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1. Demande et définition du périmètre 
 

1.1. Demande 
Le CNC a contacté l’Ifremer pour assistance sur des études de détoxification des coquillages par rapport 

aux toxines de microalgues.  

1.2. Revue de demande et définition du périmètre 
L’Ifremer informe le CNC de sa position sur les études de détoxification considérées trop coûteuse pour 

le bénéfice et que les pistes via les alertes et la sauvegarde seraient à privilégier. L’Ifremer spécifie que 

l’institut ne conduira pas d’études expérimentales sur la détoxification, considérée actuellement difficile 

à mettre en œuvre pour des raisons légales et commerciales. 

Le CNC réitère un réel besoin en procédés de détoxification et souhaite conduire une étude sur la 

faisabilité de la détoxification des moules et des huîtres pour les toxines lipophiles, notamment l’acide 

okadaïque (AO) et ses analogues. Cette étude vise à changer la législation actuelle qui rend les procédés 

de détoxification illégaux. De ce fait, l’étude se doit de présenter un procédé technique dont l’efficacité 

est irréfutable et acceptable à l’échelle européenne (dont la législation régie actuellement la gestion des 

zones conchylicoles, la production et la mise sur le marché des mollusques bivalves).  

Pour les biens de cette étude, l’Ifremer s’engage donc à accompagner les professionnels sur les 

volets suivants : 

1. Etablir une revue de littérature en langue française sur les procédés et résultats des études sur la 

détoxification ainsi que l’accumulation par la phase dissoute afin d’instruire l’étude expérimentale. 

2. Conseiller sur la conception du protocole à appliquer en termes de design expérimental, notamment 

pour assurer la force statistique des résultats obtenus. 

3. Interpréter les résultats des études pilotes conduites par le CNC, notamment à l’aide de la 

modélisation des cinétiques de détoxifications et l’analyse statistique des résultats. 

Ce présent rapport a pour but de satisfaire la tâche 1 et, en partie la tâche 2 de la liste ci-dessus. 

Un exercice de définition des mots clés pour la recherche de littérature systématique dans le Web-of 

Science (WOS) avait été conduit par visio-conférence avec l’équipe de projet et une expression 

booléenne avait été définie en accord avec tous les partenaires du projet.  

((((ALL=(algal* AND Toxin*)) OR ALL=(DSP) OR ALL=(diarrh* shellfish poison*) OR ALL=(okadaic acid* OR 

dinophysistoxin* OR DTX* OR azaspiracid*)) OR ALL=(saxitoxin*)) OR ALL=(domoic acid)) AND 

ALL=(detox* OR depur* OR decontam* OR cineti* OR kinetic* OR water treatment)  

Cette expression a amené à 1666 études répertoriées auxquels se sont ajouté les 455 références 

recherchées dans Archimer par auteur (Baron, Hess, Lassus, Marcaillou-LeBaut, Piclet, Stavrakakis). La 

recherche booléenne a été reconduite de manière hebdomadaire jusqu’au 1 avril 2022 et ajoutée. Après 

élimination des doublons, un corps de 2093 références a ainsi été constitué. 

Les références obtenues via la recherche de littérature formelle par mot clés convenus au sein du 

consortium de projet sur le WOS, les références obtenues par recherche par auteur dans Archimer et 

les références de la littérature grise sont listées dans leur ensemble en ordre alphabétique dans un 

document séparé (annexe 8).  
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2. Historique et contexte 
 

2.1. Historique 
La France est le deuxième producteur de mollusques bivalves en Europe avec près de 200 000 tonnes 

de production moyenne annuelle, représentant 774 millions d'euros (Comité National de la 

Conchyliculture (CNC), 2010). Les espèces concernées par la conchyliculture sont essentiellement : 

• L'huître creuse (Crassostrea gigas) 

• La moule (Mytilus edulis et Mytilus galloprovincialis) 

• L'huître plate (Ostrea edulis) 

• La coque (Cerastoderma edule) 

• La palourde (Ruditapes philippinarum) 

D'après le CNC, en 2009, il y avait 15 289 hectares de parcs et 1 577 km de lignes de bouchots, 1 896 

hectares faisant partie du domaine privé. Ainsi, sur 3 500 entreprises (dont 78 % d'entreprises 

individuelles) recensées, 20 000 personnes (10 500 équivalents temps plein) vivent de l'activité 

conchylicole en France.  

France Agrimer (2019) a recensé la production française en mollusques bivalves de 2016 à environ 

191 800 tonnes, dont 119 k tonnes d’huîtres (104 k tonnes en 2001), 55 k tonnes de moules (55k tonnes 

en 2001) et 18 k tonnes d’autres coquillages.  

Le rapport de l’AGRESTE de 20211 confirme ces chiffres légèrement à la hausse avec des ventes en 2020 

d’environ 125 k tonnes d’huîtres creuses (dont 81 k tonnes de vente aux consommateurs), 1,45 k tonnes 

d’huîtres plates (dont 1.28 k tonnes aux consommateurs), 73 k tonnes de moules (avec un ratio d’environ 

90 : 10 entre M. edulis : M. galloprovincialis, et une vente aux consommateurs 61 k tonnes). Les coques 

et palourdes sont des espèces avec des tonnages mineurs d’environ 1.9 et 1.3 k tonnes, respectivement. 

Cette production est obtenue par le travail de 2501 entreprises qui ont employé 15998 personnes (dont 

environ 9000 en CDI et 7000 occasionnels) pour un total d’environ 9000 ETPT. La moyenne d’employés 

par entreprise s’élève à 3,7 personnes et la médiane à 2,1 personnes ce qui reflète qu’une grande 

majorité des entreprises sont de très petite taille. Même si la production est à la hausse en termes de 

tonnage depuis 2016, on constate toutefois une baisse de 6% pour les huîtres depuis 2019 en termes de 

tonnage et une baisse de 10% de la valeur des produits vendus aux consommateurs. 

Aujourd'hui principalement représentée par la culture de l'huître creuse, Crassostrea gigas, la 

conchyliculture française a été marquée par une succession de crises ayant conduit à des effondrements 

de population et à des reconstructions de stock de différentes espèces d'huîtres. L'ostréiculture 

française a commencé avec l'huître plate (Ostrea edulis) dont la production était maximale à partir du 

18ème siècle. A partir de 1920, des surmortalités inexplicables ont touché l'ensemble des populations 

dans toute l'Europe. Introduite en France depuis 1860, l'huître portugaise (Crassostrea angulata) a 

également vu ses populations décimées par un parasite (Marteilia) et un iridovirus entre 1966 et 1973. 

Afin de survivre, l'ostréiculture introduisit massivement dès cette époque l'huître creuse du pacifique 

Crassostrea gigas en provenance du Canada et du Japon. Les naissains ainsi importés se développèrent 

rapidement dans les régions de Marennes et d'Arcachon, et l'huître creuse représenta rapidement la 

quasi-totalité de la production conchylicole française. L'ostréiculture est aujourd'hui en situation de 

quasi-monoculture en France. 

                                                           
1 https://agreste.agriculture.gouv.fr/agreste-web/disaron/Chd2116/detail/  

https://agreste.agriculture.gouv.fr/agreste-web/disaron/Chd2116/detail/
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2.2. Contexte actuel 
Aujourd'hui, la priorité est d'assurer la qualité des bivalves afin de permettre à la conchyliculture de 

maintenir son activité et de protéger la santé des consommateurs. En dehors des risques d'infection 

pouvant toucher les mollusques bivalves, un des problèmes majeurs est l'augmentation perçue de 

l'occurrence des microalgues toxiques ou la combinaison de microalgues toxiques suivi par l’occurrence 

de microalgues nuisibles au cheptel (exemple Dinophysis spp. suivi de Lepidodinium chlorophorum en 

Pays de Loire/Bretagne sud 2019-2021). Dans ce contexte, le développement des systèmes de 

sauvegarde, de protection et de détoxication des bivalves représente un challenge scientifique 

déterminant pour l'avenir de la conchyliculture en France (COMSAUMOL, 2011). La durabilité de la 

conchyliculture nécessite aujourd'hui l'étude et la mise au point de nouveaux procédés et bioprocédés, 

notamment en termes de traitement de l'eau. 

Il n'existe actuellement que peu de procédés permettant de décontaminer les mollusques bivalves à 

l'échelle industrielle. Les méthodes actuellement employées consistent à transporter les bivalves en 

zones salubres pour qu'ils s'auto-épurent ou à les déplacer verticalement dans la colonne d'eau (Buestel 

et al., 2009, COMSAUMOL, 2011). Cependant, en cas de contamination des mollusques bivalves par des 

phycotoxines, il est possible de les décontaminer afin de les rendre salubres et propres à la 

consommation. Cette opération de détoxication a pour objectif de ramener, le plus rapidement possible, 

les mollusques bivalves en deçà d'un seuil de toxicité acceptable pour la consommation humaine. Ce 

phénomène est d'ailleurs observé en milieu naturel où une fois l'épisode toxique terminé, les 

mollusques bivalves se détoxifient par eux-mêmes. Cependant, le processus est long et peut aller de 

quelques mois à un ou deux ans selon les espèces et les facteurs environnementaux (Bricelj and 

Shumway, 1998). En milieu contrôlé, des recherches sont menées afin de réduire au maximum les temps 

nécessaires au processus de détoxication tout en maintenant la qualité des mollusques bivalves (Blanco 

et al., 2002; Guéguen et al., 2008; Mafra Jr et al., 2010). La détoxication a également fait l'objet d'un 

brevet en 2006 dans le cas particulier des phycotoxines diarrhéiques (Kraken et al., 2006). D'autres 

recherches sont en cours concernant la modélisation de la détoxication de mollusques bivalves 

contenant des phycotoxines paralysantes ou diarrhéiques, et la décontamination de moules contenant 

des dinophysistoxines, par ajout de peroxyde d'hydrogène (H2O2) ou de lécithine (COMSAUMOL, 2011). 

Par ailleurs, si l'opération de détoxication est réalisée dans des bassins de confinement ou dans des 

systèmes en eau recirculée, les procédés de traitement des eaux sortantes ou recirculées devront être 

adaptés à la filtration des particules toxiques relarguées par les animaux contaminés. En effet, les fèces 

et pseudo-fèces rejetés par les bivalves pendant la période de détoxication peuvent contenir des kystes 

d'Alexandrium minutum pelliculaires intacts et viables pouvant produire des toxines paralysantes PSP 

(Paralytic Shellfish Poisoning) (Laabir et al., 2007). Il a été clairement démontré pour les espèces A. 

minutum et A. catenella, productrices de toxines PSP, que 74 à 94 % des kystes et des cellules végétatives 

survivaient après un transit intestinal d'huîtres et de moules. En revanche, les cellules de Dinophysis 

acuminata, productrices de toxines DSP (Diarrhetic Shellfish Poisoning), sont dégradées en une heure 

sous l'effet des enzymes digestives (COMSAUMOL, 2011). Du fait des risques de contamination liés aux 

procédés de détoxication, le transfert préventif de mollusques bivalves non contaminés dans des bassins 

de sauvegarde est actuellement privilégié et représente un enjeu majeur de la gestion des zones 

conchylicoles. 

Une étude récente souligne la vulnérabilité de la conchyliculture française via le recensement des 

fermetures sanitaires pour la période de 2004 à 2018 (Guillotreau et al., 2018). 
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3. Chimie des toxines algales 
 

3.1. Toxines hydrophiles 
 

3.1.1. Acide domoïque (AD) 
L’acide domoïque est produite par certaines espèces de diatomées du genre Pseudo-nitzschia, Nitzschia 

et certaines macroalgues (ex. Chondria armata). La consommation des coquillages contaminés avec cet 

acide provoque l’empoisonnement dit ‘amnésiant’ (ou ASP pour Amnesic Shellfish Poisoning) qui peut 

toucher l’Homme ou les oiseaux et mammifères marins. Cet empoisonnement entraîne rapidement des 

effets gastro-intestinaux et peut provoquer (à de fortes doses) des pertes de la mémoire courte (d’où 

son nom). L’acide domoïque est un petit acide aminé cyclique (Figure 1) : 

 

Figure 1. Structure chimique de l’acide domoïque. Son caractère hydrophile est avéré par le groupement d’acide 

aminé, les deux groupements carboxyliques supplémentaires et sa petite taille moléculaire.  

L’amine secondaire ainsi que les trois groupements d’acides carboxylique lui confèrent un caractère 

hydrophile, c’est-à-dire soluble dans l’eau. En tant que contaminant chimique il n’aura donc que peu 

d’affinité à s’accumuler dans les corps gras ou sur des surfaces organiques.  

La limite légale de la somme d’acide domoïque et de son épimère est de 20 mg kg-1 de chair fraîche. 

 

3.1.2. Saxitoxines (STX) 
Les saxitoxines sont produites par certaines espèces marines du genre Alexandrium, par Pyrodinium 

bahamense et par Gymnodinium catenatum ainsi que par certaines cyanobactéries d’eau douce ou 

saumâtre. La consommation des coquillages contaminés avec ces toxines provoque l’empoisonnement 

dit ‘paralysant’ (ou PSP pour Paralytic Shellfish Poisoning) qui est le plus connu chez l’homme pour sa 

fatalité qui peut survenir quelques minutes après le repas. 

Les saxitoxines, encore plus que l’acide domoïque, sont connues pour être très hydrophiles de par leur 

nature chimique.  

Déjà leur squelette chimique de base (Figure 2), un tetrahydropurine, est très hydrophile et les 

substituants (R) ne font que rajouter à ce caractère : les imines, hydroxyles et groupements sulfates sont 

des groupements très polaires et facilement ionisables, les rendant idéaux pour une forte affinité à l’eau.  

Ainsi, les saxitoxines, tout comme l’acide domoïque, sont accumulées dans les mollusques bivalves que 

de manière très fugace.  
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Figure 2. Structures chimiques des principales saxitoxines.  

La limite légale de la somme des concentrations des analogues de la STX (pondérées par leur facteur 

d’équivalence de toxicité) est de 800 µg kg-1 de chair fraîche.  
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3.2. Toxines lipophiles 
 

3.2.1. Acide okadaïque (AO) 
Le groupe de l’acide okadaïque fait partie des toxines dites ‘lipophiles’. Même si elles ont encore une 

certaine solubilité dans l’eau de mer, elles ont une préférence nette pour les matières grasses du fait de 

leur longue chaîne aliphatique (chaîne de carbones).  

Une récente étude conduite dans le cadre du projet européen CoCliME a permis de clarifier les profils 

toxiniques des principales espèces du genre Dinophysis en France (Séchet et al., 2021), Figure 3.  

 

Figure 3. Les profils toxiniques des cinq espèces de Dinophysis rencontrées en France. D. acuminata est prévalent 

sur la côte Atlantique et ne produit que l’acide okadaïque (AO). D. sacculus, rencontré plus en Méditerranée, produit 

l’AO, des diol-esters et la pecténotoxine 2 (PTX2). Les autres espèces sont plus rares et ne produisent que la PXT2, 

sauf D. acuta qui produit aussi l’AO et la dinophysis-toxine 2 (DTX2).  

Les variantes DTX1 et DTX2 sont produites par des espèces spécifiques (Figure 4), par exemple 

Prorocentrum lima qui produit la DTX1 et Dinophysis acuta qui produit la DTX2. Si l’acide okadaïque est 

le composé modèle du groupe qui a été étudié largement pour sa toxicité, il y a de nombreux analogues 

et modifications sur la structure de base. Les diol-esters de l’AO (ou molécules type DTX4) sont des 

molécules produites par les microalgues directement (espèces des genres Dinophysis et Prorocentrum) 

qui peuvent encore être estérifiés de l’autre côté du diol pour prendre des formes plus polaires (avec 

des groupements hydrophiles tels que les sulfates), tels que les DTX5 et -6. Les esters d’acides gras 

(molécules du type DTX3) sont des produits de transformations dans les coquillages, ces transformations 

parfois pouvant passer par des formes d’esters hybrides (à la fois avec des groupements diol et acide 

gras).  
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Figure 4. Structures de l’acide okadaïque, ses analogues dinophysistoxine-1 et 2 (DTX1 et DTX2), les diol-esters 

produits par les microalgues et les esters formés dans les coquillages avec les acides gras (type DTX3 ou hybrides). 

Les transformations entre ces différentes formes peuvent êtres des facteurs qui complexifient la 

détoxification de l’ensemble car les taux de transformations diffèrent des taux de détoxification et le 

taux de détoxification de chaque forme est différent de celui des autres formes. Pour les aspects 

sanitaires, la toxicité des différentes formes est considérée la même que celles des formes de base (AO, 

DTX1 et DTX2) car l’hydrolyse acide dans l’estomac humain ramène les différentes formes rapidement 

aux formes de base. Seule la DTX2 est considéré à moitié aussi toxique que les deux autres analogues et 

la somme de la toxicité est exprimé en ‘équivalents d’acide okadaïque’ (= AO eq.) avec une limite légale 

de 160 µg AO eq. kg-1.  

 

3.2.2. Autres toxines lipophiles 
 

Parmi les autres toxines lipophiles on compte les pecténotoxines (PTX), les yessotoxines (YTX) et les 

azaspiracides (AZA), Figure 5. Seuls les azaspiracides (AZA) sont connus pour produire des diarrhées chez 

l’homme (similaire à l’acide okadaïque et ses analogues), les deux autres groupes ayant été réglementés 

d’abord implicitement par l’application du test souris pour la détection des toxines lipophiles, puis 
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explicitement depuis 2002 de par leur bioactivité et toxicité potentielle pour l’homme. Depuis 2021, les 

PTX ne sont plus réglementées mais leur détoxification avait été étudiée par plusieurs auteurs car elles 

sont également produites par certaines espèces de Dinophysis et peuvent ainsi être simultanément 

présentes dans les coquillages. La limite légale pour les AZA est la même que celle pour l’AO et ces 

analogues, c’est-à-dire 160 µg AZA eq. kg-1. Les YTX sont légèrement plus polaires que l’AO (plus 

hydrophiles) et les AZA d’une lipophilicité comparable à l’AO. Les transformations de ces toxines dans 

les coquillages suivent encore d’autres réactions chimiques que celle de l’AO et leur taux de 

détoxifications sont donc à priori différents de ceux de l’AO et de ces analogues. La limite légale pour les 

YTX est de 3,5 mg kg-1. 

 

Figure 5. Structures chimiques d’autres toxines lipophiles. A noter que seuls les azaspiracides et yessotoxines sont 

actuellement réglementés en Europe.  

 

4. Considérations sur les modes d’accumulation des toxines algales dans 

les mollusques bivalves 
 

4.1. Accumulation via la voie alimentaire 
Depuis l’introduction du test à souris pour la détection des toxines algales dans les coquillages (années 

1970), il est généralement accepté que les toxines algales s’accumulent majoritairement dans la glande 

digestive des mollusques bivalves filtreurs (aussi appelé l’hépatopancréas). Ce test est par ailleurs basé 

sur l’analyse uniquement de la glande digestive (en négligeant la partie accumulée dans la chair restante) 

pour des raisons de sensibilité et d’interférence potentielles jusqu’aux années 2000, quand, en Europe, 

le protocole est adapté à l’analyse de la chair totale. 
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Une revue récente (Karlson B., Arneborg L., Hess P. et al. (2021) CoCliME, livrable D-2.3/D2.4, rapport 

interne de projet) fait état des contaminations naturelles dans les mollusques bivalves en France 

métropolitaine sur une période de 10 ans (2010 à 2019), Tableau 1. 

Tableau 1. Concentrations maximales de l’acide okadaïque total (en µg kg-1) dans les mollusques bivalves français 

sur la période 2010 – 2019. Nota bene : les moules sont les bivalves les plus contaminés chaque année alors que 

les huîtres sont 5 à 40 fois moins contaminées que les moules. 

 

 

4.2. Accumulation via la voie respiratoire (toxines dissoutes) 
 

Les références sur les toxines dans la phase dissoute et leur accumulation sont listées dans l’annexe 1. 

Les microalgues relarguent naturellement (par excrétion active ou par la mortalité des cellules algales 

et relargage passif) des toxines dans la phase dissoute de l’eau de mer. Il est donc possible que ces 

toxines dissoutes soient accumulées dans les mollusques bivalves via la respiration, c’est-à-dire, via 

l’absorption dans les branchies des coquillages.  

Les concentrations des toxines algales dans la phase dissoute varient beaucoup en fonction de la nature 

chimique de la toxine, de la physiologie de l’algue productrice et de la densité des microalgues durant 

une efflorescence. Il y a peu d’études sur les valeurs absolues des toxines dans la phase dissoute, une 

évaluation du risque récente sur le dessalement de l’eau de mer en fait état (Soltani, Hess et al., 2017 in 

Anderson et al., 2017). On note que, généralement, l’acide domoïque est trouvé aux concentrations les 

plus élevées car les microalgues du genre Pseudo-nitzschia en produisent beaucoup et un relargage actif 

vers le milieu a été noté (3 à 100 µg/L, Liefer et al., 2013 ; Trainer et al., 2009 ; Kudela, comm. personnelle 

dans Soltani et al., 2017), même si des concentrations beaucoup plus faibles (1,5  à 16 ng/L dans la 

lagune de Venise) peuvent également être observées parfois (Barbaro et al., 2013). D’autres toxines sont 

typiquement présentes à des concentrations beaucoup plus faibles (0,8 µg/L STX ; Lefebvre et al., 2008), 

en particulier pour les toxines lipophiles (8,6 ng/L AO et 0,25 ng/L PnTX-G dans la lagune d’Ingril, 

Zendong et al., 2016). 

Une expérience en laboratoire (conditions contrôlées) a été conduite pour les azaspiracides, un groupe 

de toxines de lipophilicité similaire à l’AO (Jauffrais et al., 2012). La balnéation de moules avec des 

cellules vivantes d’Azadinium spinosum est notamment comparée avec l’exposition de moules aux 

azaspiracides dissoutes. L’expérience souligne que l’absorption des toxines par la phase dissoute est 



 

12 
 

environ 6,5 fois inférieure à l’absorption via l’alimentation avec les cellules vivantes pour une 

concentration initiale en phase dissoute d’environ 750 ng/L (Tableaux 2 et 3). L’étude à Ingril (Zendong 

et al., 2016) suggère pourtant que les concentrations en phase dissoute en condition de terrain sont 

souvent inférieures à cette concentration pour les toxines lipophiles. L’étude au laboratoire peut donc 

être considéré de représenter soit les niveaux supérieurs de ce qui est observable au terrain ou de 

dépasser les concentrations dissoutes en milieu naturel.  

Tableau 2. Traitements (treatments) des moules exposées aux azapiracides sous formes dissous, algues 

lysées (lysed) ou vivantes (live), modifié de Jauffrais et al., 2012, et les concentrations en azaspiracides 

fournis (Total AZAs) en µg L-1. 

 

Tableau 3. Concentrations accumulées par les moules exposées selon les traitements du Tableau 2 et 

leurs profils toxiniques, modifié de Jauffrais et al., 2012. 

 

 

Dans le cadre du projet COMSAUMOL (Haure et al., 2011), une expérience a été conduite en février 2009 

pour mettre en évidence l’état de la contamination de moules exposées à trois phases toxiques 
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différentes réalisées à partir d’une culture de Prorocentrum lima (dinoflagellé producteur de toxines de 

la famille de l’acide okadaïque ou AO). Les trois modalités ont été l’exposition des moules dans la culture 

vivante, dans le lysat et dans le filtrat de cette même culture. Les résultats ont montré que la 

contamination par les toxines en suspension ou dissoutes dans l’eau est bien plus faible que celle 

mesurée dans le cas où les moules sont en contact avec les cellules vivantes : 

 

Figure 6. Concentrations d’acide okadaïque équivalent en ordonnée (µg kg-1) accumulées dans des moules 

exposés à des toxines dissoutes (Filtrat de culture), des cellules lysées (Lysat de culture) ou des cellules vivantes 

(Culture vivante) de Prorocentrum lima, en fonction de la durée d’exposition en jours (T2 à T10), source : projet 

COMSUAMOL, Haure et al., 2011.  

 

De même, une étude semi-quantitative de terrain (Fux et al., 2009) suggère que typiquement en 

conditions naturelles, il n’y a pas d’accumulation significative de l’AO à partir de la phase dissoute (Figure 

7).  

Une étude in vitro (avec des cultures primaires de cellules de glandes digestives de moules) s’intéresse 

aux mécanismes d’absorption de l’AO par les cellules de la glande digestive de moules et démontre 

qu’une absorption d’AO par la phase dissoute est également théoriquement possible (Blanco et al., 

2019). Néanmoins, l’étude terrain de Fux et al., 2009, semble suggérer que ce phénomène ne concerne 

que le mécanisme d’absorption une fois que la toxine est entrée dans la glande digestive par 

l’alimentation.  

Une étude récente par Li et al., 2020, démontre également l’importance de la phase particulaire pour 

l’absorption de l’AO par des moules (M. galloprovincialis), par contre à des concentrations en AO très 

élevées (4 µg/L) comparé aux concentrations observées dans l’étang d’Ingril (8,6 ng/L) par Zendong et 

al., 2016. 

Une étude de laboratoire pour l’exposition de moules avec P. lima comme organisme producteur 

suggère que la toxine en suspension dans l’eau ne semble pas s’accumuler dans les moules (Mondeguer 

et al., 2006). 

En conclusion, ces études suggèrent que l’absorption des toxines lipophiles par la phase dissoute est 

nécessairement très nettement inférieure à celle par la voie d’alimentation, sinon négligeable. 
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Figure 7. Acide okadaïque (OA), DTX2 et PTX2 ainsi que les résultats d’analyse de phytoplancton à Killary Harbour 

(fjord sur la côte Ouest de l’Irlande). (A) Concentrations d’AO, DTX2 dans les SPATT (n = 1 du 24/7/2005 au 

17/8/2005 ; n = 3 du 17/8/05 au 14/9/2005). (B) Concentrations d’AO, DTX2 et leurs dérivés esters dans des 

moules non-contaminées fraîchement placées chaque semaine (n = 1). L’abréviation ‘N/A’ indique qu’il n’y a pas 

d’échantillonnage. (C) Concentrations d’AO, DTX2 et leurs dérivés esters dans des moules élevées sur place (n = 1). 

* Indique que les concentrations étaient inférieures à la LOD. Réproduite à partir de Fux et al., 2009.  
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5. Considérations procédurales 
 

Pour les études de détoxification, il convient de prendre en considération les limitations des différentes 

méthodes de détection des toxines et des différentes procédures de maintien des coquillages dans des 

conditions contrôlées.  

 

5.1. Méthodes de détection et quantification 
 

Parmi les méthodes de détection on distinguera celles pour la détection des toxines et celles pour la 

détection des microalgues toxiques. Ces dernières sont plutôt d’intérêt pour la surveillance et dans notre 

cas pour la stratégie du choix des lots et de la date de prélèvement des lots.  

 

5.1.1. Méthodes de détermination des toxines 
 

Les types de méthodes de détection des toxines peuvent être classifiées selon leur principe de détection 

(Tableau 4).  

Tableau 4. Résumé des propriétés des toxines qui peuvent être utilisées seules ou en combinaison pour 

la discrimination, identification, détection et quantification des toxines algales et leurs produits de 

transformation dans les coquillages. 

Propriété de la 

toxine 

Type de 

méthode 

Principe biophysique / 

sonde 

Technologie de détection 

Structure 

physicochimique 

Analytique Spectroscopie UV HPLC-UC, CE-UV 

  Spectroscopie de 

fluorescence 

HPLC-FLD, CE-FLD, fluorescence induite 

par laser 

  Spectroscopie de masse Spectrométrie de masse (LC-MS, CE-MS, 

tandem, MALDI-ToF), spectrométrie 

Raman 

  Fluorimétrie, radiométrie, 

excitation laser 

Fluorescence in vivo, télédétection 

aérienne et satellitale, spectro-radiométrie 

in situ, cytométrie en flux 

 In vitro Anticorps ELISA, test à flux latéral, Luminex (test 

par barrette de billes), sonde de résonance 

plasmique de surface, sonde 

électrochimique  

  Aptamers Sonde de résonance plasmique de surface, 

sonde électrochimique 

Activity biologique / 

fonctionnelle 

In vivo Toxicité sur animal vivant Bio-essais sur souris ou rat, bio-essais sur 

invertébrés/insectes  

 In vitro Récepteur pharmacologique Tests de liaison au récepteur 

  Activité enzymatique Test d’inhibition enzymatique 

  Toxicité cellulaire Test de cytotoxicité 

 

Les méthodes les plus utilisées pour l’acide okadaïque sont les bio-essais sur souris (BES) pour les études 

anciennes et la spectrométrie de masse en tandem couplée à la chromatographie liquide (LC-MS/MS) 

pour les plus récentes. Si les BES sur souris souffraient beaucoup d’une limite de détection haute (160 à 

200 µg kg-1) et un caractère semi-quantitatif, la LC-MS/MS a généralement des limites de détection 
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suffisamment basses pour examiner l’évolution des concentrations jusqu’à de faibles teneurs de l’ordre 

de 10 à 20 µg kg-1. 

 

5.1.2. Méthodes de détermination des microalgues toxiques 
 

Les méthodes pour la détection et quantification des microalgues peuvent être basées sur la (i) 

morphologie des cellules, (ii) la reconnaissance chimique des surfaces cellulaires ou des protéines 

intracellulaires, (iii) sur des brins d’ADN ou d’ARN contenus dans le noyau ou le ribosome des cellules 

algales ou encore (iv) sur les propriétés optiques des cellules in situ (Tableau 5).  

La technique la plus utilisée dans la plupart des programmes de surveillance sanitaire et 

environnementale à l’échelle européenne est la microscopie à lumière, souvent en combinaison avec 

une étape de préconcentration (méthode dite de Ütermöhl). Cette méthode nécessite la connaissance 

de la morphologie cellulaire des microalgues toxiques et nuisibles et est une des rares méthodes 

quantitatives en absolue.  

Tableau 5. Résumé des cibles cellulaires et méthodes de détection des microalgues toxiques ou nuisibles 

(traduit de Doucette et al., 2018). 

Cible cellulaire Constituant cellulaire ou 

processus 

Principe de 

détection ou sonde 

biophysique 

Technologie de 

détection 

Morphologie de la 

cellule 

Paroi cellulaire (ex. frustule ou 

thèque), flagelles 

Photons, électron Microscopie (à lumière, 

épifluorescence ou 

électronique) 

Parties de la 

surface cellulaire 

Membrane cellulaire, 

glycoprotéines, exopolysaccharides, 

couche peptidoglycanique, fourreau 

mucoïdal 

Anticorps, lectines Microscopie à 

épifluorescence ou 

immuno-fluorescence, 

cytométrie en flux 

Protéines 

intracellulaires 

Enzymes (ex. RUBISCO, 

phosphatases alkalines, 

nitrogénases, catalases) 

compartiments cellulaires ou 

protéines spécifiques aux organites 

(ex. phycobilines, histones) 

Anticorps Microscopie à 

épifluorescence ou 

immuno-fluorescence, 

cytométrie en flux 

Acides nucléiques Gènes (ADN), rARN, mARN Sondes 

oligonucléotides, 

sondes de peptide 

d’acide nucléiques, 

sondes (q)PCR 

Test d’hybridisation 

Sandwich, test 

fluorescent hybridisation 

in situ (FISH), qPCR, 

ARISA, microarray, 

cytométrie en flux 
Propriétés optiques Photopigments (ex. chlorophylle, 

phycocyanine, phycoérythrine, diester 
de gyroxanthine), photochimie (ex. 
efficience du photosystème II) 

Fluorimétrie, 
radiométrie, excitation 
laser 

Fluorescence in vivo, 
télédétection par survol ou 
satellitale, spectro-
radiométrie in situ, 
cytométrie en flux 

 

Par exemple, le test offert par MicrobiaEnvironnement utilise les ARN (forme d’acide nucléique) et est 

classé semi-quantitatif.  
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5.2. Procédures de maintien des coquillages et de destruction des microalgues 
 

5.2.1. Alimentation en eau de mer des bassins  
 

Le développement d'un système en eau recirculée permettrait de garantir une production de 

mollusques bivalves constante en quantité et en qualité, et de préserver leur salubrité (exemples 

Bardouil et al., 1996, et Guéguen et al., 2008). De tels systèmes permettraient de s'affranchir des 

contraintes du milieu naturel et de protéger les animaux des pollutions environnementales comme les 

efflorescences de microalgues toxiques. A ce jour, les systèmes en eau recirculée en aquaculture 

concernent majoritairement les poissons, crustacés et rotifères (Castaing, 2011), et peu d'exemples 

concernent ces systèmes pour l'élevage de mollusques bivalves. Des recherches sont encore nécessaires 

avant de disposer d'un système opérationnel (Castaing, 2011). Plusieurs raisons permettent d'expliquer 

ce manque d'intérêt de la recherche : (i) l'élevage des bivalves marins est principalement effectué dans 

le milieu naturel, en mer, (ii) les mollusques tels que les huîtres et les moules sont des bivalves 

incapables, au stade adulte, de se mouvoir dans la masse d'eau contrairement aux poissons et 

crustacées. De ce fait, une des difficultés rencontrées dans la mise au point d'un système fermé réside 

dans le transport de la nourriture (généralement des microalgues) et la gestion de l'eau dans le système 

(pompage, filtration et traitements). En effet, dans un système en eau recirculée, l'alimentation des 

bivalves et le traitement de l'eau du système doivent être réalisés conjointement afin de garantir le 

maintien de la qualité des mollusques par un apport régulier et contrôlé de microalgues de fourrage, et 

le maintien d'une qualité d'eau compatible avec la biologie de ces derniers. 

Le développement d'un système en eau re-circulée pour la sauvegarde des mollusques bivalves 

représente non seulement un challenge technologique, mais également économique. En effet, le coût 

de production étant un paramètre important dans le secteur conchylicole, il est nécessaire que le 

surcoût lié aux technologies mises en œuvre puisse être compensé par les gains liés à la productivité en 

mollusques du système. Cette dernière devant être supérieure à celle obtenue en milieu naturel par les 

méthodes d'élevage traditionnelles. Un frein supplémentaire au développement de ces systèmes peut 

également être attendu. Culturellement, les conchyliculteurs et les consommateurs de bivalves sont très 

attachés à la naturalité des produits, et pourraient percevoir négativement ce type d'innovation risquant 

d'altérer ou de modifier cette image. 

Cependant, face aux nombreuses pollutions environnementales contraignant la production en milieu 

naturel, et face aux risques liés à la consommation de produits dont la qualité n'est pas garantie, 

l'élevage des mollusques bivalves dans des systèmes en eau recirculée pourrait devenir incontournable. 

Les mentalités seront alors dans l'obligation d'évoluer. Enfin, de tels systèmes permettraient aux 

conchyliculteurs, aujourd'hui tributaires d'un accès à la mer, de s'affranchir des importantes pressions 

foncières existantes au niveau des zones littorales (COMSAUMOL, 2011). Ainsi, en 2008, des études ont 

démarré au laboratoire Ifremer de Bouin afin de mettre au point un système en eau recirculée 

performant, destiné à l'élevage des bivalves d'intérêt commercial. Plusieurs paramètres sont pris en 

compte tels que : (i) le maintien d'une température de l'eau de mer limitant les risques de mortalité et 

le risque de ponte des mollusques et plus particulièrement celui des huîtres diploïdes, (ii) la charge 

d'élevage, la quantité en eau de renouvellement et d'eau re-circulante, et la vitesse de recirculation, afin 

d'optimiser le système, (iii) la concentration en azote ammoniacal pouvant s'accumuler dans le système 

et entrainer une toxicité du milieu, et (iv) le mode d'alimentation en microalgues (fourrage) dont l'apport 

est nécessaire au maintien de la qualité des mollusques filtreurs. Dans des conditions d'élevage 

intensives (100 à 150 Kg/m3 d'huîtres) et un renouvellement d'eau de 10%/j, les résultats actuels 

démontrent qu'il est possible de sauvegarder des bivalves de taille commerciale pendant au moins cinq 
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semaines en privilégiant la survie (80 à 85 %) et la conservation de la masse de chair (COMSAUMOL, 

2011). Plus récemment, au sein de la plateforme expérimentale mollusques marins de La Tremblade, et 

du fait de la rénovation de ces installations en 2020, des systèmes d’élevage semi-fermés ont été mis en 

place afin d’évaluer les conditions opératoires nécessaires au maintien d’huîtres creuses C. gigas à 

différents stades de vie (micro-naisssain, naissain et huîtres de taille adulte). Les procédés de traitement 

de l’eau mis en place pour recirculer l’eau de mer sont ceux rencontrés dans les systèmes recirculés 

développés en pisciculture. Il s’agit de systèmes compacts permettant une filtration mécanique, une 

filtration biologique (média ou lit fluidisé), une décantation, une désinfection par rayonnement UV et 

enfin une désaturation/réoxygénation de l’eau. Les élevages menés ont permis de valider le maintien 

dans de très bonnes conditions sanitaires des animaux avec apport de 15% d’eau neuve/heure, une 

densité de 100kg d’huîtres par m3 d’eau et un débit d’alimentation des bacs permettant 3 

renouvellements d’eau par heure. L’optimisation et les tests sont encore en cours à ce jour, avec 

l’objectif de réduire l’apport d’eau neuve afin de pouvoir répondre et sauvegarder des animaux en cas 

de problème de qualité d’eau. 

 

5.2.2. Types de filtration pour l’élimination des micro-algues ou toxines 
Les références sur la filtration sont listées dans l’annexe 2. 

Les procédés de détoxification nécessitent généralement une alimentation des bassins de maintien des 

coquillages par une eau de mer ‘propre’, c’est-à-dire indemne de microalgues toxiques. Comme conclu 

en section 4, il ne sera pas nécessaire d’éliminer les toxines car leur absorption via la phase dissoute est 

considérée négligeable. Un schéma général de l’installation comprend un système de pompage, un filtre, 

le bassin de maintien, une pompe de renouvellement d’eau et éventuellement un apport en 

phytoplancton de fourrage (Figure 8). 

Différents types de filtration peuvent être utilisés pour éliminer les microalgues toxiques et nuisibles 

(Tableau 6).  

 

Figure 8. Schéma organisationnel d’un système de sauvegarde de mollusques bivalves en eau recirculée 

© Jean-Baptiste Castaing, 2011. 
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La taille des micro-algues toxiques et nuisibles varie généralement entre 5 et 100 µm. Comme on 

applique typiquement un facteur 10 entre la taille des pores du filtre et la taille des particules à filtrer 

afin d’éviter trop de problèmes de colmatage (Castaing, 2011), il convient de choisir la microfiltration ou 

mieux pour éliminer les microalgues toxiques et nuisibles.  

 

Tableau 6. Types de filtration ou techniques d’élimination des microalgues classés selon leur taille de 

pore et utilité pour l’élimination des microalgues ou des toxines. 

Type de 

filtre 

Cible Dimension 

des pores 

Technologie 

utilisée 

Utilisable 

pour 

éliminer les 

microalgues 

Utilisable 

pour éliminer 

les toxines 

Filtre grossier Grosses 

particules, 

organismes 

> 0,5 mm Grille, tamis Non Non 

Filtration 

clarifiante 

Particules 10 à 450 µm Tamis, cartouche Non Non 

Microfiltration Particules 10/20 nm à 10 

µm 

Tamis, cartouche, 

filtre à sable 

Oui Non 

Ultrafiltration Macromolécules  1 à 10/20 nm Membranes basses 

pression, fibres 

creuses 

Oui Non 

Nanofiltration Molécules 

(adoucissement 

de l’eau) 

< 1 nm (ions 

bivalents) 

Cartouche 

membranaire, 

pression moyenne 

Oui Oui/non 

Osmose 

inverse 

Molécules 

(désalinisation 

de l’eau de mer) 

< 1 nm (ions 

monovalents) 

Filtre membranaire 

sous haute pression 

(50 à 80 bar) 

Oui Oui 

UV Bactéries et 

organismes 

unicellulaires 

s/o (l’objectif 

est de tuer 

les cellules 

vivantes) 

Lampe UV irradiant 

un flux avec peu de 

particules 

Oui (si 

combiné avec 

d’autres 

filtres) 

Non 

Filtres à 

charbon 

Toxines, 

contaminants 

chimiques, 

métaux lourds 

s/o (qualité 

en surface 

active) 

Cartouche à charbon 

actif 

Plutôt 

appliqué après 

l’élimination 

des particules 

Oui 

Polymères 

greffés 

Petites 

molécules 

 Microbilles 

chimiquement 

modifiées 

Non Oui (si combiné 

avec d’autres 

filtres) 

 

Les prises d’eau des pompes alimentant les filtres sont généralement munies de filtres grossiers et 

éventuellement de tamis afin d’éviter à de grosses particules ou de petits animaux d’entrer dans les 

systèmes d’élevage et de clarifier l’eau de mer brute en vue d’une désinfection par rayonnement UV. 

Les filtres qui éliminent les microalgues (membranes, filtres particulaires, filtres à lamelles) sont 

également sujet à colmatage et, selon la nature de ces filtres, doivent être nettoyés via un rétro-lavage 

pour les colmatage réparables (‘back-wash’ ou ‘back-flush) voire par un lavage chimique (pour tous les 

colmatage irréparables) (Castaing, 2011). 

La revue de littérature systématique a recensé 59 publications concernant la filtration dont 45 

concernent le traitement de l’eau pour la production d’eau potable (soit à partir d’eau douce brute soit 

à partir d’eau de mer). L’élimination des cyanobactéries et de leurs toxines est traitée dans 29 de ces 

publications (voir annexe bibliographique). Parmi les 14 publications restantes, il y en a 6 qui traitent de 
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la filtration pour des fins biotechnologiques, notamment pour récupérer les azaspiracides (Jauffrais et 

al., 2010, 2012a et b et 2014) ou la gymnodimine (Tang et al., 2021) ainsi que Balti et al., 2019, qui ont 

testé la filtration des cellules d’Alexandrium pour récupérer les STX à des fins biomédicales.  

Une publication traite de l’élimination d’un contaminant organique d’un rejet d’eau usée (Sulaiman et 

al., 2014) et une étude conçoit un procédé pour récupérer des lipides à partir de microalgues non-

toxiques (Lin et al., 2013).  

L’étude de Jorgensen et Anderson, 2007, démontre que l’AO peut être perdu des cellules durant la 

filtration des cellules de Dinophysis acuminata, même si la procédure a été appliqué à des fins de 

quantification des quota cellulaires plutôt que dans un but de traiter l’eau pour le maintien ou la 

purification des coquillages.  

Seules cinq études sont dédiées à la filtration afin d’éliminer les microalgues toxiques ou leurs toxines 

dans le but de maintenir ou détoxifier des coquillages (Castaing et al., 2010 et 2011 ; Haure et al., 2011 ; 

Gonzalez-Jartin et al., 2020, et Sabiri et al., 2012). 

L’étude de Gonzalez-Jartin et al., 2020, a tenté de développer des procédés d’élimination d’un large 

panel de toxines présentes dans la phase dissoute via des nanoparticules (groupes AO, AZA, STX, 

spirolides et microcystines). L’élimination s’élevait à environ 70% pour les STX, spriolides et AZAs mais 

seulement 38% pour les toxines du groupe AO.  

Le filtre à sable a été trouvé comme un moyen de réduire à 90% - voire à éliminer- la présence de 

microalgues (avec une coupure à 20-30µm) dans l'eau de mer avant d'alimenter les bassins 

d'aquaculture (Haure et al., 2011 ; COMSAUMOL) mais souvent une filtration plus fine doit être 

employée par la suite (filtration poche ou cartouche) pour éliminer les organismes plus petits. Pour 

renouveler l'eau d'un bassin de 50 m3 pendant 5 heures, le débit minimum nécessaire est de 10 m³/h 

dans le pire des cas (c'est à dire lorsque le filtre est saturé). Si la vitesse de l'eau dans le filtre est fixé à 

3.5 m h-1, la section minimale du filtre est de 2,86 m2 et son diamètre est de 1.9 m. Le sable doit avoir 

une distribution granulométrique comprise entre 100 et 300 μm et la pression limite dans le filtre doit 

être estimée à 1 bar pour un garnissage d’épaisseur 90 cm. La consommation d'énergie dépend de la 

durée de fonctionnement. Si la perte de pression totale dans les tuyaux est estimée à 2 bars, la pompe 

devrait assurer une pression minimale de 3 bars pour un débit de 10 m³/h lorsque le filtre est saturé. 

Pour une efficacité de la pompe de 54% (scénario le pire), la puissance utile absorbée par l'arbre du 

moteur est de 1,55 kW. La puissance nominale du moteur doit être supérieur ou égal à cette valeur. Si 

le moteur fonctionne à 83% de sa puissance nominale, la consommation d'électricité sera de 1,94 kWh. 

Cela correspond à 0,2 kWh par m3 d'eau filtrée. Ces valeurs pourraient être utilisées pour évaluer la 

consommation annuelle d'électricité (Sabiri et al., 2012).  

Une expérience sur l’ultrafiltration via des fibres creuses a permis de sélectionner la membrane la plus 

adaptée à la filtration d’eau de mer, parmi trois membranes de seuil de coupure égal à 10kDa, 300kDa 

et 0,2μm. Des filtrations (PTM=0,3 bar et un débit d’air de 250 L/h) d’une culture d’H. triquetra de 30 

000 cellules par millilitre ont été réalisées sur ces trois membranes, en l’absence de rétro-lavage. La 

membrane de seuil de coupure égal à 0,2 μm était la plus adaptée : abattements de plus de 99 % en 

microalgues, 90% en Matière En Suspension (MES), 97% en turbidité et de près de 75 % en Carbone 

Organique Total (COT) pour une consommation énergétique spécifique inférieure à 1 kWh m-3 (Castaing 

et al., 2010). Castaing et al., 2011, ont évalué le colmatage des microfiltres à fibres creuse et ont testé 

deux concentrations (1000 cellules et 30000 cellules L-1).  

Plus récemment le procédé d’ultrafiltration membranaire a été étudié pour protéger des élevages dans 

le cas d’un bloom réel de phytoplancton naturel non toxique (Cordier et al., 2021) et a démontré sa 

capacité à assumer des concentrations de biomasse algale très fortes, tout en continuant à alimenter 
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les élevages en eau de mer « propre ». Dans les conditions de l’étude il a été montré les limites des filtres 

plus classiques (type filtres à sable) qui peuvent « percer » (c’est-à-dire laisser passer les éléments 

indésirables) lors d’événements extrêmes (malgré la mise en place de rétrolavages automatiques) et qui 

sont rarement dimensionnés pour retenir des cellules micro-algales de taille supérieure à 20 µm. 

Parmi les publications sur le traitement de l’eau potable et l’élimination des cyanobactéries enfin, Sens 

et al., 2013, et Romero et al., 2014, présentent une alternative intéressante à la filtration par procédé 

technique : la filtration via des puits adjacents aux masses d’eau à filtrer. Cela revient à utiliser la 

filtration à travers des couches de sédiments/sols naturels pour l’élimination des cellules algales. Cette 

approche s’est montrée efficace pour l’élimination des cyanobactéries d’eau douce et correspond à 

l’approche utilisé par certaines installations conchylicoles en France utilisant les eaux dites souterraines 

pour alimenter leur bassin.  

 

5.2.3. Procédures de destruction des microalgues 
 

La section ci-dessus a traité de l’élimination des microalgues par filtration. D’autres procédés peuvent 

être utilisés pour réduire les microalgues, souvent en combinaison avec une filtration par la suite. Ces 

procédés comprennent la floculation/sédimentation, le micro-bullage, le traitement UV ou la 

photocatalyse, ou encore les traitements chimiques tels que l’ozonation.  

La floculation est une technique utilisée dans de nombreux procédés : la récolte des microalgues en 

production de biofuels ou en valorisation des eaux usées, le traitement des eaux usées avant le rejet en 

fleuve ou en mer (stations d’épuration), le prétraitement des eaux brutes pour la production d’eau 

potable et la mitigation des efflorescence algales en mer et en système lacustres. Ces processus 

nécessitent typiquement l’utilisation d’importantes quantités d’argiles, parfois modifiés chimiquement, 

de chitosan ou de sels, ainsi que des bassins de décantation. Le chapitre 9 de Dixon et al., 2017 (dans 

l’ouvrage de Anderson et al., 2017) décrit de manière concise les différentes approches pour la 

floculation et la coagulation.  

Une trentaine d’études traite le sujet de l’oxydation pour l’abattement des microalgues, la plupart 

focalisant sur le prétraitement des eaux douces brutes à l’aide d’ozone, peroxyde d’hydrogène et 

permanganate de potassium pour la production d’eau potable et la destruction des efflorescences à 

Microcystis. Une étude récente sur l’utilisation du micro-bullage en combinaison avec l’ozone semble 

particulièrement pertinente si ce type de procédé était envisagé (Zhang et al., 2021).  

Une autre trentaine d’études traite le sujet des traitements d’eau par UV et/ou photocatalyse. Dans le 

cadre du projet européen H2020 Vivaldi, coordonné par Ifremer, la plateforme expérimentale 

mollusques marins de Bouin (PMMB) a été impliquée dans un WP dédié au développement de 

techniques de traitement de l’eau pour améliorer la bio-sécurisation des installations conchylicoles 

(communication personnelle Christophe Stavrakakis, Ifremer). Cette étude avait le double objectif de 

protéger des élevages maintenus en structures contrôlées de toute contamination d’ordre 

microbiologique et de préserver l’environnement littoral de rejets d’élevages aquacoles potentiellement 

composés de matériel biologique non endémique. 

 

Dans ce cadre, des tests d’inactivation de souches de microalgues fourrages par rayonnement UV ont 

été réalisé au sein des installations expérimentales de la PMMB. Les deux souches concernées étaient 

Skeletonema marinoï et Tisochrysis affinis galbana. Le système de désinfection utilisé était un réacteur 
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UV équipé de lampes UV moyenne pression (plus puissantes et plus compactes que des lampes UV basse 

pression) capable de délivrer des doses UV particulièrement UV. Aussi, si dans le cadre de ce projet la 

dose UV visée était très forte, de l’ordre de 450 mJ/cm2, les tests ont permis de valider que le passage 

sous UV des deux souches à des concentrations de l’ordre de 25000 cellules/mL bloquait tout 

développement cellulaire et conduisait à l’inactivation totale des cultures. 

En conclusion, même si le procédé reste à optimiser afin de déterminer une dose UV optimale, cette 

technologie apparaît comme efficace pour inactiver des cellules microalgales et pourrait être une 

solution intéressante à explorer dans le cas de microalgues toxiques. 

Les références sur l’abattement des microalgues toxiques et des toxines sont listées dans l’annexe 3. 
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6. Considérations mathématiques sur les modèles de détoxification 
 

La modélisation des cinétiques de concentration (ou de quantité totale) de toxines dans des mollusques 

accompagne, sous des formes plus ou moins complexes, une grande partie des travaux de terrains ou 

de laboratoires (en environnement plus ou moins contrôlé dans ce cas) au sein des publications ou dans 

les rapports internes. La qualité de la modélisation est dépendante des informations disponibles (c.-à-d. 

des éléments mesurés, de la qualité des mesures et de la fréquence d’échantillonnage). Dans la plupart 

des études et rapports internes, le nombre d’informations disponible reste modeste (malgré des moyens 

et des efforts souvent non négligeables). Certains paramètres sont délicats à mesurer ou à contrôler. Il 

est difficile de comparer les travaux et les modèles entre eux en raison d’une forte hétérogénéité sur les 

éléments mesurés (existence de nombreux protocoles analytiques d’extraction, de purification ou de 

quantification) et/ou contrôlés, ainsi que d’un manque possible d’information sur l’historique des 

mollusques prélevés et de leur représentativité par rapport à la moyenne de la population concerné. Les 

modèles cinétiques de toxines dans les mollusques issus de données de terrains associent généralement 

à la fois un flux entrant de toxines (par ingestion) et une cinétique de détoxification. Les paramètres des 

modèles employés sont généralement proposés comme des fonctions simples (le plus souvent des 

fonctions linéaires de paramètres environnementaux mesurés ou fixés au mieux expérimentalement). 

Dans le cas de données de terrains, la zone étudiée dispose d’un environnement qui évolue selon des 

caractéristiques propres (les caractéristiques des mollusques, la richesse en phytoplancton non toxiques 

et toxiques, la température, la salinité, la turbidité, les vitesses de circulation de la masse d’eau autour 

du mollusque, l’effet de marnage…). Même pour un même modèle, la possibilité de transposer les 

régressions liées aux paramètres environnementaux d’un site vers un autre reste donc un exercice 

délicat. Pour les données de laboratoires, il est souvent possible de découpler (au moins partiellement) 

la phase de contamination / détoxification conjointe d’une phase purement focalisée sur de la 

détoxification. Il convient toutefois de garder à l’esprit que, outre la concentration en toxines dans les 

mollusques, l’historique de la contamination / détoxification préalable peut avoir un impact sur les 

cinétiques décrites selon certains modèles. 

Si l’on réalise un exercice de généralisation de la structure des modèles, nous pouvons considérer que 

l’ensemble des modèles utilisés font partie de modèles dits « modèles d’états » que nous pouvons écrire 

sous la forme suivante : 

𝑑(𝑥(𝑡))

𝑑𝑡
= 𝑓(𝑥(𝑡), 𝑢(𝑡)) et 𝑦(𝑡) = ℎ(𝑥(𝑡)) avec x(t) un vecteur d’état qui représente les différentes 

dynamiques du système à modéliser, u(t) représente les variables externes (ingestion de toxines, 

quantité de nourriture non toxiques, température…) dont l’évolution au cours est disponible (et/ou 

approximée) et y(t) est le vecteur des éléments mesurés disponibles. Dans la littérature n’ayant pas 

accès à une mesure continue de la toxicité, le vecteur de mesure y(t) est souvent de nature discontinue 

et, de plus, l’incertitude sur les valeurs de mesures est parfois importante. Il est évident qu’un faible 

échantillonnage temporel associé à une incertitude des mesures importante limite la qualité 

d’ajustement des modèles et la possibilité de discriminer la pertinence des différents modèles. De plus, 

comme cela sera illustré par la suite, dans ce cas le choix du critère de minimisation utilisé lors de 

l’identification paramétrique peut s’avérer d’une grande importance. 

Les modèles de la littérature peuvent se décomposer en trois grandes familles : 1/ les modèles 

compartimentaux simples (1 compartiment peut représenter un organe, les parois d’un organe comme 

la glande digestive ou le tube digestif par rapport à un compartiment représentant le reste de l’organe, 

ou ne pas chercher de sens biologique particulier) 2/ les modèles à plusieurs états décrivant les formes 

libres de l’acide okadaïque (AO), les formes conjuguées (estérifiées) et la forme acétylée de l’acide 
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okadaïque libre, 3/ une combinaison des deux familles précédentes où dans chaque compartiment on 

retrouve en tant que sous-compartiments les différentes formes « chimiques » de l’AO. Cette troisième 

famille est susceptible d’englober les familles précédentes. 

L’un des modèles de ce type et donc parmi les plus complets de la littérature est probablement celui 

décrit dans la publication de Morono 2003 (Figure 9). Il repose sur une connaissance (généralement 

assez rare dans les données de la littérature) des différentes formes d’AO tant dans le mollusque que 

dans les Dinophysis présents dans le milieu (données de terrains). Il décrit alors l’incorporation (= 

probablement ingestion de toxines) par le premier compartiment (sans lui donner de sens « biologique » 

spécifique) de la forme libre et conjuguée provenant du Dinophysis. Dans ce premier compartiment on 

trouve donc les 3 états suivants : l’AO libre, la forme conjuguée de l’AO et enfin la forme acétylée 

provenant d’une réaction d’acétylation de l’AO libre. La forme conjuguée peut se retrouver sous la forme 

d’AO libre à travers une réaction d’hydrolyse. Enfin chacun de ces 3 états peut se détoxifier à travers 

soit un transfert vers un second compartiment où l’on retrouve les mêmes trois états soit par un taux 

de détoxification de l’état vers l’extérieur au mollusque. Pour le second compartiment, il n’existe pas 

d’entrée directe de toxines par « l’extérieur » et les auteurs éliminent également la possibilité d’un 

transfert entre le second compartiment et le premier. Les auteurs disposent d’un échantillonnage jugé 

représentatif de l’évolution des deux formes de toxines au sein du Dinophysis ainsi que de données 

échantillonnées sur l’AO libre et sur la somme de la forme conjuguée et de la forme acétylée de l’AO au 

sein des mollusques (mais non décomposable par compartiment puisque l’information concerne 

l’ensemble).  

 

Figure 9. Production par les microalgues et flux d’accumulation, de biotransformation et d’élimination des 

différentes formes de l’acide okadaïque dans les moules, adapté de Morono & al, 2003. 
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Les autres modèles de la littérature peuvent apparaître comme une sous-déclinaison de ce modèle où 

soit l’on agrégera en un seul état les différentes formes de l’AO, soit les auteurs regrouperont les deux 

compartiments en un seul compartiment, et enfin pour le modèle simple à un compartiment 

(correspondant à une fonction exponentielle décroissante de base si l’on ne considère que la 

détoxification). Quelques travaux décrivent une forme de décroissance plus linéaire qu’exponentielle. 

Cela correspond à une hypothèse que le flux d’élimination de la toxine des mollusques est une constante 

indépendante de la concentration accumulée dans le coquillage. Ce point peut apparaître comme non 

réaliste sur le plan « biologique » mais il se trouve que ce type de raisonnement donne, dans de rares 

cas, une qualité d’ajustement du modèle supérieure à une fonction exponentielle alors que le nombre 

de paramètres (et donc de degré de liberté) est identique (modèle à uniquement deux paramètres). 

Il est admis que, lorsque des régressions sont opérées sur les paramètres du modèle pour intégrer les 

données environnementales (données de terrains ou conditions expérimentales contrôlées avec 

différentes variables environnementales), plus le modèle est complexe avec un nombre croissant de 

paramètres plus l’exercice de régression est délicat, et le sens des paramètres incertains. Lorsque le 

nombre de paramètres est important, il serait souhaitable de découpler la partie ajustement 

paramétrique de la phase de validation du modèle. Ainsi les performances seraient analysées sur un 

modèle à paramètre fixe obtenu lors d’une première phase d’identification testé sur un nouveau jeu de 

données servant exclusivement à cette phase de validation. Malheureusement, quasiment aucun des 

travaux de la littérature ne dispose du « luxe » de disposer de suffisamment de données permettant 

aisément de découpler les deux phases évoquées. 
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7. Etudes de détoxification 
 

7.1. Etudes sur la détoxification des toxines hydrophiles 
 

7.1.1. Etudes sur la détoxification de l’acide domoïque (AD) 
 

La recherche littérature a relevé 31 études en relation avec l’acide domoïque (AD), elles sont listées dans 

l’annexe 4. La plupart des espèces de coquillages retiennent peu l’AD, à l’exception de la coquille Saint-

Jacques. Ainsi, huit études répertoriées concernent cette espèce.   

Novaczek et al., 1991, sont les premiers à remarquer que l’AD n’est pas retenu de manière significative 

par les moules car seulement 1% de l’AD offert sous forme dissoute est absorbé sur une période de 24h. 

Les mêmes auteurs montrent que des moules naturellement contaminées éliminent environ 50% de la 

toxine en <24h, c’est-à-dire le temps de demi-vie est < 1jour (Novaczek et al., 1992). Un autre groupe 

Canadien remarque également assez tôt que les pectinidae retiennent l’AD beaucoup plus que les 

moules (Wohlgeschaffen et al., 1992). L’étude de Krogstad et al., 2009, ré-examine les données de 

Wohlgeschaffen et al., 1992 et obtient des taux de détoxification pour l’AD dans les moules encore plus 

élevés, c’est-à-dire entre 87 et 200% par jour.  

Blanco et al., 2002a, trouvent approximativement un temps de demi-vie de 1,3 jour pour la moule 

M. galloprovincialis si l’on recalcule leurs données graphiques avec un modèle à 1 compartiment.  Les 

mêmes auteurs suggèrent un temps de demi-vie d’environ 90-115 jours pour la coquille Saint-Jacques 

(CSJ), Pecten maximus (Blano et al., 2002b). Une deuxième étude du même groupe confirme le temps 

de demi-vie d’environ 100 jours pour cette espèce. 

Une thèse en Irlande a examiné la variabilité de l’acide domoïque dans P. maximus dû à la grande 

variabilité de terrain observée pour cette espèce dans plusieurs études européennes qui ont amené à 

revoir la législation de 1997 pour l’AD explicitement pour les pectinidae (Bogan 2006). Une première 

étude qui examine l’influence de la profondeur des CSJ ne conclue pas à une différence significative, 

même si parfois des CSJ cultivées en suspension retiennent plus d’AD que celles pêchées sur le sol (Bogan 

et al., 2006). Néanmoins, une étude plus étendue qui examine les CSJ pêchées à différentes profondeurs 

décèle des différences significatives et suggère que la concentration en AD dans les CSJ est négativement 

corrélée avec la profondeur, ce qui est cohérent avec des espèces de Pseudo-nitzschia vivantes étant 

une source principale de l’accumulation de l’AD dans la CSJ (Bogan et al., 2007a).  La taille (et donc l’âge) 

des CSJ semble également affecter la concentration en AD (Bogan et al., 2007b) mais cet effet n’est pas 

conclusif sur le taux de détoxification, voir aussi Duinker et al., 2007 pour ce phénomène d’âge dans les 

moules contaminé à l’acide okadaïque. Une étude sur l’île du Man enfin souligne l’importance de la 

compréhension de l’hydrographie des zones de pêche pour la gestion de la surveillance des CSJ.  

Mafra et al., 2010, ont comparé la capacité des moules (M. edulis) et des huîtres (C. virginica) à éliminer 

l’AD et constatent que la moules a des taux plus élevés de détoxication (140 à 160% par jour) que l’huître 

(25 à 88% par jour). Par contre, la même étude constate également que les moules accumulent des 

concentrations plus élevées d’un facteur 7 à 17.  

La détoxification de l’AD des donaces (Mesodesma donacium) est également très rapide et se modélise 

au mieux avec un modèle à deux compartiments dont le premier se détoxifie avec un taux de 1,27 et le 

deuxième avec un taux de 0.24 j-1, ce qui correspond à des temps de demi-vie pour le premier 

compartiment d’environ 0.55 jours et pour le deuxième compartiment de 2,9 jours. 
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Alvarez et al., 2020, enfin démontrent que le pectinidae Argopecten purpuratus élimine l’AD beaucoup 

plus rapidement que les CSJ, de manière similaire à ce qui est observé en France pour la pétoncle noir 

(Mimachlamys varia). 

 

7.1.2. Etudes sur la détoxification des saxitoxines (STX) 
 

La recherche littérature a relevé 56 études en relation avec les saxitoxines (STX), elles sont listées dans 

l’annexe 5. 

Lassus et al., 1989, sont parmi les premiers à avoir comparé l’accumulation et la décontamination des 

saxitoxines par différentes espèces de bivalves (Figure 10). Si les moules consomment plus de cellules 

d’Alexandrium, les CSJ accumulent de plus fortes concentrations suggérant qu’elles éliminent moins 

bien les toxines.  

 

Figure 10. Accumulation des saxitoxines (PSP) dans différentes espèces de bivalves après exposition pendant 15 

jours à la microalgues Alexandrium (anicennement Protogonyaulax), selon Lassus et al., 1989. 

Une étude de Lassus et al., 1996, suggère également que seulement un tiers des STX sont éliminées 

après 20 jours par les CSJ qui retiennent donc les STX plus longtemps que les moules. 

Dans une étude de décontamination dans le milieu, Blanco et al., 1997, montrent que les moules 

(M. galloprovincialis) n’éliminent pas les STX de la même manière pour tous les analogues et que les 

taux varient entre 0 et 0,25 j-1.  
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L’étude de Lassus et al., 1997, suggère que les huîtres ont des détoxifications des STX avec des temps de 

demi-vie d’environ 3 jours si elles sont nourries avec les algues de fourrages (Figure 11). 

 

Figure 11. Décontamination (taux moyens) exprimée en concentration totale de toxines paralysantes dans les tissus 

des huîtres au cours des expérience de septembre 1996 (en haut) et mars 1997 (en bas). Les régimes micro-algaux 

non-toxiques correspondants sont indiqués sur les graphes et le seuil de salubrité (80 µgéq. STX/100g) représenté 

par un trait horizontal. 

 

Guéguen et al., 2008, étudient l’effet de l’addition d’argiles en plus d’une nourriture non-toxique 

pendant la détoxification et montrent ainsi que les taux de détoxification peuvent être significativement 

améliorés par cette technique (Figure 12).  
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Figure 12. Concentrations en saxitoxines (ordonnées) en fonction du nombre de jours de détoxification (abscisse) 

pour différents traitements : sans nourriture apportée (courbe bleue et carrées), avec Skeletonema costatum 

comme nourriture algale non-toxique (courbe noire solide et cercles) et avec Skeletonema costatum + argiles 

comme nourriture non-toxique (courbe pointillée et étoiles).  

 

Ainsi, le taux des animaux contrôle non-nourris est de 0.12 j-1 (T1/2 = 5,8 jours), le taux des animaux 

nourris uniquement avec S. costatum est de 0.27 j-1 (T1/2 = 2,6 jours) alors que celui des animaux à qui 

sont donnés les argiles en plus est de 0.36 j-1 (T1/2 = 1,9 jours). 

Costa et al., 2011, ont étudié la détoxification des STX d’un poisson (Diplodus sargus) contaminé via une 

nourriture de coques (Cerastoderma edule) contaminées et montrent que les taux sont élevés variant 

entre 0.47 et 0.90 j-1 (T1/2 entre 1,5 et 0,77 jours, respectivement). 

Chez le homard australien, ou rock lobster (Jasus edwardsii), un apport en nourriture non-toxique 

augmente également le taux de détoxification généralement faible de 0.013 à 0.019j-1 (T1/2 = 54 à 36 

jours) comme montre une étude récente de Madigan et al., 2018.  
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7.2. Etudes sur la détoxification des toxines lipophiles 
 

7.2.1. Etudes sur la détoxification de l’acide okadaïque et des dinophysistoxines 
 

Il y a deux types d’études : (i) celles qui traitent de la détoxification mais ne permettent pas de calculer 

un taux de détoxification ou de temps de demi-vie ou celles qui sont auxiliaires par rapport à la 

détoxification car elles traitent par exemple de l’accumulation plutôt que de la détoxification et (ii) celles 

qui sont quantitatives et qui permettent de calculer un taux de détoxification et/ou un temps de demi-

vie. 

La recherche littérature a relevé 37 études en relation avec l’acide okadaïque (AO), elles sont listées 

dans l’annexe 6. 

On distingue celles qui concernent la détoxification naturelle (en milieu ouvert) et celles qui sont 

conduites en conditions contrôlées (en bassin à terre ou en laboratoire).  

 

7.2.1.1. Etudes de détoxification en milieu naturel 

 

Quatre principales études de terrain sont résumées (Tableau 7). 

Une première étude de détoxification (Maracillou-LeBaut et al., 1990) a comparé la détoxification en 

milieu naturel (claires) avec celle dans le laboratoire et suggère clairement une amélioration du taux 

moyen de détoxification en claires (Figure 13).  

 

Figure 13. Décontamination de moules de Sète pour l’acide okadaïque en unité souris (US) par g-1 de glande 

digestive (ordonnée gauche) ou µg AO g-1 (mesuré par HPLC-FLD, ordonnée droite) en fonction de la durée de 

détoxification en jours (abscisse), selon Marcaillou LeBaut et al., 1990.  

Il s’agit de moules de Sète, et donc de l’espèce Mytilus galloprovincialis. Les temps de demi-vie sont de 

10j en claire par rapport à environ 30j en laboratoire.  
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Tableau 7. Principales études de détoxification des moules en milieu naturel (temps de demi-vie (=T1/2) calculés avec modèle à 1 compartiment) 

1er Auteur Année Espèce Source Poids traité 

[kg] 

Nourriture Alimentation 

Eau 

Filtration Durée 

(jours) 

T1/2 

(jours) 

Commentaire 

Marcaillou-

Lebaut 

1990 M. edulis ARCHIMER 50 Oui 400% Non 42 6,6 Claires 

Marcaillou-

Lebaut  

1990 M. galloprovincialis ARCHIMER 100 Oui 400% Non 42 8,3 Claires 

Poletti 1996 M. galloprovincialis cited in Blanco 

et al., 2001 

150 Oui S/o Non 21 2,4 Terrain 

Blanco 1999 M. galloprovincialis WOS Non-donné Oui S/o Non 55 5,2 Terrain 

Morono 2003 M. galloprovincialis WOS Non-donné Oui S/o Non 95 6 Terrain 

Duinker 2007 M. edulis WOS Significatif Oui S/o Non 73 25-30 Terrain 

(5 à 8 °C) 
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Blanco et al., 1999, étudie la décontamination de l’AO dans des moules reparcées d’une Ria (de 

Pontevedra) dans une autre Ria (de Arousa) et donc décontaminées dans le terrain (situation idéale 

avec la disponibilité de nourriture naturelle). De nouveau, Blanco étudie l’espèce M. galloprovincialis 

présente sur les côtes de la Galice. Il est le premier à introduire le concept de la modélisation 

mathématique avec 1 ou 2 compartiments (Figure 14).   

 

Figure 14. Représentation conceptuelle des modèles mathématiques à un ou deux compartiments. L’épaisseur 

de flèches est proportionnelle à la vitesse de transfert ou détoxification adapté de Blanco et al., 1999.  

Son analyse statistique démontre également pour la première fois que le taux de détoxification covarie 

fortement avec le log de la fluorescence qui reflète la présence de nourriture.  

Morono et al., 2003 étudient de nouveau la détoxification de l’AO à partir de l’espèce 

M. galloprovincialis dans le milieu naturel et obtiennent de nouveau des résultats intéressants qui 

s’expliquent le mieux avec modèle à deux compartiments. Le taux du deuxième compartiment est six 

fois plus faible que celui du premier compartiment pour l’acide okadaïque lui-même et est nul pour les 

formes conjugées. Pour l’acide okadaïque (AO) on observe un temps de demi-vie d’environ 15 jour 

dans la glande digestive. 

Duinker et al., 2007, enfin étudient aussi la détoxification dans le milieu naturel et en particulier 

l’influence de l’âge des moules M. edulis (Figure 15).  
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Figure 15. Concentration des toxines diarrhéiques en fonction de la date (= durée de détoxification) pour les 

moules de différents âges (carrées blancs : moules âgées d’un an ; cercles noirs : moules âgées de deux ans). 

Barres d’erreurs = déviation standard (n=3 de lots de 50 moules). Haut : concentrations dans la chair totale, 

milieu : concentrations dans les glandes digestives, bas : montant de toxine par moule (adapté de Duinker et al., 

2007).  

Ils concluent pourtant que la différence n’est pas significative une fois qu’on applique une 

transformation logarithmique (Figure 16).  
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Figure 16. Concentrations des toxines diarrhéiques dans les glandes digestives.  

 

Cette étude suggère une détoxification particulièrement lente dans le milieu naturel avec des temps 

de demi-vie d’environ 35 à 44 jours selon l’âge des moules.  

Même si les auteurs n’attribuent pas un effet à la température sur le taux de détoxifications, ce constat 

reste dans la limitation d’une température qui n’a varié qu’entre 5 et 8°C du début à la fin de 

l’expérience. 

Il n’est donc pas clair si la différence de température était un effet majeur pour expliquer les temps de 

demi-vie significativement plus longs dans l’étude norvégienne (35-44j) par rapport aux études 

françaises et espagnoles (10-15j) ou si l’espèce étudiée influence cette durée de détoxification 

(M. edulis plus lente que M. galloprovincialis).  
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7.2.1.2. Etudes de détoxification en conditions contrôlées 

 

Six études en conditions contrôlées ont été conduites sur la période de 1990 à 2016 et comprennent 

16 expériences (Tableau 8).  

Seront traités dans un premier temps les deux seules études qui ont été conduites à une échelle de 

plusieurs dizaines de kg considérée comme une échelle pilote semi-industrielle (Marcaillou-LeBaut et 

al., rapport interne en 1990, publié en partie en 1993, et Marcaillou-LeBaut et al., 2008 rapport interne, 

publié en partie en 2010).  

L’étude de Marcaillou-LeBaut et al., 1990, a déjà été mentionnée dans la section ci-dessus car ces 

auteurs ont comparé la détoxification en milieu naturel (claires) avec celle dans des conditions 

contrôlées dans le laboratoire. Pour l’étude en laboratoire, 24 lots de 1,25kg de moules étaient placés 

dans 24 bacs qui étaient alimenté en continu (5 L h-1) à 16°C sans apport de nourriture (jeune ou diète), 

Figure 17. 

 

Figure 17. Schéma de flux d’eau pour l’exposition de moules dans des cages individuels, selon Marcaillou LeBaut 

et al., 1990.  

Quelques mortalités avaient été observées en début d’expérience et avaient été attribuées au 

transport en camion réfrigéré de la baie de Douarnenez et de Sète jusqu’à Nantes. En laboratoire, une 

augmentation de l’ammonium est également observée par moment alors qu’en claires, le taux 

d’oxygénation était optimal et le taux d’ammonium minimal. Le temps proche de la demi-vie en 

laboratoire est de 28 jours pour M. edulis de Morgat (baie de Douarnenez) et de 35 jours pour 

M. galloprovincialis (originaire de Sète). La publication de Marcaillou-LeBaut et al., 1993 (livre de 

Smayda), est la même étude que le rapport interne Marcaillou-LeBaut et al., 1990. 
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Tableau 8. Principales études de détoxification des moules en conditions contrôlées (temps de demi-vie (=T1/2) calculés avec modèle à 1 compartiment) 

1er Auteur Année Espèce Source 

référence 

Poids traité 

[kg] 

Nourriture Alimentation 

Eau 

Filtration Durée 

(jours) 

T1/2 

(jours) 

Commentaire 

Marcaillou-Lebaut 1990 M. edulis ARCHIMER 50 Oui Continue Oui 42 17,6 16°C 

Marcaillou-Lebaut 1990 M. galloprovincialis ARCHIMER 100 Oui Continue Oui 42 32,9 16°C 

Svensson 2003 M. edulis WOS Non-donné Oui Non-donné Oui 32 26 
Ratio 1 de 

nourriture (10°C) 

Svensson 2003 M. edulis WOS Non-donné Oui Non-donné Oui 32 24 
Ratio 2 de 

nourriture (10°C) 

Svensson 2003 M. edulis WOS Non-donné Non Non-donné Oui 32 15 
Sans nourriture 

(10°C) 

Svensson 2004 M. edulis WOS 
40 moules/ 

bassin 20L 
Oui Continue Non 24 6,9 18°C 

Svensson 2004 M. edulis WOS 
40 moules/ 

bassin 20L 
Non Continue Non 24 9,5 18°C 

Svensson 2004 M. edulis WOS 
40 moules/ 

bassin 20L 
Non Continue Non 24 8,5 24°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. galloprovincialis ARCHIMER 100 Non Continue Oui 15 >15 14-15°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. edulis ARCHIMER 100 Oui Continue Oui 21 11 14-15°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. edulis ARCHIMER 100 Non Continue Oui 21 20 14-15°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. edulis ARCHIMER 100 Oui Continue Oui 21 6,5 14-15°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. edulis ARCHIMER 100 Oui Continue Oui 21 9 14-15°C 

Marcaillou-Lebaut 2008 M. edulis ARCHIMER 100 Non Continue Oui 21 15 14-15°C 

Lindegarth 2009 M. edulis WOS 60 individus Non Continue Oui 49 24 T non-donnée 

Nielsen 2016 M. edulis WOS 
48 moules 

individuelles 
Non Non-donné Non 7 5,3 - 5,8 

Aération via pompe 

d'aquarium (15°C) 
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Marcaillou-LeBaut et al., 2008 (partiellement publié en 2010), revisitent la question de l’apport de 

nourriture dans les conditions contrôlées. De nouveau, des lots de 100 kg de moules sont traités et 

l’étude montre que l’apport de nourriture peut, en effet, augmenter le taux de détoxification (Figures 

18 et 19). 

 

Figure 18. Détoxification de moules : concentrations en AO libre (en haut) ou total (en bas) en µg g-1 de poids 

sec de glandes digestives sans (carrées blancs, lignes solides) ou avec nourriture (carrées noirs, lignes 

pointillées) en fonction du jour de détoxification, selon Marcaillou et al., 2008 (moules de Kervoyal 2006). 

Une répétition l’année suivante avec deux types de nourriture confirme bien la tendance 

d’amélioration de la détoxification (Figure 19 et Tableau 9). 

 

Figure 19. Détoxification de moules : concentrations en AO libre (en haut) ou total (en bas) en µg g-1 de poids 

sec de glandes digestives sans (carrées blancs, lignes solides) ou avec nourriture (carrées et triangles noirs, 

lignes pointillées) en fonction du jour de détoxification, selon Marcaillou et al., 2008 (moules de Kervoyal 2007). 
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Tableau 9. Détoxification de l’acide okadaïque dans des moules (M. edulis) de Kervoyal (2007) : temps 

de demi-vie (jour) = Half-life (day), sans nourriture (without food) et avec deux nourritures (Food A et 

B) pour les concentrations d’AO libre (free OA) ou total (ln C) ou les budgets (lnTb). A noter que les 

temps de demi-vie sont plus courts pour les moules nourries que pour les moules non-nourries, 

indépendamment  
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Croci et al., 1994, utilisent l’ozonation dans les bassins de détoxification et obtiennent de très bons 

taux de détoxification de l’ordre d’un temps de demi-vie de 3 jours pour deux des trois échantillons 

testés (Tableau 10). 

 

Tableau 10. Détermination des toxines DSP dans les moules exposées à l’ozone pour accélérer la 

détoxification : échantillons (samples), temps de survie des souris dans le bio-essais sur souris (Mouse 

bioassay (survival time), test ELISA, test sur cellules BGM. (a Moyenne de trois déterminations) selon 

Croci et al., 1994. 

 

 

L’étude par Svensson, 2003, suggère un temps de demi-vie (16j sans nourriture) similaire que celui de 

Marcaillou-LeBaut et al., 1993, sans corroborer que la nourriture non-toxique algale fournie 

apporterait un plus (Figure 20).  

 

Figure 20. Détoxification de l’AO dans les moules en fonction des jours et de la nourriture. a) Concentrations d’AO 

en µg g-1 de glande digestive et b) teneur de toxine en µg par glande digestive (budget). Les barres d’erreur 

représentent l’erreur standard (adapté de Svensson et al., 2003).  
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L’étude de Svensson et al., 2004, s’intéresse également à l’apport de la nourriture et n’arrive pas non 

plus à démontrer un grand effet, ni de la température expérimentale, ni de la nourriture (Figure 21). 

Le taux de détoxification à 18°C avec nourriture est de 0.086 j-1 alors que sans nourriture il est de 0.083 

j-1. Le taux de détoxification à 24°C avec nourriture est de 0.084 j-1 alors que sans nourriture il est de 

0.077 j-1. 

 

Figure 21. Les effets de la température et de la nourriture sur l taux de détoxification de l’AO dans les glandes 

digestives de moules. Les valeurs sont les moyennes et les barres d’erreur l’erreur standard. Des courbes de 

détoxification sont basées sur le modèle à 1 compartiment et une exponentielle négative. (Svensson et al., 2004)  

 

Vale, 2004, montre toute la complexité des transformations des toxines envers leurs esters et la 

dynamique dans le terrain, avec une élimination rapide pour des esters d’AO mais une détoxification 

lente, voir absente pour l’AO même (Figure 22).   

 

Figure 22. Détoxification des PTX dans (a) coques et (b) moules ainsi que les DTXs dans (c) coques et (d) moules. 

La ligne de régression dans les moules n’est montrée que pour les esters d’AO (adapté de Vale 2004).  
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Lindegarth et al., 2009, font partie des rares groupes qui ont étudié à la fois les moules et les 

huîtres (Tableau 11). On note que les temps de demi-vie sont généralement d’ordre de grandeur 

similaires pour les moules et les huîtres.  

Tableau 11. Temps de demi-vie calculés par composé (ou groupe de composés). N.a. = non analysé car 

trop peu de données. Durée de la détoxification au laboratoire du 1/10 au 18/11 (6 semaines). 

 

 

Mafra et al., 2015, montrent une détoxification très rapide dans la moule (Perna perna) et dans des 

huîtres (C. gigas et C. brasiliana), Figure 23. Il s’agit d’une expérience d’accumulation artificielle et de 

très faible niveau (trois fois en dessous de la limite maximale de 160 ng g-1 (= 160 µg kg-1)). 

 

Figure 23. Accumulation (surlignée en gris) et détoxification (blanc) de l’acide okadaïque dans des moules vertes 

(P. perna), l’huîtres japonaise (C. gigas) ou l’huître brésilenne (C. brasiliana). On note que les moules accumulent 

des niveaux supérieurs aux huîtres, en analogie avec les moules européennes (M. edulis) en France.  
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Une étude a été rapporté par Cépralmar sur la détoxification d’huîtres creuses (Crassostrea gigas) en 

bassin à terre alimenté par une eau souterraine (recirculation et renouvellement de 50% 1 fois par 

jour). L’étude suggère un temps proche de la demi-vie d’environ 6 jours mais ne contient pas de 

réplication d’analyse ou d’indication sur la taille de lot traité (Figure 24). 

 

Figure 24. Détoxification d’huîtres creuses (Crassostrea gigas) en bassin à terre alimenté par une eau 

souterraine (recirculation et renouvellement de 50% 1 fois par jour), source CEPRALMAR. 

L’étude de Nielsen et al., 2016, démontre également des taux de détoxification rapide avec des temps 

de demi-vie (t1/2) de 5,3j pour l’AO et 5,8j pour DTX1 (Figure 25). 

 

Figure 25.  Accumulation et détoxification d’acide okadaïque dans les moules (M. edulis), selon Nielsen et al., 

2016. 
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La détoxification peut être accélérée avec des ajouts non-nutritifs, comme mentionné dans la revue 

de Blanco et al., 2018, citant la thèse de son doctorant Rossignoli, 2011 (Figure 26). Néanmoins, le 

contrôle était nourri et n’atteint pas le t1/2 après 7 jours (seulement 23,5% de réduction). 

 

Figure 26. Teneurs d’AO en µg/moule dans les moules au début de la détoxification (Initial) et après une semaine 

des différents traitements. Control = nourriture est Tetraselmis suecica seul ; Olestra = nourriture Tetraselmis 

suecica est complétée avec olestra ; Diaion HP20 = = nourriture Tetraselmis suecica est complétée avec Diaion 

HP20. 

 

Leite et al., 2021, suggèrent (en analogie de Mafra et al., 2015) une détoxification très rapide suite à 

l’exposition d’une palourde (Anomalocardia flexuosa) à des cellules de P. lima en culture qui se compte 

en plusieurs heures à jours (Figure 27).  

 

Figure 27. Accumulation (192h) et détoxification (168h) de toxines diarrhéiques (DTXs totaux) dans la chair totale 

de la palourde Anomalocardia flexuosa (famille des Veneridae) après exposition à (A) 10 cellules/mL ou (B) 100 

cellules/mL de la microalgues Prorocentrum lima.  
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7.2.1.3. Résumé 

 

Les 41 études examinées de près contiennent 24 expériences (dans 15 études différentes) qui 

permettent un calcul ou du taux de décontamination ou du temps de demi-vie des toxines dans les 

bivalves.  

Seulement 16 de ces études traitent les moules (dont 2 qui traitent également les huîtres). 

Malheureusement, une seule expérience traite l’huître creuse ou japonaise (Crassostrea gigas) mais 

avec une contamination artificielle et à des doses tellement faibles que l’étude parait peu comparable 

aux autres et peu réaliste par rapport aux observations de terrain.  

Pour les moules, les détoxifications les plus rapides sont obtenues avec des expositions des bivalves 

au laboratoire et non dans des conditions naturelles : les temps de demi-vie sont de quelques heures 

pour Mafra et al., 2015, et Leite et al., 2021, et de quelques jours (5,3 à 5,8j) pour Nielsen et al., 2016. 

Ensuite, la détoxification des évènements naturels dans le terrain est typiquement plus rapide qu’en 

conditions contrôlées et peut avoir des temps de demi-vie de quelques jours seulement. 

Tous les autres auteurs rapportent entre 7 et 35j de temps de demi-vie (t1/2) pour les toxines du 

groupe acide okadaïque dans les moules, selon les conditions (âge, température, apport en 

nourriture).  

Plusieurs études rapportent des temps de demi-vie en condition de jeûne (sans apport de nourriture 

non-toxique) qui sont de 14 jours ou plus pour l’AO dans les moules.  

 

7.2.2. Etudes sur la détoxification des autres toxines lipophiles 
 

La recherche littérature a relevé 14 études en relation avec d’autres toxines lipophiles, elles sont listées 

dans l’annexe 7. 

Les six études avec 11 expériences pour la détoxification d’autres toxines lipophiles sont résumées 

dans le tableau 12. Une étude sur la détoxification des azaspiracides dans les moules (M. edulis) en 

conditions contrôlées (12,5°C, nourriture non-toxique Tisochrysis affinis galbana) montre des taux de 

détoxification similaires à l’acide okadaïque (moyenne de 11,6 jours de temps de demi-vie), même si 

les métabolites algaux principaux (AZA1 et -2) détoxifient plus rapidement que leurs métabolites grâce 

à la transformation des analogues originaux vers leurs métabolites (Jauffrais et al., 2012).  

De même, les études sur les brévétoxines montrent que les métabolites, en particulier le conjugé 

cystéine de la PbTX-B, sont éliminés plus lentement que les métabolites algaux originaux (Plakas et al., 

2004). Les temps de détoxification sont parmi les plus longues, même pour la détoxification en milieu 

naturel (McFarland et al., 2015). Cette détoxification lente des brévétoxines correspond bien à leur 

caractère très lipophiles. On notera que les imines cycliques (spirolides (=SPX) et gymnodimines 

(=GYM)) sont détoxifiés les plus rapides (Medhioub et al., 2010 et 2012), à la fois dans les palourdes 

(R. decussatus) et les huîtres (C. gigas). Cela correspond à leur caractère amphiphile et la petite taille 

des molécules.  

Enfin, une étude originale sur l’élimination des pecténotoxines dans les crabes dormeurs, qui peuvent 

se contaminer naturellement en consommant des moules contaminées, suggère l’élimination 

relativement rapide, ce qui est cohérente avec la facilité de cette toxine de métaboliser dans les tissus 

animaux (Li 2009).   
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Tableau 12. Etudes pour la détoxification d’autres toxines lipophiles (tous coquillages confondus). 

1er 

Auteur 

Année Espèce Toxine Source Poids 

traité 

Nourriture Alimentation 

Eau 

Filtration Durée 

(jours) 

T1/2 

(jours) 

Commentaire 

Plakas 2004 C. virginica PbTX-3 WOS Non-

donnée 

Non-

donnée 

Continue Non-

donnée 

180 2,5 Température 

ambiente 

Plakas 2004 C. virginica Cystéine-PbTX-B 

(BTX-B2) 

WOS Non-

donnée 

Non-

donnée 

Continue Non-

donnée 

180 57 Température 

ambiente 

McFarland 2015 P. viridis  BTX WOS S/o Oui Milieu naturel Non 150 42 Température 

ambiente 

McFarland 2015 C. virginica  BTX WOS S/o Oui Milieu naturel Non 150 22,3 Température 

ambiente 

Li 2009 Cancer pagurus Pecténotoxines WOS 96 

individus 

Oui Non-donnée Non 42 6-7,5 Nourriture moules 

non-toxiques 

Medhioub 2010 R. decussatus Gymnodimine WOS 8 kg Non Recirculée Oui 7 1,87 Eau remplacée à 

100% tous les 2 j, 

16°C 

Medhioub 2010 R. decussatus Gymnodimine WOS 8 kg Oui Recirculée Oui 7 1,35 Eau remplacée à 

100% tous les 2 j, 

16°C 

Medhioub 2010 R. decussatus Gymnodimine WOS 8 kg Oui Recirculée Oui 7 1,37 Eau remplacée à 

100% tous les 2 j, 

16°C 

Medhioub 2010 R. decussatus Gymnodimine WOS 20 kg Non Recirculée Oui 8 7,5 Eau remplacée à 

100% 3* par j, 17°C 

Medhioub 2010 R. decussatus Gymnodimine WOS 20 kg Oui Recirculée Oui 8 2,47 Eau remplacée à 

100% 3* par j, 17°C 

Medhioub 2012 C. gigas Spirolide WOS 45 

individus 

Non Recirculée Oui 7 0,83 Sans nourriture, 

16°C 

Medhioub 2012 C. gigas Spirolide WOS 45 

individus 

Oui Recirculée Oui 7 0,72 Tisochrysis affinis 

galbana, 16°C 

Jauffrais 2012 M. edulis Azaspiracides WOS 4kg /25L Oui Recirculée Non 14 11,6 Airlift, 12,5°C 
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8. Recommandations 
 

L’absorption des toxines dissoutes peut être considérée négligeable, donc la filtration ou le traitement 

de l’eau de mer utilisée pour alimenter les bassins doit seulement abattre les cellules algales toxiques. 

La filtration par berge ou une eau souterraine sont de bonnes alternatives à la filtration de sable suivie 

d’une filtration par cartouche ou l’ultrafiltration par fibre creuse.  

Pour abattre des concentrations en toxines du groupe AO dans les moules deux fois supérieurs à la 

limite légale il faut compter entre 7 et 35 jours pour atteindre la limite légale, en tout cas sans apport 

de nourriture. Il paraît donc nécessaire de conduire les expériences au moins sur une durée de 10 à 15 

jours pour les moules et les huîtres.  

Si la température n’est généralement pas mise en avant par les études comme un facteur déterminant 

pour la détoxification, il est toutefois noté qu’aux températures les plus basses reportées (5 à 8°C), la 

détoxification la plus lente a été observée pour l’AO dans les moules (Duinker et al., 2007). Une 

température minimale de 12°C semble permettre un minimum d’activité métabolique des mollusques 

bivalves, ce qui pourrait être un facteur positif pour l’élimination des toxines.  

Indépendamment de l’espèce animale étudiée (bivalves, crustacés ou poisson) et de la toxine 

détoxifiée (AD, STX, AO), la plupart des études suggère qu’un apport en nourriture non-toxique 

accélère la détoxification de manière significative. Un apport en nourriture non-toxique serait donc un 

plus pour un procédé technique de détoxification.  

 

  



 

47 
 

9. Annexes 
 

Annexe 1 : Littérature sur les toxines dissoutes et leur accumulation (36 références) 

Annexe 2 : Littérature sur la filtration pour l’élimination des microalgues (61 références) 

Annexe 3 : Littérature sur l’abattement des microalgues ou des toxines (111 références) 

Annexe 4 : Littérature sur les études en relation avec la détoxification de l’acide domoïque (31 

références) 

Annexe 5 : Littérature sur les études en relation avec la détoxification de saxitoxines (56 

références) 

Annexe 6 : Littérature sur les études en relation avec la détoxification de l’acide okadaïque (37 

références) 

Annexe 7 : Littérature sur les études en relation avec la détoxification des autres toxines lipophiles 

(14 références) 

Annexe 8 : Liste de références obtenues via la recherche de littérature formelle par mot clés 

convenus au sein du consortium de projet sur le Web-of Science, obtenues par recherche par 

auteur dans Archimer et la littérature grise par le consortium sont listées dans leur ensemble en 

ordre alphabétique (document séparé).  
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Annexe 7 : Littérature sur les études en relation avec la détoxification des autres toxines lipophiles 
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