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RESUME 

Comme pour les mammifères, le parasitisme est l'un des problèmes de santé les plus 

courants affectant le bien-être des oiseaux élevés en cages et en volières. Une enquête par 

questionnaire a été menée auprès de 58 vétérinaires algériens. Parallèlement, 81 

échantillons de fèces ont été prélevés dans des animaleries commerciales et au centre de 

chasse de Zéralda. Les fèces ont été traitées par la méthode Willis (solution saturée de 

chlorure de sodium d'une densité de 1,20 g/cm³) pour détecter les parasites digestifs. La 

méthode de sporulation a été utilisée pour l'identification morphologique des oocystes 

d'Eimeria spp. Les vétérinaires signalent que les cas cliniques les plus fréquents chez les 

oiseaux sont dus à des endoparasites (coccidiose) avec un pourcentage de 33% et à des 

ectoparasites (gale, poux) avec les pourcentages 43% et 24% respectivement. Ces 

observations ont été confirmées par nos visites dans des animaleries vendant des oiseaux de 

cage et de volière dont les principaux symptômes sont la diarrhée, les démangeaisons, le 

grattage, la perte de plumes, la léthargie et les flatulences. Les tests de flottaison ont révélé 

que nos oiseaux étaient infectés par  des parasitaires multiples. Eimeria spp. a été 

diagnostiqué avec une prévalence de 51,8%, suivi par Ascaridia spp. 22,2%, Capillaria spp. 

14,8%, Syngamus trachea 3,7% et Heterakis gallinarum 1,2%. Nos résultats montrent que les 

oiseaux de cage et de volière hébergent des plusieurs espèces parasitaires malgré un état 

cliniquement sains. Il est important d’attirer l’attention des propriétaires d’oiseaux et 

sensibiliser les éleveurs sur les pertes économiques qui peuvent être provoquées par ces 

parasites et la nécessité d’instaurer un suivi médical régulier. 

  

Mots clé :  endoparasites, ectoparasites, coprologie, oiseaux de cages et oiseaux de volières 



 
 

 ملخص

 

ن الصحية المشكلات بي  ن من الطفيليات يُعد الثدييات، لدى الحال هو كما ن شيوعًا الأكث   
 طيور  صحة على تؤثر الت 

ن ممارسًا بيطريًا طبيبًا 58 شملت استبيان باستخدام استقصائية دراسة إجراء تم. الأقفاص  
ن. الجزائر ف   

 تم ذاته، الوقت ف 

ن المركز ومن التجاري الطابع ذات الحيوانات بيع محلات من الطيور فضلات من عينة 81 جمع . بزرالدة السيْنيجيتيك 

 عن للكشف( 1.20 نوعية بكثافة الصوديوم بكلوريد مشبع محلول" )ويليس" تقنية باستخدام الفضلات معالجة تمت

ن تقنية تطبيق تم كما. الهضمية الطفيليات يا  لجنس البيضية الأكياس لتحديد الكوكسيديا غتبو ن تحفث    الناحية من ايمير

ن بأن البيطريون الأطباء أفاد. المورفولوجية ن شيوعًا السريرية الحالات أكث   
عرض الت 

ُ
ن لديهم ت  

 إلى تعود الطيور ف 

ي  (والقمل الجرب) الخارجية والطفيليات ٪33بنسبة  (الكوكسيديا) الداخلية الطفيليات
 تم وقد. ٪24و  ٪43بنسبت 

 الملاحظة الرئيسية الأعراض كانت حيث الزينة، طيور بيع محلات إلى الميدانية زياراتنا خلال من الملاحظات هذه تأكيد

ولوجيا ال اختبار نتائج أظهرت. البطن وانتفاخ الخمول، الريش، تساقط الحك، الحكة، الإسهال،: تشمل  طيورنا أن كير

يا :  أبرزها من الطفيليات، من عديدة أنواع مصابةب كانت  ٪22,2بنسبة الاسكاريديا  ٪51,8 انتشار بنسبة الايمير

اكيس ٪3,7بنسبةتراشيا  سينغاموس٪4,81 بنسبة الكابيلاريا  ظهر ٪1,2 بنسبة غاليناروم وهيتير
ُ
 الدراسة هذه نتائج ت

ن الطفيليات، من متعددة أنواعًا تؤوي أن يمكن  وال الأقفاص طيور أن ور من لذلك،. سليمة سريريًا بدت وإن حت   يالض 

ن انتباه لفت ي يمكن ان تؤدي اليها الطفيليات حول مخاطر  الطيور مرب  
ورة ،و الخسائر المادية الت   متابعة اعتماد وض 

. ورفاهيتها الطيور هذه صحة لضمان منتظمة طبية  

الداجنة والطيور الأقفاص طيور ،كوبرولوجيا  الخارجية، الطفيليات الداخلية، الطفيليات : المفتاحية لكلماتا   



 
 

Abstract 
As in mammals, parasitism is one of the most common health problems affecting the welfare 

of birds kept in cages and aviaries. A questionnaire survey was conducted among 58 Algerian 

veterinarians. At the same time, 81 faecal samples were taken from commercial pet shops 

and the Zéralda hunting centre. The faeces were treated with the Willis method (saturated 

sodium chloride solution with a density of 1.20 g/cm³) to detect digestive parasites. The 

sporulation method was used for morphological identification of Eimeria spp. oocysts. 

Veterinarians report that the most common clinical cases in birds are due to endoparasites 

(coccidiosis) with a pourcentage of 33% and ectoparasites (scabies, lice) with the 

pourcentages of 43% and 24%. These observations were confirmed by our visits to pet shops 

selling cage and aviary birds whose main symptoms are diarrhoea, itching, scratching, 

feather loss, lethargy and flatulence. Flotation tests revealed that our birds were infected 

with several parasite species. Eimeria spp. were diagnosed with a prevalence of 51.8%, 

followed by Ascaridia spp. 22.2%, Capillaria spp. 14.8%, Syngamus trachea 3.7% and 

Heterakis gallinarum 1.2%. Our results show that birds in cages and aviaries harbour several 

parasite species despite being clinically healthy. It is therefore important to sensitise bird 

owners to the risks of these parasites, the economic losses that they can cause, and the 

need for regular veterinary checks to ensure the health and welfare of birds. 

 

Keywords:  Internal parasites, external parasites, coprology, caged and aviary birds 
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Introduction 

En Algérie, les oiseaux de cages et de volières occupent une place particulière dans la culture 

et le quotidien des amateurs d’ornithologie et des passionnés d’animaux de compagnie. Ces 

oiseaux, souvent élevés pour leur beauté, leur chant mélodieux et leur comportement 

sociable, sont présents dans de nombreux foyers et espaces publics. 

L’Algérie abrite une diversité remarquable d’oiseaux de cages et de volières, allant des 

espèces locales aux exotiques importées. Parmi les plus populaires oiseaux de cages, on 

trouve : les canaris (Serinus canaria), les perroquets (psittaciformes), les chardonnerets 

(Carduelis carduelis), les perruches (Melopsittacus undulatus), et les inséparables (Agapornis 

reoselcollis)(Pyle, 2022). Différemment, les oiseaux de volières comme les faisans, les 

colombes, les gallinacés et les canards vivent dans des endroits plus vastes (Jobling, 2010). 

Ces animaux de compagnie prennent une place de plus en plus importante dans la vie de 

l’homme ; ils sont vulnérables à plusieurs parasites internes et externes ; qui peuvent 

entraîner de fortes morbidités et mortalités des espèces rares et précieuses en absence de 

traitement. Ce qui nécessite une surveillance constante dans le monde d’élevage des oiseaux 

(Barnes, 1986). 

Comme il est important d'identifier et de contrôler les espèces parasitaires capables de 

produire des maladies chez les oiseaux de cages et de volières, il existe un besoin évident 

d'études parasitologiques sur les espèces aviaires. Cependant, bien qu'il existe un grand 

nombre de publications sur la médecine aviaire, y compris sur les maladies parasitaires, peu 

d'informations ont été recueillies sur l'épidémiologie des parasites chez les oiseaux 

d’élevage (Altman et al., 1997 ; Olsen et al., 2000). 

Pour cela, le présent travail s’intéresse aux oiseaux de cages dont le but est d’identifier les 

endoparasites à partir de matière fécale et les ectoparasites vivant sur le corps de ces 

espèces, afin de pouvoir évaluer un possible risque de contamination d’homme. 

Dans le cadre cette étude, on a adopté un plan composé de deux parties dont la première 

partie présente une revue bibliographique contenant trois chapitres : les différents 

endoparasites et ectoparasites fréquemment hébergés par les oiseaux de cages et de 

volières, les parasitoses qu’ils provoquent ainsi que les méthodes de prévention contre les 

maladies parasitaires. 
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La deuxième partie (partie expérimentale), est subdivisée en deux chapitres, le premier 

chapitre regroupe Le matériel utilisé et les méthodes adoptées sur terrain et au laboratoire, 

le deuxième chapitre représente les résultats obtenus et leur discussion. Enfin, une 

conclusion accompagnée de perspectives clôture le présent travail. 
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PARTIE BIBLIOGRAPHIQUE: 

CHAPITRE I: Les endoparasites 

I.a. Protozoaires :  Ce sont des êtres vivants de nature animale, unicellulaire, dépourvus 

de chlorophylle et hétérotrophes (Ziam, 2018). 

I.a.1 Coccidies : 

Les coccidies sont parmi les parasites les plus répondues chez les oiseaux d’élevages surtout 

la volaille ; Elles provoquent une gastro-entérite parasitaire responsable de grandes pertes 

économiques et des problèmes de santé.  Ils existent plusieurs espèces de coccidies du 

genre Eimeria notamment E. tenella, E. acervulina, E. brunetti et E. maxima (Alsabahy & 

Shaikh,2024).   

De nouvelle espèces ont été identifiées comme E. anatis chez le canard, E. chapmani chez 

des perdrix chukar (Berto et al., 2022 ; Rotolo et al., 2023), E. labbeana, E.columbarum et 

E.columba ont été trouvées chez les pigeons (Balicka-Ramisz & Pilarczyk, 2014). 

Ce sont des d'organismes unicellulaires appartenant au groupe des apicomplexés, classe des 

sporozoasidea, l’ordre des Eucoccidiorida, sous ordre des Eimerina, Famille des Eimeriidae 

(Schneider, 1875). 

Morphologie du genre Eimeria : 
Les oocystes des Eimeria possèdent plusieurs formes morphologiques variables, allant de la 

forme circulaire à la forme ellipsoïde, en fonction des espèces. L’oocyste est composé d’une 

paroi cellulaire multicouche qui les rend très résistants aux pressions environnementales. Il 

existe deux formes d'oocystes : les oocystes sporulés ou tardifs et les oocystes non sporulés 

ou précoces. Un hôte infecté excrète des oocystes dans l'environnement sous leur forme 

non sporulée. Ces dernières vont subir la sporulation pour la production de sporozoïtes 

forme infectante pour les volières. Les Eimeria renferment 4 sporocystes avec chacun 2 

sporozoïtes. Quelques exemples de différence morphologiques des oocystes sporulés 

d’Eimeria : E. tenella : elle diffère selon l’espèce, car E. tenella a une forme ovale à large, 

environ 21μm de long et 17μm de large avec une paroi à double couche et absence de 

micropyle et présence d’un granule polaire proéminent à l’extrémité antérieur.  E. maxima : 

Elle a les mêmes caractéristiques mais elle est plus grande, cependant E. acervulina est de 

forme ellipsoïde (Mohammed et al., 2023) (Fig.1). 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Unicellulaire
https://fr.wikipedia.org/wiki/Apicomplexa
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Figure (1) : Photomicrographies d’oocystes sporulés d’Eimeria spp. de poulets fermiers x400 

(Juliana et al., 2022) 
(A) Eimeria necatrix ; (B) Eimeria mitis ; (C) Eimeria mevati ; (D) Eimeria tenella ; (E) Eimeria brunetti ; (F) Eimeria acervulina ; (G) Eimeria 
praecox ; (H) Eimeria maxima 
 

Cycle biologique : 

Les parasites de la famille des Eimeriidae ont un cycle biologique monoxène car la 

schizogonie et la gamétogonie se déroulent chez le même hôte et il n y’a pas d’hôte 

intermédiaire ou HI facultatif permettant la survie des sporozoïtes sans prolifération. Tous 

les stades du cycle évolutif se déroulent à l’intérieur des cellules intestinales de l’hôte (cycle 

intracellulaire, Fig.2). Après ingestion des oocystes sporulés, ces derniers sous l’effet des 

sucs gastriques, les sporozoïtes sont libérés dans la lumière intestinale. Les sporozoïtes 

pénètrent dans les entérocytes et se transforme en schizogonie qui après maturation, libère 

les schizontes, qui soient infectent d’autres entérocytes pour une nouvelle génération de 

schizogonie où ils initient la gamétogonie après évolution en gamètes mâle (microgamètes) 

et femelle (macrogamètes). L’union des micro et macrogamètes donne naissance aux 

zygotes qui est les oocystes. Ces derniers sont éliminés en dehors de l’hôte par les fientes 

(Ziam, 2018, Knight et al., 2018). Dans le milieu extérieur, les oocystes vont subir la 

sporulation qui nécessite des conditions environnementales favorables comme l'humidité et 

la température appropriés (Alana et al., 2020).  
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Figure (2) : Cycle évolutif d’Eimeria.spp. (Ziam, 2018) 

 

Les symptômes de coccidiose : Les oiseaux infectés présentent souvent une diarrhée, 

parfois avec du sang ou de la glaire, une diminution significative de l'appétit entraîne un 

amaigrissement rapide, malgré une perte d'appétit, les oiseaux peuvent boire beaucoup 

d'eau. Les oiseaux deviennent faibles et perdent leur vitalité, leur plumage peut apparaître 

ébouriffé ou ternir en raison des pertes en soufre, élément essentiel au maintien de la 

vitalité du plumage (Nguyen et al, 2023). 

 Complications : Un filet de bave peut être visible au coin du bec des oiseaux infectés, et 

des inflammations intestinales et saignements internes peuvent survenir en raison du 

développement des parasites dans l’intestin. En cas de forme aiguë, les symptômes sont plus 

sévères et peuvent inclure des convulsions avant le décès si le traitement n'est pas 

administré rapidement (Nguyen et al, 2023). 

Traitement : Les traitements les plus efficaces contre la coccidiose chez les oiseaux 

incluent l'utilisation d'anticoccidiens tels que les sulfamides ; la sulfadimérazine, les dérivés 

de la pyrimidine Associés à des sulfamides pour empêcher l'utilisation de l'acide folique par 

les parasites, et enfin la toltrazuril (Baycox) Utilisé dans l'eau de boisson pour son action sur 

plusieurs stades du cycle parasitaire (Ahmad et al.,2023). 
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I.a.2. Trichomonas :  

Trichomonas gallinae est un protozoaire flagellé commensale de la partie supérieure du tube 

digestif des oiseaux. Il entraîne une maladie parasitaire appelée la trichomonose. Cette 

maladie affecte principalement les pigeons et les oiseaux de proie, mais peut aussi toucher 

d'autres oiseaux de cage et de volière comme les canaris (Tuska-Szalay, 2022). T. gallinae se 

caractérise par sa structure flagellée, qui facilite sa mobilité (Fig.3). Il se localise dans les 

parties supérieures du tube digestif des oiseaux sans jamais aller au-delà du gésier. 

Cependant des localisations erratiques, foie, poumons, cerveau, cœur, sinus orbital, ont été 

signalées (Girard et al., 2014). 

Des études morphologiques ont montré que T. gallinae est de plus grande taille que les 

autres espèces de trichomonadidae, avec des flagelles distincts et une projection de 

l’axostyle (Martínez-Díaz et al., 2015). 

Les analyses génétiques et morphologiques ont joué un rôle crucial dans la distinction entre 

T. gallinae et d'autres espèces similaires de Trichomonadidae, telles que Trichomonas 

stableri et Trichomonas gypaetinii, qui ont été identifiées chez différents hôtes aviaires 

(Girard et al., 2014, Martínez-Díaz et al., 2015). 

Bien que T. gallinae soit un agent pathogène important chez les espèces aviaires, il est 

important de noter que les infections à Trichomonas n'entraînent pas toutes une maladie 

clinique. Certains oiseaux peuvent être porteurs du parasite de façon asymptomatique, et la 

diversité génétique des souches de T. gallinae suggère une pathogénicité et une spécificité 

d'hôte variables (Tuska-Szalay et al., 2022). 

 
Figure (3) : Trichomonas gallinae chez un pigeon (El khatam et al, 2016) 

 

Cycle biologique : contrairement à d'autres protozoaires, Trichomonas gallinae ne forme 

pas de kystes résistants dans l'environnement, son cycle de vie est direct, impliquant 

uniquement un stade trophozoïte, qui est la forme active, nourrissante et reproductrice du 

parasite (Dirren et al.,2021). La transmission se produit principalement par contact direct, 
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par exemple en cas d'alimentation provenant de la même source ou d'oiseaux parents 

nourrissant leurs petits, la salive, ainsi que par des sources d'eau contaminées, ou lors des 

comportements sociaux comme les bécottements (Dirren et al., 2021).  

Une fois ingérés, les trophozoïtes se multiplient par fission binaire (division asexuée) dans la 

cavité buccale, le pharynx, l'œsophage, et parfois dans le proventricule (première partie de 

l'estomac des oiseaux). Le parasite peut tuer les cellules hôtes par un processus appelé 

trogocytose, au cours duquel il ingère des fragments de cellules hôtes, un mécanisme 

récemment élucidé (Xiang et al., 2023). Les trophozoïtes sont relativement fragiles en 

dehors de l'hôte et ne survivent pas longtemps (Dirren et al., 2021).  

Symptômes : On observe comme symptômes une atteinte oculaire (Fig.4),des lésions 

buccales se présentant comme des Plaques jaunes ou blanches dans la cavité buccale et la 

gorge (Fig.5), une difficulté à avaler, et à déglutir la salive, fientes liquides, une respiration 

bruyante et des sécrétions nasales si l'infection se propage aux voies respiratoires (Bernard, 

2015). 

 
Figure (4) : Symptômes oculaires de trichomonose chez le canari (Tantart, 2015) 

 

 
Figure (5) : Lésions buccales chez un pigeon (wingup.com) 
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 Traitement : Le plus idéal est d’administrer les antiparasitaires de la famille des imidazoles 

tels que le métronidazole (Gómez-Muñoz et al., 2022). 
 

I.a.3. Giardia : 
Giardia est un protozoaire flagellé responsable d’une infection parasitaire appelé Giardiose. 

Deux espèces principales ont été identifiées chez les oiseaux : Giardia psittaci et Giardia 

ardeae, affectant principalement le tube digestif et entraînant des troubles gastro 

intestinaux (Farzin et al.,2023) 

Morphologie : Giardia suit un cycle de vie complexe impliquant à la fois des trophozoïtes 

et des kystes.  Les kystes de Giardia sont ovales (Fig.6) ou en forme de poire, mesurant 

environ 10 à 20 micromètres de long. Ils possèdent une paroi épaisse qui leur permet de 

survivre dans l'environnement après avoir être excrétées dans les fientes facilitant ainsi la 

transmission. Les trophozoïtes sont les formes actives du parasite, en forme de poire et 

mesure environ 9 à 21 micromètres. Ils possèdent quatre paires de flagelles qui leur 

permettent de se déplacer (Sevgisunar et al., 2013 

 
Figure (6) : Kyste de Giardia psittaci chez une perruche ondulée (Sevgisunar et al., 2013) 

Cycle de vie : Les oiseaux ingèrent des kystes présents dans l'eau ou la nourriture 

contaminées. Dans l'intestin, les kystes se transforment en trophozoïtes qui se multiplient. 

Puis les trophozoïtes se transforment à nouveau en kystes qui sont excrétés avec les selles 

pouvant contaminer l'environnement, infectant d'autres oiseaux (Franco et Romeiro., 2013) 

Les symptômes : Les oiseaux souffrants de giardiose présentent des diarrhées, une 

apathie, diminution progressive de l’appétit et du picage et prurit dans certaines parties du 

corps (Franco et Romeiro., 2013). 

Traitement : Aucun médicament n'ait montré une efficacité totale, mais des traitements 

comme le métronidazole ou le fenbendazole peuvent être prescrits par le vétérinaire. Bien 

que les infections à Giardia chez les oiseaux soient préoccupantes, le risque de transmission 
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interspécifique reste limité, car des études indiquent que les espèces aviaires de Giardia 

n'infectent pas facilement les hôtes mammifères (Franco et Romeiro, 2013). 

I.a.4 Cryptosporidies : 
Les cryptosporidies sont des protozoaires responsables de la cryptosporidiose, une maladie 

importante qui touche les oiseaux en cage. Elles appartiennent au genre Cryptospridium, 

caractérisé des oocystes de petite taille difficile a distingue des débris fécaux. Ces oocystes 

sont résistants aux désinfectants usuels (Helmy & Hafez, 2022). 

Les principales espèces affectant les oiseaux sont C. baileyi, C. meleagridis et C. avium, avec 

une virulence et une spécificité de l'hôte variables (Liao et al., 2021). 

Morphologie : les oocystes sporulés sont les principaux stades infectieux, ils sont de petits 

taille, sphériques et ne peuvent être détectés au microscope dans des échantillons fécaux 

(El-Ghany, 2022). Il faut traiter les fientes ou les fèces par la coloration de Ziehl Nielsen afin 

de mettre en évidence les oocystes qui prennent la couleur rouge-rose (Fig.8). La 

transmission entre les oiseaux se fait par voie fécale-orale ou respiratoire (Sivajothi & 

Sudhakara Reddy, 2018). 

La cryptosporidiose est une zoonose mais les transmissions directes entre oiseaux et 

l’homme sont moins courantes que celles impliquant d’autres animaux comme les veaux ou 

les agneaux (Chabbas et al., 2010) 

 
Figure (7) : Oocystes de cryptosporidies colorées par la technique de Ziehl Nielsen (X400) 

(Guyot, 2012) 
 

Symptômes : Les symptômes de la cryptosporidiose incluent la diarrhée, la somnolence et 

la détresse respiratoire, les taux de mortalité variant considérablement (Nakamura & 

Meireles, 2015). Il n'existe pas de traitements spécifiques largement reconnus pour cette 

maladie. Bien que peu efficaces chez les humains et les oiseaux, des médicaments comme le 
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nitazoxanide et la paromomycine ont été utilisés dans certains cas chez d'autres espèces. 

(Checkley et al., 2015) 

I.b. Helminthes : 
 
L’infestation par les helminthes responsables d’helminthoses est parmi les volets les plus 

important en pathologie des oiseaux de cages et de volailles en générale. Ces helminthoses 

peuvent dues soit aux nématodes (vers ronds) aux cestodes (vers plats segmentés) et les 

trématodes (vers plats à un seule segments). Les vers adultes de ces parasitent se localisent 

dans le tube digestif des oiseaux. Les formes larvaires se retrouvent soit dans le milieu 

extérieur, soit chez des hôtes intermédiaires (Ziam, 2018) 

I.b.1. Nématodes:  
Ce sont des vers ronds caractérisés par un corps cylindrique non segmenté. Ils sont pourvus 

d’une cuticule ferme et élastique (Fig. 8) et peuvent ne se contracter ni s’allonger. Ils ont une 

cavité générale dans laquelle flottent les organes et leur système digestif est complet (Ziam, 

2018). 

 
Figure (8): Morphologie générale d’un nématode (dvbiology.org) 

 
I.b.1.1. Capillaria :  
Les Capillaria sont des vers fins et allongés caractérisés par leurs trois bandes bacillaires et 

leurs papilles pré cloacales. Ils infectent principalement les intestins et les caeca des oiseaux, 

des espèces telles que Capillaria anatis et Baruscapillaria obsignata en étant des exemples 

remarquables (Carvalho et al., 2023, Tamaru et al., 2015) 
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Tableau (1) : Quelques espèces de Capillaria et leur hôtes et localisations (Ziam, 2018) 

Famille Genre- espèce Hôtes Localisation 

Capillaridae Capillaria obsignata Poule, faisan, dinde et pigeon caecum 

Capillaria collaris poule caecum 

Capillaria contorta Poule et faisan Jabot et œsophages 

Capillaria anatis Canards  caecum 

Capillaria caudinflata  Pigeon et faisan Intestin grêle 

 

Morphologie : Les vers de Capillaria ont la partie antérieure du corps plus longue et 

légèrement plus large que la partie œsophagienne, ils sont recouverts d'une épaisse cuticule 

et ont une forme allongée. Les œufs de capillaire sont en forme de citron (Fig.9) avec des 

bouchons polaires plats à chaque extrémité (Ziam, 2018). 

 
Figure (9) :  Kyste de coccidie non sporulé et œuf de Capillaria sp. observés au microscope 

(400x) lors d’une flottaison fécale de poule (Larrat, 1999). 
 

Le cycle biologique : Il fait suite à l'ingestion d'œufs larvés du parasite, qui peuvent être 

présents dans l'environnement ou chez les hôtes intermédiaires comme les vers de terre. 

Après incubation dans les fientes, se développe une larve du stade 1, qui mue en stade 2 

puis stade 3 infestant, celle-ci reste dans l’œuf. L’ingestion de l’œuf larvé est suivie d’une 

éclosion au niveau du tube digestif, la larve quitte l’œuf et pénètrent dans la muqueuse 

digestive et subie 3 mues successives pour atteindre le stade adulte.  En fonction des 

espèces de Capillaria, la larve du stade 4 migrent vers le site de localisation qui peut être 

l’intestin grêle, le cæcum, le jabot, l’œsophage où elles mûrissent en adultes. Les œufs 

pondus par les adultes sont ensuite évacués avec les matières fécales, permettant ainsi au 

cycle de se poursuivre (Barathidasan et al., 2014). 

Symptômes : Les oiseaux infectés peuvent présenter des symptômes tels que : la diarrhée, 

une léthargie, une consommation alimentaire réduite, des hémorragies et nécroses de la 

muqueuse intestinale (Malik, 2022 ; Barathidasan et al., 2014). 



 

12 

Traitement : comprend généralement des médicaments antihelminthiques, et un 

dépistage régulier est recommandé pour prévenir les infections sévères (Barathidasan et al., 

2014). De nombreux antihelminthiques classiques à large spectre sont efficaces contre les 

Capillaria, par exemple plusieurs, benzimidazoles (albendazole, fenbendazole, flubendazole, 

mebendazole, oxfendazole, etc..), lévamisole et les macrocyclique lactones 

(e.g. ivermectine). Certains composés à spectre plus étroit sont également efficaces contre 

ces vers, par exemple les dérivés de la pipérazine et le pyrantel (Parasitipedia, 2025). 

I.b.1.2. Heterakis gallinarum :  

C’est un nématode que l'on trouve couramment dans les caeca des gallinacés, y compris des 

poulets domestiques. Il mesure entre 4 et 15 mm de longueur (Fig. 10), et appartient à la 

famille des Heterakidae. Bien qu'il cause généralement une pathologie bénigne, il joue un 

rôle important dans l'industrie de la volaille en raison de son rôle de vecteur du protozoaire  

Histomonas meleagridis, responsable de la maladie de la tête noire (Cupo et beckstead, 

2019). 

 
Figure (10) : Hetekaris gallinarum (Drew, 2018) 

 

Cycle évolutif : Le cycle de vie de H. gallinarum est direct, ne nécessitant pas d'hôte 

intermédiaire, et il est fréquent dans les environnements à forte densité de volailles (Cupo et 

beckstead, 2019). Les animaux infestés rejettent les œufs dans les matières fécales. Ces 

œufs se développent en larves L2 infectieuses en environ 7 à 70 jours, selon l’humidité et la 

température ambiante (2 à 4 semaines à 27°C).  Les oiseaux sont infectés en ingérant ces 

œufs, qui éclosent dans les caeca, où les larves deviennent des vers adultes. Les œufs 

peuvent survivre dans l'environnement pendant de longues périodes (Cupo et beckstead, 

2019). 

Symptomes : En général, H. gallinarum provoque une pathologie légère et n'affecte pas 

significativement les performances des oiseaux (Cupo & Beckstead, 2019). Dans de rares cas, 

https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2440&Itemid=2701
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2513&Itemid=2786
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2512&Itemid=2785
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2515&Itemid=2788
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2514&Itemid=2787
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2517&Itemid=2790
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2499&Itemid=2771
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2413&Itemid=2678
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=2435&Itemid=2717
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elle peut provoquer une typhlite nodulaire, une affection grave caractérisée par des 

granulomes du ceca, comme on l'observe chez les faisans dorés (Kumar et al.,2023). 

 

Traitement : Ils ont le même traitement que les Capillaria sauf la pipérazine et les 

tétrahydropyrimidine qui ne sont pas efficaces contre Heterakis (Drew, 2018). 

La prophylaxie est difficile en raison de l’existence d’hôte intermédiaire (ver de terre) qui 

héberge les œufs du parasite dans son corps. Les antihelminthiques ne peuvent pas être 

distribués au ver de terre pour éradiquer H. gallinarum (Drew, 2018). 

 

I.b.1.3. Ascaris :   
les ascaridioses des oiseaux de cage et de volière sont causées par des nématodes 

notamment Ascaridia galli chez les volailles et Ascaridia columbae chez les pigeons. Ces 

parasites présentent d’importants problèmes de santé (Wehr & Hwang, 2016). Les vers 

adultes peuvent atteindre une longueur de 40 à 50 mm (Fig.11), avec des caractéristiques 

mâles et femelles distinctes observables aux derniers stades larvaires (Wehr & Hwang, 2016; 

Singh et al., 2023). 

 

Cycle d’évolution : Le cycle de vie comporte plusieurs étapes : Les œufs contenant des 

larves au premier stade éclosent en 12 à 15 jours. Les larves se développent en plusieurs 

étapes dans l'intestin grêle de l'hôte, les vers adultes produisant des œufs 37 à 42 jours 

après l'infection (Wehr & Hwang, 2016). La transmission se fait par voie fécale-orale. 

(Höglund et al., 2023). 

 
Figure (11): Ascaride au cours d’une dissection (Kreyenbühl, 2020) 

 

https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=343&Itemid=437
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=343&Itemid=437


 

14 

Symptômes : Les oiseaux infectés présentent des symptômes tels que : Manque d'appétit 

et perte de poids, des plumes ébouriffées et anémie, diarrhée et réduction de la production 

d'œufs (Singh et al., 2023) (Wilson et al., 1999). Ils ont le même traitement que celui des 

capillarias (Parasitipedia, 2025). 

 
I.b.2. Céstodes : 
Ce sont des parasites à corps plat segmenté. Ils sont pourvus de cuticule molle qui leurs 

donne la capacité à se contracter et de se déforme (Fig.12). La cavité générale est absent, le 

corps est rempli d’un parenchyme qui entoure tous les organes et le système digestif est 

incomplet voire absent (Ziam, 2018). 

 
Figure(12): Schéma des organes internes des cestodes (Encyclopedia universalis France, 

2025) 
 

Tableau (2) : Quelque cestodes parasites de l’intestin des oiseaux (Thientpont et al., 
1995) 

Pigeon Poulet, dinde et pintade Faisan et perdrix Oie, canard et 
cygne 

Davainea proglottina, 
Raillietina sp. 
Hymenolepis sp. 
Aporina delafondi 

Davainea proglottina, 
Raillietina sp. 
Hymenolepis sp. 
Choanotaenia 
infundibulum 

Raillietina sp. 
Hymenolepis sp. 
Choanotaenia 
infundibulum 

Echinura 
ubcinata 

Hymenolepis sp. 
Ligula intestinalis 

 

I.b.3.Trématodes 

Ce sont des vers plats qui ont les mêmes caractéristiques que les cestodes (Fig. 13) à 

l’exception de leur corps qui est non segmentés (Ziam, 2018). 
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Figure (13): Coupe longitudinale d’un trématode (Encyclopedia universalis, 2025) 

 

Tableau (3) : Quelque trématodes parasites de l’intestin, le caecum, rectum, le 
cloaque, et l’appareil vésiculaire des oiseaux (Thientpont et al., 1995) 
Pigeon Poulet, dinde, 

pintade 

Faisan, perdrix Oie, canard, cygne Perruche 

Echinostoma sp. 
Echinoparyphium 
sp. 

Echinostoma sp. 
Echinoparyphium 
sp. 
Notocotylus 
attenuatus 

Catatropis 
verrucosa 

Prosthognimus sp. 

Notocotylus 
attenuatus 
Prosthognimus 
sp. 

Echinostoma sp. 
Echinoparyphium 
sp. 
Notocotylus 
attenuatus 

Catatropis 
verrucosa 

Prosthognimus sp. 
Ornithobilharzia sp. 

Notocotylus 
attenuatus 
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Chaptire II: Ectoparasites  
II.a Puces : 
Connus sous le nom scientifique de Ceratophyllus gallinea, ordre des siphonaptères, des 

ectoparasites de volailles et d’oiseaux. Ces puces peuvent infester les oiseaux de cages dans 

des environnements ou l’hygiène est insuffisante ou où les oiseaux sont en contact avec les 

oiseaux sauvages (Appelgren et al, 2016). 

 

Morphologie : Ces puces sont de petite taille (environ 2-3 mm), de couleur brun foncé, et 

possèdent un corps aplati latéralement (Fig.14), ce qui leur permet de se déplacer facilement 

à travers les plumes des oiseaux (Pawełczyk et al., 2020). 

 

Cycle de vie : Les œufs sont pondus dans l'environnement, souvent dans les nids ou les 

litières. Les larves se nourrissent de débris organiques avant de se métamorphoser en pupes, 

puis en adultes prêts à infester les hôtes (Mumcuoglu & T, 1979). 

 

Habitat : Elles passent la majorité de leur temps dans l'environnement (nids, litières), 

sautant sur l'oiseau pour se nourrir de son sang (Franck et Evelyne, 2015). 

 

Symptômes chez les oiseaux infestés : Les piqûres de puces provoquent des 

démangeaisons intenses, poussant l'oiseau à se gratter ou à se picorer excessivement. En cas 

d'infestation sévère, la perte de sang peut entraîner une anémie, surtout chez les jeunes 

oiseaux ou les oiseaux de petite taille. L'inconfort constant peut entraîner du stress et une 

diminution de l'activité générale.  

Les oiseaux peuvent perdre des plumes autour des zones les plus touchées par les piqûres et 

ces puces peuvent également être vectrices de certaines maladies, ajoutant au risque pour 

les oiseaux infectés (Mumcuoglu & T, 1979). 

 
Figure (14) : Ceratophyllus gallinae à l’œil nue ; Puce de nichoir- (le monde des 
insectes.com) 
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Traitement : L'ivermectine peut être utilisée sous forme de gouttes sur la peau comme 

traitement, la terre diatomée qui est une poudre naturelle appliquée sur le plumage et 

l’environnement, et un bain d’eau tiède savonneuse (Franck et Evelyne, 2015). 

 
II.b. Poux : 
Les poux mous ou poux mallophages sont des insectes sans ailes qui se nourrissent 

principalement de débris de peau et de plumes. On a plusieurs espèces tels que : 

II. b.1.Menacanthus spp. : ces poux sont très actifs et peuvent se voir à l'œil nu, se 

déplaçant rapidement à travers les plumes (Kumar, 2023). 

III. Morphologie : Ces poux sont de petite taille, avec un corps aplati, et sont de couleur 

jaunâtre ou brun clair (Fig.15). Ils ont des pièces buccales adaptées pour ronger les plumes 

et la peau de l'oiseau (Kumar, 2023). 

Cycle de vie : pour Menacanthus spp. ainsi que les autres poux, le cycle évolutif se déroule 

en 3 stades : 

- Stade de l'œuf : les femelles pondent des œufs sur les plumes de l'hôte, qui éclosent en 

nymphes. 

- Stade de la nymphe : les nymphes subissent plusieurs mues avant d'atteindre l'âge adulte, 

généralement en quelques semaines. 

- Stade adulte : Les adultes se reproduisent rapidement, ce qui contribue aux pics de 

population pendant les mois les plus chauds (Kumar, 2023). 

 
Figure (15) : Menacanthus spp. sous microscope (John et Sons, 2009) 

 

 

II.b.2. Lipeurus spp. : Appartient à la sous-famille des Ischnocerae. Ces poux se 

concentrent principalement sur les plumes des ailes et de la queue (Mohammed et Ejiofor, 

2015). 
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 Morphologie : Les poux du genre Lipeurus sont de petite taille, avec un corps allongé 

(Fig.16) et aplati. Ils sont bien adaptés pour se cacher entre les barbes des plumes, où ils se 

nourrissent en rongeant les plumes et en consommant les squames cutanées. Leur cycle de 

vie est similaire à celui de Menacanthus spp. (Kumar et al, 2004). 

 
Figure (16): Lipeurus spp.-(The Monster Hunter's Guide to Veterinary Parasitology.com ) 

 

b.3.Columbicola spp. : Souvent trouvés chez les pigeons, mais peuvent également infester 

d'autres oiseaux. Ces poux vivent principalement sur les plumes et peuvent causer des 

dégâts importants au plumage (Salecado, 2013). 

Morphologie : Ces poux sont de petite taille, avec un corps aplati, et sont de couleur 

jaunâtre ou brun clair (Fig.17). Ils ont des pièces buccales adaptées pour ronger les plumes 

et la peau de l'oiseau (Clayton et al, 1999). 

 
Figure (17):  Columbicola spp.-(The Mosnter’s Guide to Veterinary Parasitology.com) 

II.c. Acariens: 
II.c.1. Acariens des plumes : 
II.c.1.1. Dermanyssus gallinae : Connu sous le nom de pou rouge, est un ectoparasite 

des volailles et d’autres oiseaux, cet acarien se nourrit du sang des oiseaux (hématophage), 

causant une anémie, du stress, et parfois même la mort dans les infestations graves. Il est 

surtout actif la nuit (Salim et al., 2023) 

Morphologie : Dermanyssus gallinae est un acarien visible à l'œil nu (Fig 19), initialement 

grisâtre ou blanchâtre. Après avoir ingéré du sang, son corps prend une teinte rougeâtre 

(Fig.18) à noirâtre en raison de la digestion du sang, ce qui lui donne son nom commun de 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Parasitisme
https://fr.wikipedia.org/wiki/Volaille
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"poux rouge". Il est relativement plat et a une forme ovale. Les adultes mesurent environ 0,7 

à 1 mm de long, et ils ont de longues pattes (Salim et al., 2023) 

 
Figure (18):  Dermanyssus gallinae (chicken mite) identifié sous microscope (ESCCAP.fr) 

 Cycle biologique : après s'être nourris, ils se cachent dans des fissures et des crevasses loin 

des sources de lumière, où ils s'accouplent et pondent des œufs. Les acariens progressent à 

travers cinq stades biologiques : œuf, larve, protonymphe, deutonymphe et adulte. Dans des 

conditions favorables, ce cycle de vie peut être achevé en sept jours (Soprano et al., 2014). 

Les jeunes oiseaux sont les plus sensibles. Les acariens peuvent également affecter 

indirectement la santé des oiseaux, car ils peuvent servir de vecteurs pour des maladies 

telles que la salmonellose (Douifi et al., 2018). 

Dermanyssus gallinae peut survivre jusqu'à 10 mois dans un poulailler vide. Cependant, des 

températures supérieures à 45 °C ou inférieures à −20 °C lui sont fatales. Les acariens se 

nourrissent normalement autour de la poitrine et des pattes des oiseaux, provoquant des 

douleurs, des irritations et des démangeaisons, des pustules, des croûtes, 

une hyperpigmentation et une perte de plumes peuvent se produire (Kilpinen et al., 2005). 

 
Figure (19) :  Dermanyssus gallinae visible à l’œil nu (Jeremy,2018) 

 

Traitement : Les ectoparasiticides peuvent être utilisés pour traiter les individus affectés, 

mais doivent être utilisés en rotation pour éviter l'apparition de résistance. Il a été démontré 

dans une étude que les lactones macrocycliques comme l'éprinomectine, la moxidectine ou 

l'ivermectine ont un impact sur la reproduction des acariens et la digestion des repas 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Larve
https://fr.wikipedia.org/wiki/Cycle_de_vie_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Salmonellose
https://fr.wikipedia.org/wiki/Dermatose
https://fr.wikipedia.org/wiki/Cicatrisation
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hyperpigmentation
https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A9sistance_aux_pesticides
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ivermectine
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sanguins bien que d'autres études aient trouvé que l'ivermectine était inefficace, sauf à des 

doses défavorablement proches de celles qui causent la toxicité. L'exposition des acariens 

au dioxyde de carbone à l'aide de glace carbonique et de pulvérisation directe a été 

proposée comme nouveau traitement (Lifschitz et al., 2024). 

II.c.1.2. Orthonyssus sylvarium :  c’est une espèce d'acariens de la famille des 

Macronissydae, ectoparasite obligé des volailles et oiseaux domestiques captifs. Ces acariens 

peuvent provoquer des problèmes dermatologiques et respiratoires chez leurs hôtes 

(Bradely et al., 2017). 

Morphologie : Ces acariens sont petits, mesurant environ 0,5 à 1 mm de longueur, ce qui 

les rend difficiles à voir à l'œil nu. Ils ont un corps allongé et ovale (Fig.20). Leur corps est 

légèrement aplati dorso-ventralement, et est généralement grisâtre ou brun clair, mais il 

peut apparaître rougeâtre ou noirâtre après un repas de sang, en raison du contenu digestif 

visible à travers la cuticule transparente. Ils ont quatre paires de pattes. Les pattes sont 

longues et adaptées pour s’accrocher fermement aux plumes ou à la peau des oiseaux. Les 

pièces buccales sont situées à l'avant de l'acarien et La cuticule est douce et élastique 

(Vezzoli et al., 2016). 

 
Figure (20) : Ornithonyssus sylvarium sous microscope (Canestrini et Fanzago,1877) 

 

Cycle de vie : La femelle pond directement sur son hôte (oiseaux). Les œufs éclosent en 1 à 

2 jours (selon la température et l'humidité).  Les larves issues de l'œuf vont — sans se 

nourrir — évoluer vers un stade nymphal en environ huit heures. La nymphe mord ensuite la 

peau de l'oiseau hôte pour un repas de chair lysée et de sang, pour arriver à maturité 

(adultes) en 4 à 7 jours (Kauffman et al., 2001). Sa présence en quantité anormalement 

élevée peut être source d'anémie grave (voire mortelle), d'une chute de poids et d'une 

diminution de la production d'œufs (jusqu'à 10 % chez les poules pondeuses par ailleurs 

saines) (Hinkie et al., 2018). Ils sont résistants à certains pesticides, pyréthroïdes 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Dioxyde_de_carbone
https://fr.wikipedia.org/wiki/Esp%C3%A8ce
https://fr.wikipedia.org/wiki/Acariens
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ectoparasite
https://fr.wikipedia.org/wiki/An%C3%A9mie
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synthétiques, mais aussi carbamates et organophosphorés. L'oiseau parasité est plus ou 

moins affecté selon la charge parasitaire, mais aussi selon ses capacités immunitaires 

(Martin et Mullens., 2012). 

 

Traitement : Plusieurs insecticides sont actifs sur Ornithonyssus et Dermanyssus. Le 

traitement vise deux objectifs : des locaux, des équipements et de la laitière et les oiseaux 

malades. 

Traitements des locaux, des équipements et de la laitière : 
 
Les locaux et la litière y compris les équipements d’élevage peuvent être pulvérisés par les 

acaricides dont plusieurs formules sont disponibles dans le commerce. On cite certains 

produits comme le carbaryl : 0,5g/m², le tetrachlorfenvinphos : 10 g/m², crotoxyphos 

solution : 0,5 %, le trichloorphon solution : 1 à 2 %, le bromophos émulsion: 0,1 à 0,2 %, le 

Propoxur solution : 1%, l’Amitraz solution : 0,1 à 0,5%, la permethrine solution : 0,05 % et la 

cypermethrine solution : 0,0125 à 0,05 % (Brauneis et al, 2017). 

 

Traitement des oiseaux : 

Il faut prévoir 25 à 50 ml du produit par oiseau. On peut citer le carbaryl poudre à 0,5 %,  le 

tetrachlorfenvinphos solution : 0,5 %, le crotoxyphos solution : 0,25 %, et la Permethrine 

solution : 0,05% (Anah, 2024). 

  

II.c.2. Acariens des pattes : 
II.c.2.1.Knemidocoptes pilae : c’est une espèce d’acarien qui infecte la peau ou les 

follicules de plumes des oiseaux, en particulier les psittacines comme les perruches, 

provoquant une gale connue sous le nom de « gale squameuse » (Kim et al., 2015). 

Cycle de vie : Les femelles vivipares forment des tunnels dans l'épiderme où elles donnent 

naissance à des larves à six pattes, qui se développent en deux stades nymphaux à huit 

pattes à partir desquels les adultes muent (Velden et al., 2017). 

Morphologie : L'acarien mesure entre 350 et 450 μm x 280 à 380 μm chez les femelles et 

200 à 240 μm x 145 à 160 μm chez les mâles. Les quatre paires de pattes sont courtes et 

trapues et comportent cinq segments (Fig.21). Aux extrémités des extrémités, les mâles ont 

des pinces et des ventouses non articulées, tandis que les femelles ont des griffes (Kim et al., 

2015). 
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Figure (21) : Knemidocoptes pilae observé sous microscope (Fürstenberg,1967) 

 

Symptômes : Il creuse des galeries dans la peau non emplumée des oiseaux, provoquant 

des lésions disgracieuses, inconfortables et potentiellement mortelles, les oiseaux infectés 

présentent généralement des encroûtements blancs, poreux et proliférants impliquant les 

coins de la bouche, le cire, le bec et occasionnellement la région péri-orbitale, les pattes ou 

le ventre. De grandes quantités d'écailles et de croûtes à l'aspect de nid d'abeille peuvent 

être observées sur le bec de l’oiseau, ses pattes ou autour de ses yeux. Les oiseaux 

gravement atteints ont généralement un bec supérieur très long et croustillant et des orteils 

épais (Kim et al., 2015). 

 

Traitement : Les lésions réagissent bien aux applications quotidiennes d'huile minérale sur 

toutes les zones où les acariens sont susceptibles de se trouver. Confère le traitements des 

Dermanyssus et Ornithonyssus 'huile a tendance à détacher les croûtes, qui doivent être 

soigneusement éliminées. Pour le traitement des oiseaux, on utilise des sprays et des 

poudres spécifiques pour les oiseaux, tels que ceux contenant la perméthrine. L’ivermectine 

est également utilisée par voie topique pour traiter l'infestation. Il est recommandé d’isoler 

les nouveaux oiseaux avant de les introduire dans une volière commune pour prévenir la 

propagation des acariens (Kim et al.,2015). 

 

II.c.2.2.Knemidocoptes gallinae : c’est une espèce d'acarien qui parasite les oiseaux, en 

particulier les gallinacées. Il est connu pour causer une maladie appelée « gale de la poule » 

ou « gale des oiseaux de basse-cour » (Velden et al.,2017). 

Morphologie : Knemidocoptes gallinae est un acarien de petite taille, mesurant environ 0,5 

mm de longueur. Il a un corps ovale et est doté de quatre paires de pattes. Les femelles sont 
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plus grandes que les mâles et ont un corps plus arrondi. Ils ont le même cycle de vie que K. 

pilae et provoquent les mêmes symptômes (Velden et al.,2017). 

 
Chapire III: méthodes préventives  
III.1. Vaccination : Le but de toute vaccination est de stimuler l’immunité contre un agent 

pathogène spécifique en exposant l’animal à un antigène contrôlé. Ce but est généralement 

atteint, mais aucun vaccin n’assure une protection de 100% des animaux vaccinés. En 

collectivité, cependant, si la vaccination est effectuée sur 70 à 80% des individus, les autres 

sont alors protégés (on a donc tout intérêt à vacciner les reproducteurs pour protéger les 

jeunes avant qu’ils soient suffisamment âgés pour être vaccinés à leur tour) (Dehay, 2006).  

Actuellement, il n'y a pas de vaccin disponible dans le commerce contre les helminthes et les 

acariens. En revanche, un vaccin contre les Eimeria existe et donne de bons résultats. Son 

utilisation chez les oiseaux de cage reste problématique à cause du conditionnement. En 

règle générale, le vaccin est disponible en flacon de 1000 doses (Chen et al., 2023). 

 

III.2. Hygiène : L’hygiène correspond à un ensemble de mesures prises pour empêcher 

l’apparition de maladies dans l’élevage. Ces mesures visent à limiter au maximum la 

présence d’agents potentiellement pathogènes dans le milieu, ainsi que leur multiplication 

et leur transmission. Il est préférable de pratiquer une hygiène rigoureuse de façon 

préventive plutôt que de devoir revoir ses méthodes après l’apparition d’une maladie dans 

l’élevage. L’environnement doit être le plus propre possible, qu'ils s'agissent des matériels, 

des logements ou des différents équipements (Ritchie, 1995). 
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PARTIE EXPERIMENTALE: 

 

CHAPITRE I: 

I.1.- Objectif de l’étude : 

Ce travail s’intéresse à l’étude des parasites chez les oiseaux de cages et de volières. Les 

expérimentations ont été effectuées durant le mois de mars 2025 dans la région de Blida et 

d’Alger. Dans ce présent chapitre, une contribution à l’étude des parasites des oiseaux de 

cages et de volières est réalisée pour détecter la présence ou l’absence des ectoparasites et 

endoparasites, les identifier dans le cas de leur présence, calculer leurs prévalences et des 

analyses statistiques sont appliqués sur les résultats obtenus. 

 

Questionnaires destinés aux vétérinaires : 

Pour tenter de cerner les problèmes parasitaires et les motifs de consultation incitant les 

propriétaires a solliciter la prise en charge médicale de leurs oiseaux-compagnon, un 

formulaire sous « google forme » a été confectionné et partagé sur les réseaux sociaux du 

1er Mars au 31 Mars 2025. Le questionnaire est dirigé aux vétérinaires praticiens et reprend 

5 questions principales notamment : les races d’oiseaux les plus rencontrés chez les 

propriétaires, les motifs de consultation, les parasites les plus rencontrés chez les oiseaux, 

les diagnostics et les facteurs de risques potentiels.  

I.2. - Animaux d’étude 

I.2.1. Collecte de fientes chez les oiseaux de volière : 

Le tableau (4), montre le nombre de volière, le nombre d’oiseaux par volière et le nombre de 

fientes prélevés par volière. Il a été prélevé 20 fientes sur un total 130 animaux soit 8 

faisans, 6 Perdrix Choukar et 6 Perdrix Gambra.  

 

Tableau (4) :  Nombre d’oiseaux de volière prélevés au niveau du centre cynégétique de 

Zeralda 
Nombre de volières Nombre d’animaux par volière Nombre de prélèvements 

Volière 1 80 Phasianus colchicus 8 

Volière 2 20 Perdrix choukar 6 

Volière 3 30 Perdix gambra 6 

Total 130 20 

 

I.2.2. Collecte de fientes chez les oiseaux de cages : 
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On a effectué des prélèvements de fientes sur 3 élevages situés à Bouinane et Baba Ali et El 

Harrach. Les prélèvements ont été effectués une seule fois par mois et par élevage. En 

fonction de la disponibilité des propriétaires d’animalerie à coopérer un taux de 60% des 

cages ont été prélevées chez chaque éleveur. Le nombre de cages prélevées par éleveurs et 

le nombre d’oiseaux par cages sont repris dans le tableau (5). 

Tableau (5): Nombre d’oiseaux de cages prélevés par élevage. 

 Espèces d’oiseaux Nombre d’échantillons par espèce Nombre d’échantillons par 
élevage 

Bouinane 

Gabonais 4  
 

21 
Canaris 8 

Inséparables 2 

Chardonnerets 5 

Perruches 2 

Baba Ali Perruches 9  
 

24 
Callopsittes 1 

Perroquets 1 

Chardonnerets 9 

Canaris 5 

El 
Harrach 

Perroquets 2  
16 Chardonnerets 5 

Canaris 5 

Perruches 4 

 

  
Figure (22) : Perdrix gambra (A) et Perdrix choukar (B) (photo personnelle) 
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Figure (23): Faisans (Phasianus colchicus) mâles et femelles (photo personnelle) 

 

I.2.3. Alimentation : 

L’alimentation des oiseaux au centre cynégétique est à base de concentré, contenant du 

maïs, des tourteaux de soja, des complexes minéraux et des vitamines (Fig.25). Pour les 

oiseaux de cages, l’alimentation est à base de fruits, légumes et mélange de graines : Périlla 

(Perilla frutscens), petit tournesol (Helianthus annuus), onagre (Oenothera biennis), lin 

(Linum usitatissimum), chia (Salvia hispanica), plantain (Plantago major), Ray-grass (Lolium 

perenne), millet jaune (Panicum miliaceum) et rouge (Setaria italica), niger (Guizotia 

abyssinica), navette(Brassica rapa), avoine pelée (Avena sativa), chanvre (Cannabis sativa) 

(Fig.24) 

  
Figure (24): L’aliment de base chez les oiseaux du centre cynégétique (A) et ses 

composants (B) (Boumendjel et Bellarbi, 2024) 
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Figure (25): Les aliments utilisés pour l’alimentation des oiseaux de cages en Algérie 

(photos personnelles) 

 

I.3.- Matériel : 

Le matériel utilisé pour la collecte des fientes et des ectoparasites est repris dans le tableau 

(6). 

  

Tableau (6) : Matériel utilisé durant la période d’expérimentation 

Etapes   Matériel 
 

Collecte des ectoparasites et des fientes 
Pince 
Des gants  
Spatule 

 
Préservation des échantillons 

(Conservation) 

Des tubes de conservation 
Etiquettes et stylo 
Glacière 
Congélateur 

 
 
 

Identification des parasites 

Microscope optique 
Lames et lamelles 
Boites de Pétries 
Mortier et pilon + passoire 
Pipette Pasteur 
Chlorure de sodium (NaCl) 
Dichromate de potassium (K2Cr2O7) 

I.4.- Méthodes : 

I.4.1- Collecte et conservation des fientes : 

Les fientes ont été prélevées à l'aide d'une spatule dans les cages et mis dans des tubes en 

plastique et conservées à sec (Fig. 26 A). Les fientes ont subi un examen 

coproparasitologique au laboratoire dans les heures qui suivent les prélèvements. Les 

échantillons doivent être congelés si l’analyse au laboratoire se fera les 24 h ou plus suivant 

le prélèvement (OIE, 2008). 
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Figure (26) : Collecte de fientes fraîches (A) et leur conservation à froid (B) (photos 

personnelles) 
I.4.2.- Collecte et conservation des ectoparasites : 

La collecte des ectoparasites est réalisée selon les étapes suivantes :  
1) Rechercher les ectoparasites sur différentes parties du corps des oiseaux (ails, cou, 

plumes du corps (Fig.27 A et B). 

2) Rechercher les ectoparasites dans les nids, les accessoires et les recoins des cages (Fig. 27 

C et D)) 

3) Enlever les ectoparasites à l’aide d’une pince et les mettre dans des tubes contenant 

d'éthanol à 70 % pour la conservation. 

Nota Bene : Ne jamais mélanger les parasites de différentes espèces d'oiseaux dans un seul 

tube. Il est important d'indiquer les hôtes recherchés même si aucun parasite n’a été 

recueilli (Pritchard et al., 1982). 
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Figure (27): Recherche des ectoparasites dans les différentes parties du corps des oiseaux (A 

et B) et sur les accessoires des cages (C et D) (photos personnelles) 

I.4.3.- Identification des endoparasites :  

Dans le but de rechercher des endoparasites dans les fientes des oiseaux de cages et de 

volières, 2 techniques ont été utilisées au niveau du laboratoire central vétérinaire à 

l’Institut Nationale de la Médecine Vétérinaire à Alger : La technique d’enrichissement par 

flottaison (coproscopie qualitative) et la technique de sporulation des coccidies. 

 

A. La technique d’enrichissement par flottaison :  

Principe : c’est une technique utilisée pour les œufs de nématodes qui sont peu lourds. Son 

principe consiste à diluer les fientes dans une solution de forte densité. Dans le cas de cette 

étude, on a choisi la solution de NaCl qui permet la flottaison des éléments parasitaires 

(Tamssar, 2006).  

 Mode opératoire : 

- Une petite quantité de 3 g de matière fécale est déposée dans un mortier avant d’y ajouter 

20 ml de solution de flottaison. 

 - La solution et les fientes sont triturées et mélanger à l’aide d’un pilon jusqu’à l’obtention 

d'une émulsion homogène (Fig.28 A). 

- Filtrer le mélange a travers une passoire sous laquelle on dépose un récipient (Fig.28 B). 

- Verser le filtrat dans des tubes à essai jusqu’à obtention d’un ménisque supérieur convexe. 

S’il n’y a pas assez de mélange pour remplir le tube, il est possible d’ajouter un peu de 

liquide de flottaison frais (Fig.28 C). 

- Crever les bulles d’air à la surface s’il y a lieu (Fig.28 D). 

- Déposer délicatement une lamelle sur chaque tube et laisser au repos pendant 20 minutes 

(Fig.28 E). 
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- Récupérer la lamelle et poser sa face inférieure sur une lame. 

- Observer au microscope optique (G x10, x40) (Fig.30 F). 

 

 

 

   
Figure (28) : Etapes de la technique de flottaison (photos personnelles) 
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B. Technique de sporulation des coccidies : 

Principe : Il s'agit d'une technique de maturation des oocystes d'Eimeridae en vue de 

pouvoir discriminer morphologiquement les différents espèces présentes dans les matières 

fécales (Toure et al., 2014). 

 Mode opératoire : 

Étaler les matières fécales dans une boite de pétri découverte pour une aération 

satisfaisante. Les matières fécales sont également mélangées dans une solution de 

Dichromate de potassium. Et laissées à la température de laboratoire pendant quelques 

heures avec agitation manuelle (Fig.29 A) 

- L'échantillon de matières fécales est ensuite écrasé dans un mortier afin de permettre la 

libération du maximum d'œufs des débris enchevêtrés. 

 - Quelques millilitres d'eau distillée sont rajoutés au fur et à mesures de l'écrasement par le 

pilon (Fig.29 B) 

 - Tamiser en plusieurs séquences le mélange dans une passoire, afin d’extirper le maximum 

de déchets et de détritus (Fig.29 C) 

 - Une quantité de 3g de matière fécale reçoit 20ml de NaCl dans un tube à essai afin de 

mettre en œuvre la flottaison (Fig.29 D). 

 - Déposer délicatement une lamelle sur le tube et laisser au repos (Fig.29 E) 

 - Après 5 minutes de flottaison, Récupérer la lamelle et poser sa face inférieure sur une 

lame en vue de l'observation au microscope (x10, x40, Fig.31 F). 
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Figure (29): Etapes de la technique de sporulation des coccidies (photos personnelles) 

 

NB: dans les deux tehchniques, il faut bien étiqueter les souches et désinfecter le matériel 

avec de l’eau de javel après usage. 

II.5. Exploitation des données par les indices parasitaires : il est nécessaire de calculer un 

indice parasitaire très important après toute études de parasitisme pour s’informer sur le 

taux d’infestation et connaître l’espèce parasitaire les plus dominante (Baines et Shaw, 

2024). 

II.5.1. Prévalence (P) : C’est le rapport du nombre d’hôtes infestés (N) par une espèce 

donnée de parasite sur le nombre d’hôtes examinés (H) ; elle est exprimée en pourcentage : 

 P (%) = (N/H) x 100 (Baines et Shaw, 2024). 
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CHAPITRE II : Résultats et discussion : 
II.1. Résultats du questionnaire : 

Races d’oiseaux en consultation vétérinaire : 

On observe que la race la plus reçus en cliniques est les canaris avec un pourcentage de 33%, 

ensuite les perroquets à 31%, puis les chardonnerets, les perruches et les calopsittes avec les 

pourcentages respectifs de 17%, 14%, et 5% (fig.30) 

 

Figure (30) : Oiseaux de volières les plus reçus en consultation 

 

Motifs de consultation : 

On note que le symptôme le plus remarqué par les vétérinaires est la chute de plumes qui 

est un signe clinique majeur des ectoparasitoses, puis la léthargie, la diarrhée et la baisse 

d’appétit qui sont tous des conséquences des parasitoses internes surtout digestives (fig.31). 

 

Figure (31): Motifs de consultation les plus fréquents en clinique vétérinaire des oiseaux de 

cages et de volières 

 

 

0

5

10

15

20

25

30

35

chute de plumes diarrhée baisse d'appétit léthargie et feblesse

N
o

m
b

re
s 

d
e 

vé
té

ri
n

ai
re

s

33%

31%

17%

14%

5%

Canaris

Perroquet

Chardonneret

Perruche

Calopsitte



 

 
 

34 

Diagnostics cliniques :  

Les ectoparasitoses et endoparasitoses les plus fréquemment diagnostiquées représentent 

un taux de 43% et 19% respectivement. Les autres atteintes comme les maladies oculaires, 

les fractures et les kystes plumeux expriment les pourcentages suivants de 17%, 15% et 6% 

respectivement (fig.32). 

 

 

 

Figure (32) Maladies les plus rencontrées en clinique des oiseaux de volière et cages 

 

Les parasites prévalents chez les oiseaux de cages : 

Un taux de 67% des vétérinaires praticiens ont constaté que la majorité des oiseaux 

présentés en consultation avaient deux types d’infestations parasitaires. Les gales due à 

Knemidocoptes spp représentent un taux d’infestation de 43%, dont l’expression clinique est 

dominée par la chute de poils, le bec crouteux etc…  Les phtiriases ont été rapporté avec un 

taux de 24%. En revanche, d’autre praticiens ont constaté que les oiseaux présentés en 

consultation soufrent de coccidiose et présentent des diarrhées (fig.33). 
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Figure (33) : Parasites les plus trouvés par les vétérinaires 

 

Facteurs de risques liés aux parasitoses des oiseaux de cages : 

La majorité des praticiens ont constaté que le facteur qui présente plus souvent un risque 

sur la santé des oiseaux est le manque d’hygiène, qui est la cause principale de l’apparition 

des parasitoses (fig.34). 

 

Figure (34) : Facteurs de risque affectant le bien être des oiseaux 

 

II.2. Résultats de l’étude clinique des oiseaux prélevés dans les 3 élevages: 

Après avoir examiné les différentes espèces d’oiseaux dans l'élevage, on a pu trouver des 

symptômes qui peuvent être signes de parasitoses. Parmi les symptômes, nous avons 

observé une diarrhée verdâtre (fig. 35), des démangeaisons intenses associées à une chute 

de plumes (fig. 36), un état de ballonnement avec faiblesse et léthargie (fig. 37), 

hépatomégalie (fig. 38) et enfin un ventre rouge (fig.39). 
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Figure (35): Diarrhée verdâtre chez un perruche (photo personnelle) 

 

 
 

  
Figure (36): Chute de plumes chez un chardonneret (photo personnelle) 
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Figure(37): Ballonnement et léthargie chez un chardonneret (photo personnelle) 
 

  

Figure (38): Hépatomégalie chez un chardonneret (photos personnelles) 

  
Figure (39) : Ventre rouge et distendu chez un chardonneret (photos personnelles) 

 

Selon Cécile et al. (2009) et Lezzar (2017) et à partir des symptômes observés chez les 

oiseaux examinés (Fig. 35, 36,37, 38, et 39), certaines parasitoses sont suspectées et 

représentées dans le tableau (7) 

Tableau (7) : certaines parasitoses chez les oiseaux examinés 

Symptômes Type de parasitose parasitose Espèces hôtes 

- Inappétence  

- Ballonement 

- Diarrhée mucoïde 

verdâtre  

- Amaigrissement 

-Léthargie 

 

 

Parasitose digestive 

 

Coccidiose digestive 

 

 

Chardonneret et 

Canaris 

 

 

Nématodoses 
(capillariose ou 
ascaridiose) 

- État d’énervement  

- Grattage 

-Anémie 

Parasitose cutanée Acaridose  Perruches, canaris et 

chardonnerets 
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- Chute de plumes au 

niveau de la tête et 

le cou 

 

Calvitie 

Chardonnerets 

- Chute des plumes 

- Démangeaison et 

croûtes 

-Irritation de la peau 

 

 

Phtiriose 

 

Chez les perruches 

 

 

II.3. Identification des endoparasites dans les fientes 

Après l’examen coprologique des fientes des oiseaux, on a observé des œufs des parasites 

suivants :  

Chez les oiseaux de cages : Eimeria spp. (70%), Ascaridia spp. (22%), Capillaria spp. (8%). 

Chez les oiseaux de volières : Eimeria spp. (68%), Syngamus trachea (18%), Capillaria spp. 

(12%), Heterakis  gallinarum (2%). 

  

Figure (40): Oocystes non sporulés d’Eimeria spp. observés sous microscope avec un 

contenue granuleux et homogène chez un canaris Gx40, x100 (photos personnelles) 
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Figure (41): Oocytes sporulés d’Eimeria spp. contenant 4 sporocytes Gx40 chez un canari 

(photos personelles) 

 

 

  
Figure (42): Syngamus trachea chez les faisans Gx40, x100 (photos personnelles) 

 

Syngamus trachea: c’est un nématode strongylidé qui infecte principalement les voies 

respiratoires de diverses espèces d'oiseaux, en particulier chez les populations jeunes et 

stressées. Ce parasite a été documenté chez de nombreux hôtes aviaires, notamment des 

cigognes, des faisans et des aras (Paula et al., 2018). 

Les oiseaux infectés présentent souvent de graves problèmes respiratoires, tels que de la 

dyspnée et des éternuements, en raison d'une irritation trachéale et d'une inflammation 

causée par le parasite. Des études ont montré que S. trachée contribuait de manière 

significative à la mort des cigognes blanches infectées, les lésions indiquant de graves lésions 

des voies respiratoires (Meister et al., 2022). 

Même les infections subcliniques peuvent réduire l'état corporel des faisans, affectant ainsi 

leur survie et leur succès reproductif. La dynamique de transmission est influencée par des 

facteurs tels que la densité de peuplement et l'humidité du sol, qui influent sur la survie et 

les déplacements des larves (Gethings, 2018). 
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Morphologie : comme on l’a observé sous microscope, les œufs sont de forme ovale, 

mesurent environ 80 à 90 µm de longueur et 40 à 50 µm de largeur, avec une coquille 

épaisse caractéristique souvent décrite comme étant operculé. Leur morula est composé de 

8 à 16 blastomères (Paula et al., 2018). 

Un parasite respiratoire retrouvé dans les fientes?  

les œufs ne se développent pas au-delà du stade de 16 cellules chez l'hôte ; ils ont besoin de 

conditions extérieures pour mûrir. Les œufs sont excrétés dans les matières fécales et 

peuvent devenir des larves infectieuses dans de l'eau bien aérée à environ 25 °C en une 

semaine (Ortlepp, 1923). 

  

Figure (43):  Œufs de Capillaria sp. observés sous microscope Gx10 et x100 chez un 

Perdrix(photo personnelle) 

  
Figure (44): Œufs d’Ascaris sp et Eimeria sp chez un perroquet Gx40 (photo personnelle) 
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Figure (45): 3 types de parasites dans le même prélèvement Gx40 chez un faisan (photos 

personnelles) 

A: Capillaria spp.     B: Heterakis gallinarum      C: Eimeria spp. 

 

II.4. Prévalences des différents parasites infestant les oiseaux :   

Le tableau (8)  montre les taux des différents parasites digestifs et respiratoires infestant les 

oiseaux de cages et de volières. L’infection par les Eimeria sont les plus dominantes chez les 

oiseaux de cages 49,1% et de volières 60%. Les ascarides ont été diagnostiqué seulement 

chez les oiseaux de cages avec une prévalence de 29,5%. Capillaria ont été mis en évidence 

aussi bien chez les oiseaux de cages et de volières avec des prévalences respectives de 8,1% 

et 35%. S. trachea et H. gallinarum ont été diagnostiqué avec des prévalence de 15% et 5% 

chez les oiseaux de volières. 

Tableau (8) : Prévalences des parasites retrouvés chez les oiseaux de cages et de volières  

Oiseaux/parasites Eimeria spp Ascaridia 

spp 

Capillaria 

spp. 

Syngamus 

trachea 

Heterakis 

gallinarum 

Oiseaux de 

volières 

60% 

(12/20) 

0% 35% 

(7/20) 

15% 

(3/20) 

5% 

(1/20) 

Oiseaux de cages 49,1% 

(30/61) 

29,5% 

(18/61) 

8,1% 

(5/61) 

0% 0% 

Totalité des 

oiseaux 

51,8% 

(42/81) 

22,22% 

(18/81) 

14,8% 

(12/81) 

3,7% 

(3/81) 

1,23% 

(1/81) 
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Le tableau (9) montre les prévalences parasitaires calculés pour chaque espèce de oiseaux. 

On remarque que les faisans ont été les plus infectés avec une prévalence de 87.5%, suivi 

par les perdrix 66.6%, les chardonnerets 57.5%, les perroquets 57.1%, les callopsites 55.5% 

et les perruches 50%. Les canaris ont une prévalence parasitaire de 38.8% relativement 

faible par rapport aux autres espèces et enfin les inséparables n’ont pas été parasités. 

 

Tableau (9): Prévalences parasitaires chez toutes les espèces hôtes examinés 

 

L’hôte  

 

Nb d’hôtes 

examinés 

 

Nb d’hôtes 

parasités 

 

Nb d’hôtes non 

parasités 

 

P (%) 

chardonneret 19 11 8 57.5% 

canaris 18 7 11 38.8% 

perroquet 7 4 3 57.1% 

perruche 6 3 3 50% 

callopsite 9 5 4 55.5% 

inséparables 2 0 2 0% 

perdrix 12 8 4 66.6% 

faisan 8 7 1 87.5% 

 

II.5. Discussion globale :  

Sur base du questionnaire distribué aux vétérinaires cliniciens, notre étude a montré que les 

cas cliniques les plus fréquents en pratiques vétérinaires des oiseaux de cages sont dues au 

parasitisme externe et interne, dont les motifs de consultation incluent les diarrhées, la 

chute de plumes, les démangeaisons et la léthargie. Ces résultats ont été appuyés sur nos 

observations dans certaines animaleries. Cette situation a été attribuée principalement au 

manque d’hygiène, le stress due aux grands effectifs et les cohabitations (Gorrin et al, 2018). 

La présence de signes de calvitie chez les oiseaux peut être attribué aux phtiriases et 

mycoses. Cependant, aucun ectoparasite n’a été identifié chez les oiseaux de la présente 

étude. Il est probable que la petite taille des poux contribué à la difficulté de mise en 

évidence associe à l’emploi des insecticides par voie local qui a coïncidé avec notre étude. Il 

est important de noter que certains propriétaires d’animaleries mettent à la disposition de 
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leurs clients des médicaments antiparasitaires à usage vétérinaire notamment ceux a base 

des ivermectines (fig.46). Il est également important de noter que certains signes cliniques 

notamment cutanés comme la calvitie peuvent apparaître dues aux carences alimentaires 

particulièrement le souffre qui joue un rôle prépondérant dans la composition des acides 

aminés soufrés qui constituent la base de la composition des plumes chez les oiseaux 

(Deschutter et Leeson, 1986 ). 

 

 
  

Figure (46): Produit antiparasitaire vendus par une animalerie (photos personnelles) 

 

Concernant les endoparasites, La plupart des oiseaux de cages et de volières ont été 

parasités par des oocystes d’Eimeria spp. avec une prévalence de 51,8%. Ce parasitisme a 

protozoaires peut être en coïnfection ou associé à d’autres parasites helminthiques surtout 

les nématodes particulièrement Ascaridia spp. et Capillaria spp. Nos résultats sont similaires 

a ceux rapportes par Carrera-Jativa et al. (2018) qui stipulent que ces parasites sont 

fréquents chez les oiseaux en captivité et en liberté comme rapportés par Coroian et al. 

(2024) en Romanie qui signalent des prévalences de 24.8% pour Eimeria spp. et 25.5% pour 

Ascaridia galli.  

Il a été rapporté que la présence d’Eimeria spp. dans les fientes d’oiseaux est très fréquente 

et ne signe pas toujours une coccidiose chez les oiseaux, d’autant que ces derniers sont des 

hôtes naturels des Eimeria. Ces protozoaires font partie du microbiote intestinale et le 

déréglément du milieu intestinale associé à un déséquilibre de la relation hôte-parasite 

favorise une multiplication des Eimeria qui peuvent causer des coccidioses (Madlala et al., 

2021). Tout cela explique pourquoi on parle de « parasitisme » dans ce cas et pas de 

«parasitose» (Omolade, 2018) 
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Nous avons mis en évidence les œufs de Syngamus trachea, parasite des voies respiratoires 

particulièrement la trachée, dans les fientes des faisans sans aucuns signes cliniques 

respiratoires évident, il est probable qu’il s’agit d’une infestation légère ou débutante. Le 

type d’infestation est difficile à déterminée avec exactitude en l’absence d’une coproscopie 

quantitative par la méthode de Mac Master (Vadlejch et al.,2011). L’absence d’un état 

clinique est en faveur d’un portage asymptomatique par des oiseaux adultes ou 

immunocompétents (Zamorena et al,2024). Nos résultats sont similaires à ceux rapporté en 

Moldavie par Zamornea et al. (2024) qui stipulent que Syngamus trachea comme l'une des 

sept espèces de nématodes affectant les faisans, soulignant sa présence générale. 

 

Heterakis gallinarum a rapporté avec une prévalence de 5% chez les oiseaux de volières 

particulièrement la perdix.Nos résultats corroborent ceux rapporté chez les dindons 

sauvages en liberté et les faisans à col cerclé en captivité en Pennsylvania (Greenawalt et al., 

2024). Ce parasite représente un réel danger pour la santé des gallinacés par son action 

pathogènes et sa capicaité à jouer le rôle de réservoir et d’hôte intermédiaire dans la 

transmission d'Histomonas meleagridis responsable de l'histomonose, « maladie de la tête 

noire », maladie grave qui provoque de pertes économiques considérables dans les élévages 

des galliformes surtout les dindons d’élevage (Clark et Kimminau,2017). 

 

Conclusion : 

les parasites internes et externes représentent une menace majeure pour la santé des 

oiseaux de cages et de volières, pouvant entraîner des troubles cliniques variés, une baisse 

de l’immunité, voire la mort en l’absence de prise en charge appropriée. Cette étude 

apporte des informations sur les populations parasitaires retrouvées chez les oiseaux dans la 

région d’Alger et de Blida (Eimeria spp, Capillaria spp, Ascaridia  spp, Syngamus trachea et 

Heterakis gallinarum), et les résultats qu’on a obtenus confirme que Les oiseaux étant des 

espèces très sensibles, nécessite une suivi médical régulier. 
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Recommandations :  

Pour prévenir les infestations par les endoparasites et les ectoparasites chez les oiseaux de 

cages et de volières, une hygiène rigoureuse de l’environnement est essentielle. Il est 

recommandé de nettoyer régulièrement les cages, volières, perchoirs, mangeoires et 

abreuvoirs avec un désinfectant adapté, tout en veillant à changer la litière fréquemment 

pour éviter l’accumulation d’humidité et de matières fécales, favorables au développement 

des parasites. Une surveillance régulière de l’état des plumes et de la peau, notamment 

autour du cloaque, du cou et sous les ailes, permet de détecter rapidement la présence 

d’ectoparasites tels que les poux ou les acariens. En prévention, l’usage de poudres ou de 

sprays antiparasitaires spécifiquement conçus pour les oiseaux est conseillé, tout comme 

l’éloignement des sources de stress qui affaiblissent leur système immunitaire, en addition 

au vaccin contre la coccidiose qui est strictement nécessaire pour les oiseaux d’élevage. 

Enfin, un vermifuge adapté administré périodiquement sous contrôle vétérinaire permet de 

limiter les risques liés aux parasites internes. 
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