, rouge ou rose (Figure 16.C).      

 

Figure 16 : Sélection des géniteurs de Sander lucioperca ; (A) : Laitance de mâle ; (B) : 

Ventre arrondi de la femelle ; (C) : Papille génitale rouge (Écloserie de Zaïri, 2021) 

A B 

C 



Chapitre II-Matériels et méthodes 

 29 

3. Induction de la ponte 

     Selon Steffen et al., (1996), l'anesthésie est nécessaire lors de la manipulation des poissons 

hors de l’eau. Il est recommandé d'utiliser un anesthésiant idéal à une concentration bien 

définie pour éviter le stress susceptible d'avoir des effets néfastes sur les géniteurs. 

     Après avoir capturés les géniteurs du sandre Sander lucioperca dans les bassins à l’aide 

d’une épuisette (Figure. 17.A), sont placés dans une solution anesthésiante contenant 

l’Eugénol (Figure. 17.B) en respectant 2,5 ml dans 50L d’eau. 

     Les géniteurs doivent être retirés du bain anesthésiant dès qu'il y a perte d'équilibre 

(Figure. 17.C) et ils sont portés à l'aide d'une serviette propre (Figure. 17.D) et maintenus sur 

une table de manipulation après avoir pesés au kilogramme près, par une balance électronique 

(Figure. 17.E) afin de calculer la dose exacte de l’hormone utilisée pour chaque individu du 

sandre. La taille totale des géniteurs a été mesurée, au centimètre près, par un ichtyomètre 

(Figure. 17.F). 

 

Figure 17 : Préparation des géniteurs ; (A) : Capture des géniteurs ; (B) : Anesthésiant 

(Eugénol) ; (C) : Géniteur anesthésié ; (D) : Récupération des géniteurs ; (E) : Pesée des 

géniteurs ; (F) : Mesure des géniteurs (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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3.1. Détermination de l'état de maturité des ovocytes 

     La sélection des femelles du sandre pour l’injection hormonale, doit passer par la 

vérification du stade de maturation des ovocytes début de l'expérimentation (Zarski et al., 

2012) car elle permet un meilleur contrôle sur toutes les phases de la reproduction puis de 

l’élevage larvaire (Legendre et al., 1996).  Chez diverses espèces téléostéens, lorsque la taille 

des ovocytes est inférieures à la taille optimale, ça peut provoquer soit une réponse sous-

optimale, soit une diminution de la qualité des œufs (Berlinsky et al., 1996 ; Mugnier et al, 

2000 ; Ljubobratovic et al, 2020). 

     Pour ce faire, nous avons utilisé la technique de cathétérisation (Figure. 18) (Żarski et al., 

2012), où les prélèvements des ovocytes se réalisés par une biopsie ovarienne (Figure. 19.B) 

à l'aide d’un cathéter de 2,5mm (un tube mince et flexible) (Figure. 19.A) (Steffens et al., 

1996), qui pénètre l'ovaire à travers de l'ouverture génitale (Rothbard et Yaron, 1995).  

     Les ovocytes ainsi récupérés sont examinés sous une loupe binoculaire pour déterminer les 

différents stades. 

 

Figure 18 : Technique de cathétérisation ; (A) : cathéter ; (B) : Prélèvement des ovocytes 
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

     La maturité ovocytaire, était anciennement déterminée par la position de la vésicule 

germinale (GV) dans l'ovaire (Kucharczyk et al., 2008 ; Zakes et Demska-Zakes 2009), qui 

comprend quatre stades. Cependant pour de nombreuses espèces de poissons, y compris le 

A B 
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sandre, cette classification est insuffisante pour décrire les changements qui se produisent au 

cours de la FOM (final oocyte maturation/maturation ovocytaire finale). 

     Pour cela qu’on s’est basé sur la classification de Żarski et al., 2011, six stades de 

maturation préovulatoire des ovocytes ont été distingués chez les percidés (Figure. 19) : 

 

Figure 19 : Stades de maturation ovocytaire ; (a) : Stade I ; (b) : Stade II, (c) : Stade III ; (d) : 

Stade IV ; (e) : Stade V ; (f) : Stade VI (Żarski et al., 2011) 

 Stade I : le GV est situé au centre de l'ovocyte, les gouttelettes d'huile sont peu 

visibles (Figure. 19.a), 

 Stade II : début de migration GV, début de coagulation de gouttelettes d'huile bien 

visibles (Figure. 19.b), 

 Stade III : migration de GV (au-dessus de la moitié du diamètre de l'ovocyte), des 

gouttelettes d'huile sont bien visibles (Figure. 19.c), 

 Stade IV : le GV est à la périphérie de l'ovocyte, une grosse goutte d'huile en 

formation est bien visible ; le diamètre des gouttelettes est supérieur au diamètre GV 

et atteint la taille d'environ 1/3 du diamètre de l'ovocyte ; des gouttelettes plus petites 

sont également visibles (Figure. 19.d), 

 Stade V : le GV est situé au bord de l'ovocyte, une grosse goutte d'huile (taille 

d'environ la moitié du diamètre de l'ovocyte) est bien visible (Figure. 19.e), 

 Stade VI : les échantillons d'ovocytes prélevés pour analyse sont macroscopiquement 

transparents ; pas de GV visible (Figure. 19.f). 



Chapitre II-Matériels et méthodes 

 32 

 Test de spermiation des mâles 

     L'état de spermiation est vérifié par pression sur la papille génitale. En effet, lorsqu’il n’y a 

pas de laitance qui sort de la papille génitale, on parle d’un mâle non spermiant. Dans le cas 

où la laitance coule de la papille génitale, on parle d’un mâle spermiant. 

3.2. Préparation des géniteurs à l’injection hormonale  

     L'induction de la ponte à l'aide de l’injections hormonales a été fréquemment utilisée, pour 

synchroniser la maturation des gamètes chez différentes espèces de poissons y compris 

Sander lucioperca (Bromage et al., 1992 ; Zohar et Mylonas, 2001). 

     La stimulation hormonale, a des effets modulateurs sur la physiologie des poissons et leur 

efficacité reproductive (Żarski et al., 2019 ; Żarski et al., 2020) 

     La reproduction avec un traitement hormonal comprend le choix de l’hormone et la dose à 

injecter : 

3.2.1. Choix de l’hormone 

     Dans le cas de notre travail, l’hormone utilisée pour la stimulation des géniteurs est la 

Gonadotrophine chorionique humaine (HCG) (Zakes et Demska-Zakes, 2005) (Figure. 

20.A), une ampoule de PREGNYL 5000UI (Unité internationale) diluée dans 8 ml d'eau 

physiologique (Figure. 20.B), afin d’avoir une solution injectable (Figure. 20.C). 

 

Figure 20 : Préparation de la solution injectable, (A) : Hormone (HCG) ; (B) : 

Préparation de l’hormone HCG, (C) : Solution injectable (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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3.2.2. Doses et lieu d’injection hormonale 

     La dose totale d'hormone utilisée diffère en fonction du poids vif du poisson quel que soit 

le sexe (Karami et al, 2010) (Tableau 1, Annexe A) en fonction de la période de 

reproduction (saison, hors saison), du stade de la maturation des géniteurs et le type 

d'hormones appliquées. 

     Le tableau 7 résume les modalités du traitement hormonal recommandées pour la 

reproduction semi-contrôlée des géniteurs du sandre. 

Tableau 7 : La dose d’hormone (HCG) appliquée aux femelles et mâles du sandre Sander 

lucioperca (Kaszubowski, 2005 ; Ronyai, 2007) 

Type d’hormone Gonadotrophines chorioniques humaine (HCG) 

Nombre d’injection 1 

Doses  600 U.I. /kg 

Normes recommandées 200-1000 UI/ kg 

 

3.2.3. Injection hormonale 

     Avant l’injection hormonale des femelles du sandre Sander lucioperca, un marquage 

(Křišt'an et al, 2013), qui a été fait avec une couture par un fil dans la partie dorsal dans notre 

étude, afin de connaître la femelle qui pond les œufs (Figure. 21). 

 

Figure 21 : Marquage d’une femelle de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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     La seule injection hormonale a été effectuée le 15 mars 2021 à 15h, en introduisant 

l'aiguille d'une seringue au niveau de la nageoire pelvienne chez les femelles (Figure. 22.A), 

et chez les mâles (Figure. 22.B).  

     Lors du retrait de l’aiguille, le point d’injection est massé afin d’éviter que la solution ne 

ressorte (Gilles et al., 2001 ; Janssen, 1985). 

   

Figure 22 : Injection hormonale des géniteurs du sandre Sander lucioperca                
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Certains mâles n'ont pas été injectés, car ils étaient prêts à la reproduction et donc 

spermiants. 

3.2.4. Traitement des géniteurs après l’injection hormonale 

     Après l’injection hormonale, les géniteurs de Sander lucioperca ont été mis dans un bac 

oxygéné (pour leur réveil) (Figure. 23.A), puis dans un autre bac contenant la solution saline 

(Figure. 23.B) pour leur désinfection (à base de NaCl d’eau de source). 

     Avant la remise des géniteurs dans les bassins de stabulation, des nids artificiels ont été 

placé au fond des bassins (Horvath, 1981). Dans notre travail, on a utilisé les nids de 

branches de pin naturel déjà préparés (Figure. 23.C). 
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Figure 23 : Traitement des géniteurs après injection ; (A) : Oxygénation ; (B) : Désinfection ;  

(C) : Nid artificiel (Écloserie de Zaïri, 2021) 
 

     Finalement, les mâles et femelles ont été gardés dans quatre bassins de ponte en respectant 

la sex-ratio (F : M) indiquée dans le tableau 8  

Tableau 8 : Nombre de nids et sex-ration du sandre Sander lucioperca dans chaque bassin 

(B1 : Bassin 1 ; B2 : Bassin 2 ; B3 : Bassin 3 ; B4 : Bassin 3 ; M : mâle ; F : femelle ; NN : 

nombre de nids) 

         Bassins 

Paramètres 

 

B1 

 

B2 

 

B3 

 

B4 

Sex-ratio (F : M) 2 : 2 2 : 2 2 : 2 2 : 2 

NN 2 2 2 2 
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Figure 24 : Bassin de ponte pour la reproduction semi-contrôlée du sandre Sander lucioperca 

(Écloserie de Zaïri, 2021) 

3.2.5. Suivi du milieu d’élevage 

     Suite à la disposition des géniteurs dans les bassins, un suivi de températures et 

concentration en d’oxygène dissous de l’eau a été effectué à l’aide d’un multi-paramètre 

(Figure. 25) toutes les deux heures depuis l’injection le 15 mars 2021 jusqu’à la ponte 

(Annexe B, Tableau 2, 3, 4, 5 et 6 ; Annexe C, Tableau 7, 8, 9, 10), afin de s’assurer que 

ces paramètres soit optimaux à la reproduction comme résumés dans le tableau 9. Les nids 

sont vérifiés deux fois par jours afin de contrôler le dépôt des œufs.  

     

Figure 25 : Multi-paramètre ‘’CALYPSO’’ (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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Tableau 9 : Paramètres physico-chimiques optimales pour la reproduction de Sander 

lucioperca (Kjellman et al., 2003 ; Pascal et al., 2005 ; Kucharczyk et al., 2007) 

Paramètres physico-chimiques Valeurs optimales 

Température supportée 10 à 30°C 

Température de reproduction 14-18°C 

Température pour développement embryonnaire 9-24°C 

Oxygène dissous 4-6 mg/l 

pH 7,2 et 7,8 

Salinité 2.3-3g/l 

 

4. Ponte et incubation des œufs de Sander lucioperca 

     Suite à la ponte, les nids sont récupérés et placés dans cinq aquariums de 200L bien 

nettoyés et désinfectés avec l’eau de source et le formol (Figure. 26.A), afin d’éviter tout 

risque d’infection ; pour l’incubation, tout en assurant les conditions favorables (Température 

de 9-24°C ; Oxygène dissous de 4-6 mg/l) (Figure. 26.B). 

 

Figure 26 : Préparation à l’incubation des œufs de Sander lucioperca ; (A) : Nettoyage et 

désinfection ; (B) : Incubation des œufs (Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Afin de suivre l’incubation et l’identification des différents stades embryonnaire, chaque 

8h, un prélèvement d’une tige recouvert d’œufs a été déposée dans une boite de pétrie 

(Figure. 27.A) et observée sous microscope optique (GX10) (Figure. 27.B).  
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Figure 27 : Œufs de Sander lucioperca ; (A) : tige recouvert d’œufs ; (B) : Œufs observés 

sous microscope optique (Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Le développement de l’œuf est un processus rapide qui passe du gonflement de l’œuf à la 

morphogenèse embryonnaire. Les cellules embryonnaires dérivent de l'œuf fécondé par une 

série de divisions cellulaires qui donnent naissance à un arrangement stéréo-typique de 

cellules appelées blastomères puis commence le développement embryonnaire. 

5. Eclosion  

     Après l’éclosion des œufs on a retiré les nids et on a compté les larves a l’œil nu, puis les 

observés sous un Microscope photonique (GX10) 

6. Elevage larvaire de Sander lucioperca 

     Les larves de Sander lucioperca ont été élevées dans les mêmes aquariums d’incubation 

après leur nettoyage et leur désinfection (Figure 28), tout en contrôlant les paramètres 

physiques deux fois par jour, le matin à 7 :00 et le soir à 17 : 00 pendant 12 jours de 25 mars 

2021 à 05 avril 2021 (Annexe D, Tableau 12 et 13) 
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Figure 28 : Aquarium d’élevage larvaire du sandre Sander lucioperca                         
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

6.1. Alimentation des larves de Sander lucioperca 

6.1.1. Réserves vitellines 

     Durant les premiers jours d’élevage larvaire, les larves qui nagent verticalement pour 

remplir la vessie natatoire, doivent être protégées de la lumière directe du soleil (Mukai et al., 

2008 ; Woynarovich et Horváth, 1980), car elle affecte leur équilibre et entraîne 

éventuellement la mort. Cependant, il n’y a aucune alimentation des larves car elles se 

nourrissent de leurs réserves vitellines. 

     Après épuisement du sac vitellin, les larves doivent d'abord être nourries avec les nauplii 

d’artémia (Larves d’artémia), source des nutriments indispensables et enzymes exogènes 

(Dabrowski, 1984 ; Munilla-Moran et al., 1990). 

6.1.2.  Préparation de l’artémia 

 Décapsulation des cystes d’artémia 

     Afin d'éliminer tout risque d’infection des larves du sandre Sander lucioperca, et d’obtenir 

des naupliis d’artémia, il suffit de retirer la coquille ou capsule des artémias, pour cela on a 

suivi le protocole suivant (Bruggeman et al., 1979) : 
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     On a mis une petite quantité de cystes d’artémia d’importation (Petite cuillère (1g) de 

cystes) dans un tamis (Figure. 29.A), puis on a rajouté l’eau de javel pendant cinq minutes 

(Bruggeman et al., 1979) (Figure. 29.B). A la fin on a rincé les cystes avec l’eau de source 

(Figure. 29.C). 

 

Figure 29 : Décapsulation des cystes d’artémia ; (A) : Cystes d’artémia ; (B) : Ajout de l’eau 

de javel ; (C) : Rinçage (Écloserie de Zaïri, 2021) 
 

 

 Incubation et éclosion des cystes d’artémia 

     Pour une éclosion optimale, certains facteurs doivent intervenir durant l’incubation des 

cystes, dont : 

 La température : 30°C (Sorgeloos, 1980) 

 La salinité : de 35 à 36% (Vanhaecke, 1980) 

 Source lumineuse : au minimum 1 000 lux (Vanhaecke, 1980) 

 Oxygène dissous : concentrations de 1 mg/1 (Sorgeloos et al., 1978) 

 La charge en cystes : charge maximale de 17 g/l (Kurata, 1967) 

     Dans notre expérience, pour obtenir de bons résultats (Figure. 30), on a : 

 Mis dans un bac des thermostats pour augmenter la température ; 

 Fixé un petit aquarium contenant des bouteilles remplies d’eau salée (mélange de 

40g\10L) dans le bac ; 

 Placé une lampe au-dessus pour la lumière ; 

 Rajouté les cystes d’artémia décapsulés dans les bouteilles. 
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Figure 30 : Incubation des cystes d’artémia (Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Les nauplius d’artémia fraîchement éclos ont été distribués par seringue (Figure. I.20) 

pour l’alimentation des larves du Sander lucioperca (Figure. 31). 

 

Figure 31 : Alimentation des larves de Sander lucioperca par les nauplii d’artémia    
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

6.2. Suivi de la croissance des larves 

     Afin de suivre la croissance des larves qui a duré 12jours, on a mesuré leur taille par un 

logiciel TSView, qui permet d’enregistrer des vidéos et prise des photos par une caméra 
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scientifique, en utilisant les loupes binoculaire (GX10) et une lame d’étalonnage (Figure 32) 

spécialisée de la mesure de la taille des larves. 

 

Figure 32 : Lame d’étalonnage pour la mesure de la taille des larves de Sander lucioperca 
(Écloserie de Zaïri, 2021) 

7. Mortalité des larves de Sander lucioperca 

Durant toute la période de l’élevage larvaire, un siphonage du fond de l’aquarium est réalisé 

(Figure. 33) afin de calculer les larves mortes de Sander lucioperca. 

 

Figure 33 : Siphonage du fond de l’aquarium (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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1. Pêche et sélection des géniteurs  

     Un lot de 28 géniteurs a été pêché au niveau de la retenue collinaire Zairi. Le tableau 

10 résume le nombre de femelles et mâles pêchés. Au cours de la pêche, la survie des 

géniteurs était de 100%. 

Tableau 10 : Nombre de mâles et de femelles de Sander lucioperca pêchés au niveau de 

la retenue collinaire Zairi 

Essais Date de pêche Heure de 

pêche 

Femelles Mâles 

1  

14/03/2021 

14 : 50 1 1 

2 15 : 15 1 0 

3 17 : 48 3 4 

4 18 : 50 2 0 

5 15/03/2021 10 : 05 7 2 

6 10 : 54 6 1 

Total 20 8 

 

     Un lot de 16 individus a été sélectionné selon les critères mentionnés précédemment, dont 

8 femelles (500 ≤ Poids ≤ 2400 g ; 400 ≤ Taille ≤ 600 mm) et 8 mâles (670 ≤ Poids ≤ 1000 g 

; 430 ≤ Taille ≤ 490 mm).  

2. Induction de la ponte 

2.1. Détermination de l'état de maturité des ovocytes 

     La maturité sexuelle de toutes les femelles de Sander lucioperca a été confirmée par 

l’observation des ovocytes sous la loupe binoculaire (Figure. 34). Les résultats des stades 

ovocytaires propres à chaque femelle ont été résumés dans le tableau 11. 

Tableau 11 : Stades ovocytaires des femelles de Sander lucioperca sélectionnées 

Femelles 1 2 3 4 5 6 7 8 

Stades V VI V V VI VI VI V 
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Figure 34 : Ovocytes des femelles de Sander lucioperca observées au microscope (GX10) ; 

(A) : Stade V ; (B) : Stade VI (Écloserie de Zaïri, 2021) 

 

2.2. Suivi du milieu d’élevage 

2.2.1. Suivi de la température (°C) 

     Le suivi journalier de la température (Figure. 35) de l’eau au niveau des quatre bassins de 

stabulation après l’injection hormonale a été caractérisé par : 

 Une température moyenne de 16,10 ± 1,83 °C dans tous les bassins.  

 Une valeur minimale moyenne de 12,79 ± 0,34 °C, enregistrée dans le premier bassin 

(B1) le premier jour (15 mars 2021) (Annexe B, tableau 6).  

 Une valeur maximale moyenne de 18,39 ± 0,70°C, enregistrée dans le troisième bassin 

(B3) au cinquième jour (19 mars 2021) (Annexe B, tableau 6). 

A B 
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Figure 35 : Variation journalière de la température de l’eau des bassins de ponte des géniteurs 

de Sander lucioperca  

 

2.2.2.  Suivi de l’oxygène dissous (mg/l) 

     Le suivi de la concentration en oxygène dissous de l’eau des bassins après l’injection 

hormonale (Figure. 36), a montré que leur évolution est antagoniste à celle de la 

température qui montre une diminution progressive. Le suivi de l’oxygène dissous de 

l’eau a été caractérisé par : 

 Une valeur moyenne de 5,83 ± 0,72 mg/l. 

 Une valeur minimale moyenne de 4,65 ± 0,23 mg/l, enregistrée dans le troisième 

bassin (B3) au quatrième jour (18 mars 2021) (Annexe C, tableau 11). 

 Une valeur maximale moyenne de 6,77 ± 0,15 mg/l, enregistrée dans le quatrième 

bassin (B4) au premier jour (15 mars 2021) (Annexe C, tableau 11). 
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Figure 36 : Variation journalière de la concentration en oxygène dissous de l’eau des bassins 

de ponte des géniteurs de Sander lucioperca  

 

2.3. Réponses des géniteurs à l’injection hormonale 

     Après quelques heures du traitement hormonal des géniteurs, une mousse de fécondation a 

rempli les bassins (Figure. 37.A). De ce fait, quatre femelles de Sander lucioperca ont 

déposées leurs œufs adhésifs, sur les quatre nids artificiels (Figure. 37.B), sous la garde du 

mâle (Figure. 37.C). 
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Figure 37 : Ponte des femelles de Sander lucioperca ; (A) : Mousse de fécondation ; (B) : 

Nid artificiel rempli d’œufs ; (C) : Nid gardé par le mâle (Écloserie de Zaïri, 2021) 

     Suite à l’injection hormonale, on a estimé un taux de 100% de ponte des femelles, avec un 

temps de latence différent, qui est un temps exprimé en heures s’écoule entre le moment de 

l’injection hormonale et celui de la ponte. Le frai dans notre étude, a été nocturne.    

    Cependant, après 510°/H de l’injection hormonale (17 mars 2021 à 4 : 00), la première 

femelle (F1) du premier bassin (B1) a pondu ses œufs sur le nid artificiel à une température de 

16,7°C et une concentration en oxygène dissous de 6,1 mg/l. 

     Après 1200°/H de l’injection hormonales (19 mars 2021 à 2 : 00), une deuxième ponte de 

la deuxième femelle (F2) du premier bassin (B1) a été signalée à une température de 17,60°C 

et une concentration en oxygène de 5,6mg/l. Tandis que la troisième femelle (F3) du B2 et la 

huitième femelle du B4 ont pondu leurs œufs qu’après 1380°/H de l’injection hormonale (19 

mars 2021 à 14 : 00) à une température moyenne de 17,17 ± 1,05°C et une concentration 

moyenne en oxygène dissous de 5,3 ± 0,42 mg/l. 

A B 

C 
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2.4. Mortalité des géniteurs 

     Le nombre de mortalité des géniteurs est résumé dans le tableau 12 

Tableau 12 : Nombre de mortalité des géniteurs durant la reproduction 

Date  Mortalités  Remarques  

15 mars 2021 Une femelle inconscience après l’anesthésie 

17 mars 2021 Une femelle Stress 

19 mars 2021 Deux femelles infection par les champignons 

 

3. Développement embryonnaire de Sander lucioperca 

3.1.Suivi du milieu d’élevage 

     Les valeurs moyennes de la température et de l’oxygène dissous de l’eau des aquariums 

sont présentées respectivement dans les tableaux 13 et 14.  

Tableau 13 : Valeurs moyennes de la température de l’eau (en degrés Celsius) des aquariums 

renfermant les œufs en incubation de Sander lucioperca ; A1 : Aquarium 1 ; A2 : Aquarium 2 

; A3 : Aquarium 3 ; A4 : Aquarium 4 ; A5 : Aquarium5 

    Aquariums 

Date 

 

A1 

 

A2 

 

A3 

 

A4 

 

A5 

 

Moyenne 

Ecart 

type 

20/03/2021 18,23 17,62 18,97 19,33 18,97 18,63 0,56 

21/03/2021 17,49 18,13 20,38 20,10 19,13 19,05 0,99 

22/03/2021 18,07 17,11 20,21 19,18 18,07 18,53 0,93 

23/03/2021 17,52 17,36 20,32 19,39 18,75 18,67 0,98 

 

Tableau 14 : Valeurs moyennes de l’oxygène dissous (en milligramme par litre) de l’eau des 

aquariums renfermant les œufs en incubation de Sander lucioperca ; A1 : Aquarium 1 ; A2 : 

Aquarium 2 ; A3 : Aquarium 3 ; A4 : Aquarium 4 ; A5 : Aquarium5 

   Aquariums 

Date 

 

A1 

 

A2 

 

A3 

 

A4 

 

A5 

 

Moyenne 

Ecart 

type 

20/03/2021 6,25 6,2 6,1 5,95 6,05 6,11 0,09 

21/03/2021 6,55 5,95 5,35 6 6,1 5,99 0,27 

22/03/2021 6,35 5,5 5,05 6,1 6,1 5,82 0,44 

23/03/2021 6,35 5,36 5,35 6,05 6,05 5,83 0,38 
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3.2.Stades embryonnaires 

     Durant l'incubation, le cycle embryonnaire se poursuit à l'abri de l'enveloppe de l'œuf (les 

œufs fécondés sont d’une couleur jaune transparentes avec un noyau), que les larves finiront 

par briser au moment de leur éclosion. 

     Le développement embryonnaire, caractérisé par une nutrition endogène de l'embryon à 

partir du vitellus, se répartit en trois sous phases : 

 La phase de clivage qui recouvre le début du développement embryonnaire ainsi que 

les stades morula (Figure. 38.A), blastula (Figure. 38.B) et gastrula (Figure. 38.C) 

jusqu'au début de l'organogenèse 

 La phase embryonnaire commence lorsque l'organogenèse est initiée et s'arrête une 

fois l'éclosion achevée (Figure. 38. D, E et F) 

 La phase éleuthéro-embryonnaire prend effet après l'éclosion et dure jusqu'à la fin de 

la résorption de la vésicule vitelline et le début de l'alimentation exogène. 

 

Figure 38 : Observation du développement embryonnaire de Sander lucioperca sous 

microscope optique (GX10) ; (A) : Sade morula ; (B) : blastula ; (C) : gastrula ; (D) : 

fermeture du blastopore ; (E) : début différenciation des plastes embryonnaire ; (F) : 

Formation des yeux (Écloserie de Zaïri, 2021) 

 

E F 

A B C 

D 
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3.3.Œufs non développés 

     Au moment de l’incubation, on a estimé un taux de 30% des œufs non développés ; 

dont, un changement de couleur et forme des œufs ont été observé sous un microscope 

optique. Les œufs non fécondées de la femelle 1 ont été blanchâtres (Figure. 39.A) sans 

évolution tout le long de l’incubation. Tandis que les œufs de la femelle 3 ont été attaqués 

par les champignons (Figure. 39.B). 

 
Figure 39 : Les œufs non développés de Sander lucioperca observés au microscope 

(GX10) ; (A) : œuf mal fécondé ; (B) : œuf attaqué par les champignons              

(Écloserie de Zaïri, 2021) 
 

 

4. Eclosion  

     La première transition ontogénique qui est l’éclosion a débutée dans le quatrième aquarium 

après 86H (=1290°/h) de l’éclosion (24 mars 2021 à 14 : 00) à une température de 17,4°C et 

concentration en oxygène dissous de 6,4 mg/l.  

     Après 96H (= 1440°/h) de l’incubation (25 mars 2021), le taux d’éclosion des œufs a été 

estimé à 80%.  

Par ailleurs, nous avons 2423 larves (Figure 40) ont été dénombrées obtenus distribués sur 

quatre aquariums (tableau 15). 

A B 
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Figure 40 : Larve de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021) 

 

Tableau 15 : Nombre des larves de Sander lucioperca ; (A1) : Aquarium 1 ; (A2) : Aquarium 

2 ; (A3) : Aquarium 3 ; (A4) : Aquarium 4 

Aquariums A1 A2 A3 A4 

Nombre de larves 636 602 575 610 

 

5. Elevage larvaire de Sander lucioperca 

5.1.Suivi du milieu d’élevage 

5.1.1. Suivi de la température (°C) 

     Le suivi journalier de la température de l’eau (Figure. 41), au niveau des quatre aquariums 

des larves a montré : 

 Une valeur moyenne de 18,71 ± 0,59°C. 

 Une valeur minimale moyenne de 17,08 ± 1,17°C, enregistrée dans le quatrième 

aquarium au dernier jour (05 avril 2021) 

 Une valeur maximale moyenne de 20,24 ± 0,74°C, enregistrée dans le premier 

aquarium durant le 13éme jour (03 avril 2021).  
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Figure 41 : Variation journalière de la température de l’eau des aquariums                            

de Sander lucioperca 

 

5.1.2. Suivi de l’oxygène dissous (mg/l) 

     Le suivi de la concentration de l’oxygène dissous dans l’eau des quatre aquariums des 

larves (Figure. 42), a montré une faible variation journalière. De ce fait, il a été 

caractérisé par : 

 Une valeur moyenne d'oxygène dissous durant toute la période d’élevage larvaire 

de 6,26 ± 0,12mg/l. 

 Une valeur minimale moyenne de 6 ± 0,14 mg/l, enregistrée au 11éme jour (01 

avril 2021) (Annexe D, tableau 12). 

 Une valeur maximale moyenne de 6,55 ± 0,08 mg/l, enregistrée le dernier jour (05 

avril 2021). 
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Figure 42 : Variation journalière de la concentration en oxygène dissous de l’eau des 

aquariums de Sander lucioperca 

 

5.2. Résorption vitelline 

     Durant les trois premiers jours après l’éclosion, nous avons observé une diminution de la 

taille du sac vitellin (Figure. 43), montrant ainsi le développement des larves. 

 

Figure 43 : Résorption vitelline de Sander lucioperca observés au microscope optique 

(GX10) ; (A) : Larve après un jour d’éclosion ; (B) : Larve après deux jours d’éclosion ; (C) : 

Larve après trois jours d’éclosion (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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5.3.Alimentation des larves de Sander lucioperca 

    Suite à la résorption vitelline, on a commencé l’alimentation exogène le 28/03/2021, par 

des naupliis d’artémia fraîchement éclos (après 24h d’incubation), et qu’ils doivent s’adapter 

avec l’ouverture de la bouche de la larve afin qu’elle puisse les mangés (Figure 44) 

 

Figure 44 : Nauplii d’artémia consomé par la larve observé sous loupe binoculaire (GX40) ; 

(A) : Larve 1 ; (B) : Larve 2 (Écloserie de Zaïri, 2021) 

5.4.Croissance des larves 

     D’après les mesures journalières de la taille des larves (Annexe E, tableau 14), qui a été 

fait par un prélèvement d’une seule larve par jour, on a eu une évolution des larves (Figure 

45), dont : 

o En premier jours d’élevage (25/03/2021) on a enregistré une taille de 3639,68μm 

(Figure 46.A). 

o En 12éme jours (05/03/2021) on a enregistré une taille de 5020,42μm, d’une 

augmentation de 1380,74μm (Figure 46.B). 

o Le gain de la taille des larves est de 1380,74μm. 

A B 
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Figure 45 : Evolution en taille des larves de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021)  

 

 

Figure 46 : Taille des larves ; (A) : Larve de 3639,68μm ; (B) : Larve de 5020,42 μm 

(Écloserie de Zaïri, 2021) 
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 Développement des organes des larves 

     On a observé un développement des organes des larves, dont : les nageoires (Figure 47.A), 

l’ouverture de la bouche (Figure 47.B), le squelette (Figure 47.C). 

 

Figure 47 : Développement des organes des larves de Sander lucioperca observés sous loupe 

binoculaire (GX40) ; (A) : Nageoires ; (B) : Ouverture de la bouche ; (C) : Formation du 

squelette (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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 Malformations des larves de Sander lucioperca 

     Durant la période de l’élevage larvaire, nous avons observé aussi des malformations des 

larves de Sander lucioperca, dont : une déformation de la mâchoire (Figure 46.A) et une 

déformation de la bouche (Figure 48.B) 

 

Figure 48 : Malformation des larves de Sander lucioperca observée sous la loupe binoculaire   

(GX40) : (A) : Déformation de la mâchoire ; (B) : Déformation de la bouche             

(Écloserie de Zaïri, 2021) 

 

6. Taux de mortalité des larves de Sander lucioperca 

     Le taux journalier globale de mortalité des larves dans les quatre aquariums durant 12jours, 

s’est caractérisé par un taux faible de 26,99%, (le taux de mortalités journalier est résumé 

dans le tableau 15, annexe E).Tandis que : 

o Le taux le plus faible est de 0,53% a été enregistré le 12éme jours dans l’Aquarium 

2 (Figure 49). 

o Le taux le plus élevé est de 29,95% a été enregistré dans A2 en 5éme jours (Figure 

49).  

A B 
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Figure 49 : Taux de mortalité des larves de Sander luciooerca dans les quatre aquariums 

 Ensemencement 

     Après la période d’élevage larvaire, une quantité des larves a été déposé dans les étangs 

fertilisés de la station expérimentale d’eau douce (Figure. 50) afin d’assurer un stock pour 

l’écloserie d’EL-Ouricia, tandis que l’autre quantité a été déversée dans la retenue collinaire 

de Zairi. 

 

Figure 50 : Etangs fertilisés de la station expérimentale d’eau douce pour l’élevage larvaire 

de Sander lucioperca (Écloserie de Zaïri, 2021) 
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     Afin de maintenir une productivité élevée lors de l’application de la reproduction contrôlée 

et semi contrôlée, il est nécessaire de maîtriser le cycle de la reproduction (Wang et al 

(2010)) ; De ce fait, la sélection des géniteurs, le choix et la dose de l’hormone, ainsi que les 

contrôles des paramètres physiques de l’eau jouent un rôle très important. 

     Selon plusieurs auteurs Viveen et al (1985) ; Graaf et Janssen, 1996 et Gilles et al 

(2001), la sélection des femelles à induire est faite sur la base de l’homogénéité de taille des 

poissons ainsi que la maturité des ovocytes. D’une autre façon, le ballonnement du ventre de 

poisson est un bon indice (Tamas et al, 1982), c’est le cas dans notre étude ; d’où toutes les 

femelles sélectionnées sont arrivées aux stades IV et V. 

     Néanmoins, les manipulations, la captivité et le stress peuvent bloquer les différentes 

phases de la gamétogenèse et agir sur la fécondité ou la qualité des gamètes (Billard et al 

(1995) ; Zakes et Szczepkowski (2004) ; Kucharczyk et al (2007)). Cependant, l'induction 

par traitement hormonal semble être la méthode la plus efficace dans la reproduction semi-

contrôlée et contrôlée (Woynarovilh et Horvath (1981)). Cette méthode, très utilisée, doit se 

faire avec une grande prudence en respectant les concentrations prescrites pour chaque espèce 

de poissons (Micha (1974)). 

     L’ensemble des géniteurs pêchés sont caractérisée par une dominance des femelles. Ce 

phénomène peut être dû à la coïncidence de la période de pêche et à la période de fraie 

naturelle du sandre.  Lorsque la température de l’eau est au voisinage de 12°C, les mâles 

s’occupent de la construction et la préparation des nids et la garde des œufs (Scott et 

Crossman, 1973), ce qui limite leur capture. Par contre les femelles circulent librement ce qui 

augmente leur chance de capture. 

     Il existe quelques études rapportant l'induction de la ponte chez le sandre en utilisant 

l'injection de plusieurs hormones dont : l’hypophyse, la Gonadotrophine Chorionique 

Humaine (HCG) ainsi que d’autres hormones (Antalfi (1979) ; Schlumbenger et Proteau 

(1996) ; Craig (2000) ; Kouril et Hamackova (2005) ; Zakes et Demska-Zakes (2005) ; 

Rónyai 2007 ; Blecha et al (2016)).  

     Dans notre étude, l’hormone utilisée, la HCG, a permis d'induire avec succès la maturation 

et l'ovulation du sandre. Ces résultats sont en accord avec les travaux de Richter et al (2000), 

ainsi que les travaux de Żarski et al (2017). 
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     La réponse aux injections hormonales a été significative pour cette espèce. Sur les huit 

nids obtenus, la réponse a été de 100% comparée aux résultats de Meddour et al. (2005) où 

sur les dix frayères, six avaient été recouvertes d’œufs.      

     De même, la ponte a eu lieu à une température de 16,7°C au mois de mars. Elle correspond 

vraisemblablement à la température de ponte. Cela est en accord avec les résultats de 

Lappalainen et al (2003) qui affirment que la température de reproduction de cette espèce est 

entre 14 et 18°C tandis que la période de reproduction varie d’avril à juin. 

     Par contre, selon Sonesten (1991) et Rizvanov (1970), la température permettant la ponte 

est comprise entre 12 et 15 °C respectivement en Turquie et en Russie. Cependant elles ont 

lieu à des périodes différentes (Février en Turquie et juillet en Russie). En Algérie la période 

de reproduction est située entre mars et mai (Meddour et al (2005)). De plus en Tunisie, le 

frai du sandre a lieu à des températures voisines de 14°C (Toudjani (1998)). 

     Dans notre étude, la diminution de températures des milieux d’élevage sont dues à la 

diminution de température extérieure. Tandis que, la concentration en oxygène dissous se 

varie en fonction de la température. 

    Selon Olin et al (2000) une concentration insuffisante en oxygène dans l'eau affecte le 

poisson qui aura une difficulté à respirer, le sandre étant sensible à l’anoxie. Cependant, le 

seuil de tolérance en oxygène dissous est de 5 à 6,5mg/l (Zivkov et Petrova (1993) ; Toujani 

(1998)). Le milieu de stabulation et d'incubation utilisé dans ce travail parait être convenable 

durant cette étude puisque la quantité d'oxygène dissous variait entre 4,65 ± 0,23 mg/l et 6,77 

± 0,15 mg/l. 

     Selon Hokanson (1977) et M’Helti (2001), les œufs et les larves du sandre sont sensibles 

aux variations des facteurs environnementaux. 

      En élevage, les phases les plus difficiles sont le développement embryonnaire et l’élevage 

larvaire (Palińska-Żarska et al (2020)). De ce fait, la réussite de l’élevage larvaire dans notre 

étude se matérialise par le bon déroulement du développement embryonnaire assuré par des 

conditions favorables, ainsi qu’une alimentation régulière des larves. 

     Durant la phase embryonnaire, une variation de température aura pour conséquence une 

surconsommation de la réserve vitelline en raison d’une hausse du métabolisme lors d’une 

augmentation de température (Jaroszewska et Dabrowski, (2010)). 
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     Dans ce travail, l'éclosion a eu lieu après 86H d'incubation, à une température moyenne de 

17,4°C. Cette période est approximativement identique à celle donnée par Woynarovilh & 

Horvath (1981) et qui varie entre trois et cinq jours à une température de 20°C.  

     Il est bien connu que les larves de poissons, y compris les percidés, sont capables de 

sécréter certaines enzymes digestives juste après l'éclosion (Ribeiro et al (1999) ; Kolkovski 

(2001) ; Cuvier-Péres (2002) ; Galaviz et al (2012)). Cependant, pendant les premiers jours 

d'alimentation exogène (justes après la résorption du sac vitellin), la digestion est caractérisée 

par une faible efficacité et doit être soutenue par des enzymes exogènes dérivées de la proie 

ingérée (Dabrowski (1984)). C'est pourquoi en élevage larvaire, les larves doivent d'abord 

être nourries avec les nauplii d’artémia (Larves d’artémia), étant une source de nutriments 

indispensables (Dabrowski (1984) ; Munilla-Moran et al (1990)). 

     Dans notre étude, on a réalisé l’alimentation des larves par les nauplii d’artémia avec 

succès, ce qui a induit un développement régulier des larves en taille, avec une période 

larvaire de Sander lucioperca de 12jours, comparés aux travaux réalisés dans l’écloserie de 

Zairi, qui n’ont pas réalisé l’élevage larvaire de cette espèce et les larves sont mortes juste 

après la résorption vitelline. 

     La taille des larves serait variable en fonction de la température d’incubation (Blaxter 

(1992) ; Trabelsi-Zouari (2011)). Une augmentation de la température (plus de 21°C) durant 

la période embryonnaire est souvent associée à une taille plus petite (Blaxter, 1992). Dans 

notre étude, la température durant l’élevage larvaire, a été de 17,08 ± 1,17°C à 18,71 ± 

0,59°C. Donc nous avons une croissance de taille. 

     De nombreuses études ont mis en évidence une augmentation des taux de malformations 

visibles à l’éclosion liées à une augmentation de la température d’incubation (Lahnsteiner et 

Mansour (2012) ; Meeuwig et al., (2013)).      

     Selon Afonso et al., (2000), et Holm et al., (2005), et Lahnsteiner (2012), les 

malformations des larves peuvent être classées en malformations multiples, lorsque la larve 

présente au moins deux malformations. En des malformations « simples » lorsqu’une seule 

partie du corps de la larve est malformée, c’est le cas dans notre étude : Mâchoire et bouche. 
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     Notre étude porte sur la reproduction semi-contrôlée ainsi que le suivi du développement 

des larves d’une espèce carnassière d’eau douce Sander lucioperca en milieu artificiel, au 

niveau du Centre Nation de Recherche et du Développement de la Pêche et de l’Aquaculture 

(CNRDPA - El-Ouricia). 

     Les résultats obtenus montrent que les propriétés physiques de l’eau d’élevage notamment 

la température et l’oxygène dissous ont une influence sur l’induction de la ponte, l’incubation, 

l’éclosion et le suivi de la croissance des larves de Sander lucioperca. 

     La sélection des géniteurs est une exigence primordiale pour la réussite de la reproduction 

contrôlée. Elle est faite sur une base d'un certain nombre de critères chez les deux sexes afin 

de s'assurer de leur maturité. 

      La qualité des embryons et des larves obtenus dépend principalement de la qualité des 

ovocytes qui dépendent essentiellement des individus sélectionnés, de leurs nutritions et du 

stress subit durant la manipulation. Ils sont aussi très sensibles aux conditions 

environnementales. 

     Les nauplii d’artémia se sont avérés être un bon aliment pour les larves de Sander 

lucioperca. 

     D’après les résultats obtenus, l’objectif de la maîtrise de la reproduction semi-contrôlée, 

ainsi que l’élevage larvaire du sandre Sander lucioperca, ont été atteint. 

     En perspective, il serait souhaitable de : 

 Sélectionner les mâles, selon la maturité sexuelle. 

 Assurer un bon conditionnement des géniteurs, surtout l’alimentation.  

 Effectuer de plus amples études sur les facteurs inhibant la réponse des géniteurs aux 

hormones. 

 Enfin, créer des fermes aquacoles spécialisées dans l'élevage des poissons d’eaux 

douces d'intérêt économique afin de répondre à la demande nationale. 
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Annexe A 

Tableau 1 : Dose des injections hormonales des géniteurs du sandre Sander lucioperca 

Géniteur Sexe Poids (g) Taille (cm) Dose (ml) Bassin 

1 Femelle 2000 60 2 1 

2 Femelle 660 41 ,5 0,6 1 

3 Femelle 950 47 1 2 

4 Femelle 540 39 0,6 2 

5 Femelle 530 38 0,6 3 

6 Femelle 670 41,5 0,7 3 

7 Femelle 600 40 0,6 4 

8 Femelle 670 42,5 0,7 4 

9 Mâle 700 43 0,7 1 

10 Mâle 670 43,4 0,7 2 

11 Mâle 1000 49 1 3 

12 Mâle 1000 49 1 4 

 

Annexe B 

Tableau 2 : Suivi journalier de la température de l’eau (°C) du premier bassin (B1) 

 

 

 

 

 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          12,40 12,90 13,06 

J2 13 12,5 12,6 13,1 13,5 13,70 15 15,27 16,55 17,90 16,85 17,5 

J3 16,89 16,92 16,7 16,58 16,71 16,75 17,26 18,5 17,44 16,67 15,88 15,30 

J3 15,2 15,5 15,4 15,15 15,40 15,80 16,7 17,95 18,89 17,37 17,60 17,65 

J4 17,95 17,60 17,7 17,6 17,80 17,92 18,35 18,43     
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Tableau 3 : Suivi journalier de la température de l’eau (°C) du deuxième bassin (B2) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          12,88 13,01 13,30 

J2 13,22 13,05 13,18 13,90 14,25 14,57 15,55 15,53 16,64 17,60 17,21 17,48 

J3 16,31 17,32 17,30 17,13 17,20 17,14 17,54 17,12 16,33 17,40 17,40 17,5 

J4 17,5 17,4 17,25 16,95 17,13 17,27 18 17,97 16,33 16,60 16,70 16,65 

J5 16,7 16,6 18,5 17,1 16,36 16,19 16,47 16,43     

 

Tableau 4 : Suivi journalier de la température de l’eau (°C) du troisième bassin (B3) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          12,42 12,93 13,60 

J2 13,48 12,98 13,10 13,86 14.45 14.75 15,94 15,95 17,50 18,20 17,47 17,85 

J3 17,86 17,98 17,92 17,85 18,06 18,06 18,43 18,80 17,44 18 18,30 18,40 

J4 18,50 18,30 18,50 18,34 18,44 18,62 19,4 18,81 16,75 17,54 18,22 18,60 

J5 19 19,8 18,50 18,1 18,20 17,84 17,98 17,73     

 

Tableau 5 : Suivi journalier de la température de l’eau (°C) du quatrième bassin (B4) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          13,26 13,80 14,00 

J2 13,95 13,5 13,68 14,01 14,29 14,57 15,6 15,57 16,64 17,59 17,08 17,17 

J3 16,97 16,94 16,73 16,54 16,54 16,38 16,20 16,33 16,88 17,15 17,30 17,10 

J4 17 16,8 16,67 16,30 16,30 16,46 17,25 17,94 16,82 17,31 17,46 17,80 

J5 17,9 17,77 16,20 17,30 17,80 17,62 17,99 17,91     
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Tableau 6 : Suivi journalier moyen de la température l’eau (°C) au niveau des quatre bassins 

Bassins 

Jours 

B1 B2 B3 B4 

J1 12,79 13,06 12,98 13,69 

J2 14,79 15,18 15,63 15,30 

J3 16,8 17,14 18,09 16,76 

J4 16,55 17,15 18,34 17,01 

J5 17,92 16,79 18,39 17,56 

 

Annexe C : 

 Tableau 7 : Suivi journalier de l'oxygène dissous de l’eau (mg\l) du premier bassin (B1) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          6,9 6,5 6,3 

J2 6,6 6,6 6,5 6,2 6,3 6,1 6,1 6,3 6,6 6,2 6,2 5,6 

J3 6 5,9 6,1 6 6,1 5,6 5,6 4,9 5,1 5 4,9 5,1 

J4 5,7 5,2 5,5 5,6 5,6 5,5 5,1 5,1 4,8 4,9 5,1 5,3 

J5 5,2 5,6 5,5 5 5,1 5,2 5,2 5,1     

 

Tableau 8 : Suivi journalier de l'oxygène dissous de l’eau (mg\l) du deuxième bassin (B2) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          6,6 6,5 6,5 

J2 6,5 6,3 6,3 6,2 6,5 6,5 6,3 6,5 6,8 6,5 6,2 6 

J3 6,2 6,2 6,1 6,2 6,4 6,1 6,1 6,5 6,7 5,6 5,7 5,8 

J4 5,9 5,8 5,7 5,7 5,8 5,6 5,4 5,7 5,6 5,7 5,6 5,6 

J5 5,5 5,6 5,5 5,4 5,6 5,6 5,6 5,6     
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Tableau 9 : Suivi journalier de l'oxygène dissous de l’eau (mg\l) du deuxième troisième (B3) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          6,8 6,6 6,5 

J2 6,5 6,3 6,4 6,2 6,4 6,3 6,1 6 6,3 6,2 6,1 5,7 

J3 5,5 5,7 5,9 5,9 5,9 5,2 4,6 5 4,6 4,2 4,6 4,4 

J4 4,5 4,9 4,3 4,4 4,5 4,6 4,4 4,8 5 4,8 4,8 4,8 

J5 4,8 5,1 5,4 5,1 5 5.1 5 5,2     

 

Tableau 10 : Suivi journalier de l'oxygène dissous de l’eau (mg\l) du quatrième bassin (B4) 

Heure 

Date 

00 :00 02 :00 04 :00 06 :00 08 :00 10 :00 12 :00 14 :00 16 :00 18 :00 20 :00 22 :00 

J1          6,9 6,8 6,6 

J2 6,3 6,3 6,4 6,1 6,2 6,1 6 6,63 6,3 6,2 6 5,8 

J3 6,7 6,6 6,6 6,7 6,6 6,7 6,5 6,3 6,3 5,6 5,2 4,8 

J4 4,7 4,7 4,6 4,7 4,8 4,7 4,5 4,9 4.9 5 4,7 5,6 

J5 4,5 4,6 4,6 4,8 4,7 5 4,9 5     

 

Tableau 11 : Suivi journalier moyen de l'oxygène dissous de l’eau (mg\l) au niveau des 

quatre bassins 

Bassins 

Jours 

B1 B2 B3 B4 

J1 6,57 6,53 6,63 6,77 

J2 6,28 6,38 6,21 6,19 

J3 5,53 6,13 5,13 6,22 

J4 5,28 6,68 4,65 4,81 

J5 5,24 5,55 5,09 4,76 
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Annexe D  

Tableau 12 : Suivi journalier moyen de la température l’eau (°C) des aquariums des larves 

Aquarium 

Jours 

A1 A2 A3 A4 

J1 17,99 18,65 17,98 18,56 

J2 18,48 18,74 18,32 18,57 

J3 18,64 18,84 18,33 18,88 

J4 18,84 18,9 18,79 19,21 

J5 19,03 18,69 18,59 19,02 

J6 18,76 19 18,96 18,42 

J7 18,65 19,12 19,26 18,34 

J8 18,61 19,40 18,84 18,28 

J9 19,15 19,25 18,53 18,09 

J10 20,24 20,02 19,67 19,63 

J11 18,18 18,87 18,32 17,58 

J12 18,72 17,67 18 17,08 

 

Tableau 13 : Suivi journalier moyen de l’oxygène dissous l’eau (mg\l) des aquariums des larves 

Aquarium 

Jours 

A1 A2 A3 A4 

J1 6,35 6,3 6,4 6,3 

J2 6,3 6,35 6,4 6,3 

J3 6,35 6,2 6,35 6,25 

J4 6,35 6,15 6,35 6,15 

J5 6,25 6,3 6,25 6,15 

J6 6,2 6,25 6,15 6,25 

J7 6,2 6,15 6,1 6,25 

J8 6,15 6,1 6,25 6,25 

J9 6,2 6,15 6,3 6,4 

J10 5,95 6 6,05 6,25 

J11 6,35 6,2 6,3 6,4 

J12 6,5 6,4 6,35 6,55 
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Annexe E 

Tableau 14 : Evolution en taille des larves de Sander lucioperca 

Jours J1 J2 J3 J4 J5 J6 

Taille 

(μm) 

3639,68 3904,21 4169,10 4203,55 4471,15 4502,89 

  

Jours J7 J8 J9 J10 J11 J12 

Taille 

(μm) 

4608,35 4671,19 4802,24 4834,41 4954,36 5020,42 

 

Tableau 15 : Mortalités journalière des larves du sandre Sander lucioperca 

Aquarium 

Jours 

A1 A2 A3 A4 

J1 17 15 10 19 

J2 18 13 12 17 

J3 16 12 10 15 

J4 19 20 8 10 

J5 42 56 15 12 

J6 35 36 11 20 

J7 4 10 6 10 

J8 10 6 6 10 

J9 5 5 4 11 

J10 6 6 8 10 

J11 6 7 12 30 

J12 2 1 1 20 

Total 180 187 103 184 

 

 

 

 

 



Annexes 

 
86 

Tableau 16 : Taux journalier de mortalité des larves dans chaque aquarium 

Aquariums 

Jours 
A1 A2 A3 A4 

J1 9,44 8,02 9,71 10,33 

J2 10 6,95 11,65 9,24 

J3 8,89 6,42 9,71 8,15 

J4 10,56 10,7 7,77 5,43 

J5 23,33 29,95 14,56 6,52 

J6 19,44 19,25 10,68 10,87 

J7 2,22 5,35 5,83 5,43 

J8 5,56 3,21 5,83 5,43 

J9 2,78 2,67 3,88 5,98 

J10 3,33 3,21 7,77 5,43 

J11 3,33 3,74 11,65 16,3 

J12 1,11 0,53 0,98 10,87 
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Annexe F 

 

Figure 1 : Les composants de l’écloserie d’El-Oroucia ; (A) : Bassin externe cylindrique ; 

(B) : Bassin rectangulaire interne de stabulation ; (C) : Bassin carré interne de stabulation ; 

(D) : Bassin rectangulaire réservoir ; (E) : Incubateurs ; (F) : Bouteille de Zoug ; (G) : 

Aquarium ; (H) : Matériels pour la reproduction ; (I) : Aérateur (Original, 2021) 



   الملخص

على مستوى  لسمك السندر، ولقد أجريت هذه الدراسة يلهدف من هذا العمل هو إتقان تقنية التكاثر الشبه اصطناعا   

 .عينة تم صيدها في سد الزايري بالمنطقة 12المفرخة الأوريسية بولاية سطيف على 

حيث بلغت نسبة  .للحقن ٪100مع استجابة  البشرية(، تتم هذه التجربة بالحث الهرموني )الغدد التناسلية المشيمائية     

 .ساعة من الحضانة 96ساعة إلى  86بعد  %80الفقص 

على  توزيعهم، تم ٪ 26,99بلغيرقة ومعدل نفوق منخفض  2423يومًا والتي تميزت بوجود  12بعد تربية اليرقات لمدة   

 . )الزايري( مستوى السد بالمنطقة

 ; التناسلية المشيمائية البشري الغدد ; سد الزايري ; سيةالأوري المفرخة ; يالتكاثر الشبه اصطناع الكلمات المفتاحية:

 .تربية اليرقات

Résumé   

     L’objectif de ce travail est de maîtriser les techniques de la reproduction semi-contrôlée et 

l’élevage larvaire chez le sandre Sander lucioperca. La présente étude a été réalisée au niveau 

de la station d’EL-Ouricia (CNRDPA, Sétif), sur un lot de 16 géniteurs pêchés au niveau de 

la retenue collinaire de Zairi à Sétif. 

     L’expérience de la reproduction se fait par une stimulation hormonale (gonadotrophine 

chorionique humaine ‘’HCG’’), avec une réponse de 100% à l’injection. Le taux de l’éclosion 

est de 80% après 86H à 96H d’incubation. 

     Après un élevage larvaire de 12 jours, qui s’est caractérisé par 2423 larves et par un faible 

taux de mortalité de 26,99%. Les larves sont déversées dans le barrage de la région ‘Zairi’. 

Mot clés : Sander luciopeca ; Reprodcution semi-contrôlée ; Station d’EL-Ouricia ; Retenue 

collinaire de Zairi ; HCG ; élevage larvaire. 

Abstract  

     The objective of this work is to master the techniques of semi-controlled reproduction and 

larval rearing in pike-perch (Sander lucioperca). The present study was carried out at the EL-

Ouricia station (CNRDPA, Sétif), on a batch of 16 spawners caught at the Zairi hill reservoir 

in Sétif. 

      The reproductive experience is through hormonal stimulation (human chorionic 

gonadotropin "HCG"), with a 100% response to injection. The hatch rate is 80% after 86 to 96 

hours of incubation. 

      After a 12-day larval rearing, which was characterized by 2423 larvae and a low mortality 

rate of 26,99%. The larvae are distributed to populate the dam in the region (Zairi). 

Keywords : Sander luciopeca ; Semi-controlled reproduction ; EL-Ouricia station ; Zairi hill 

reservoir ; HCG ; larval rearing. 


