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Introduction   

Les oiseaux font partie intégrante de presque tous les écosystèmes et il n’est donc pas 

surprenant qu’ils se retrouvent couramment dans les foyers et les zoos du monde entier 

(PAPINI et al., 2012). 

 Les espèces aviaires sont généralement maintenues en captivité pour le plus grand plaisir des 

propriétaires. L'oiseau de compagnie est généralement classé comme un animal interactif qui 

reconnaît le propriétaire et un lien humain-animal se développe (TULLY, 2009). Selon  

BOSERET et al., (2013) ; ZAHOOR et al., (2018), le terme «oiseau de compagnie» désigne 

les oiseaux hébergés et élevés pour un usage exclusivement ornemental. Cette catégorie 

comprend principalement les passeriformes (canaris, pinsons), également appelés oiseaux 

chanteurs, et les psittaciformes (perroquets, perruches, amoureux). 

Les oiseaux captifs sont des oiseaux en cage vivant dans des conditions artificielles (NIJILA 

et al., 2018). Certains de ces oiseaux sont importants pour l'homme sur le plan économique et 

pour d'autres animaux et plantes, car ils servent de source de nourriture, de pollinisateurs et 

sont de bons indicateurs de certains événements se produisant dans l'environnement 

(RUPPERT et al., 2004) 

Les infections parasitaires chez les oiseaux sont omniprésentes, même lorsqu'elles sont 

présentes en faible quantité, peuvent provoquer des maladies infra-cliniques (BADPARVA et 

al., 2014). les maladies parasitaires jouent un rôle important dans la morbidité et la mortalité 

des oiseaux de compagnie et sont considérées comme une source de pathogènes pour le public 

(SIVAJOTHI et SUDHAKARA-REDDY, 2018) 

Presque toutes les espèces d'oiseaux captifs souffrent d'infestation par les ectoparasites 

(LOYE et CARROL, 1998 ; NJILA et al., 2018). Les effets néfastes des ectoparasites 

exercent une pression de sélection sur l'hôte aviaire (MOLLER et LOPE, 1990 ; NJILA et al., 

2018) en réduisant la survie et la croissance des oisillons, en influençant l'évolution de la 

coloration des oiseaux et le coût croissant de l'ornement sexuel, en réduisant le succès de 

reproduction à l'avenir et en réduisant la survie à long terme. 

L'endoparasitisme est l'un des problèmes de santé majeurs chez les oiseaux de compagnie et 

figure en tête de la liste des problèmes cliniques pris en compte pour le diagnostic différentiel, 

en particulier chez les oiseaux nouvellement acquis et dans les grandes collections de volières 
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(PRATHIPA et al., 2013). PAPINI et al., (2012), BERNARDI et al., (2013)et BADPARVA 

et al., (2014), ont signalé que chez les oiseaux en cage, les parasites gastro-intestinal était le 

plus fréquent et le plus important. 

En Algérie, selon HADJELOUM (2016), les oiseaux ornementaux occupent la première place 

des animaux de compagne, au sommet de cette liste est le chardonneret. Cependant et malgré 

l'importance des oiseaux d’ornement, les études sur les parasites des oiseaux de cage  sont très 

rares (MARNICHE et al., 2017). 

Comme il est important d'identifier et de contrôler les espèces de parasites susceptibles de 

provoquer des maladies chez les oiseaux en captivité, des études parasitologiques sur les 

espèces aviaires s'imposent (PAPINI et al., 2012). Cette étude a donc pour but  de recenser les 

endoparasites et les ectoparasites que l’on peut trouver chez les oiseaux de cage. 

Le présent document est structuré en 4 chapitres : 

 Le premier présente  les oiseaux de cage et les parasites qui les  affectent. 

 Le deuxième décrit les matériels et méthodes d’étude adoptés au terrain et au 

laboratoire et les indices écologiques et parasitologiques utilisés pour l’exploitation 

des résultats. 

 Le troisième expose les résultats, qui sont discutés dans le quatrième chapitre. 

Enfin, le document s’achève avec une conclusion récapitulative et une proposition de 

perspectives. 
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Chapitre 1 : Généralités  

Dans ce chapitre, les oiseaux de cage, l’élevage, la reproduction et les parasites des 

oiseaux de cage. 

1.1.  Les oiseaux de cage  

Les oiseaux captifs sont des oiseaux en cage vivant dans des conditions artificielles( 

PADIAN et CHIAPPE., 1998).  Le succès des oiseaux comme animaux de compagnie est 

probablement dû à la fois au lien émotionnel fort qui les lie à leurs propriétaires et à la grande 

valeur économique de certaines espèces (VELADIANO et al., 2016). 

Parmi les oiseaux susceptibles d’être les plus exploités, en particulier les oiseaux chanteurs et 

les oiseaux d’ornement (ROLDAN-CLARA et al., 2014). Ces oiseaux comprennent au 

L'ordre des Passeriformes et L'ordre des Psittaciformes. 

1.1.1.  Passeriformes (LINNAEUS., 1758) 

L'ordre des Passeriformes contient entre 5000 et 5700 espèces différentes (SIBLEY et 

AHLQUIST, 1990; GILL, 2007), avec des poids variant de 4,8 à 1350 g. Les passereaux 

(oiseaux percheurs ou chanteurs) constituent plus de la moitié des espèces d'oiseaux du 

monde. Ils représentent un ordre monophylétique diversifié et riche en espèces, composé 

principalement de petits oiseaux terrestres (GILL, 2007). Les représentants les plus communs 

des passereaux en captivité sont les canaris,  Diamant mandarin (estrildine finches), 

Chardonneret élégant (goldfinches) (DORRESTEIN, 2009 ; BOSERET et al., 2013). 

1.1.2. Psittaciformes (WAGLER., 1830)  

L'ordre Psittaciformes contient des perroquets, des aras, des cacatoès et des loris. 

SIBLEY et AHLQUIST (1990) suggèrent 358 espèces dans 80 genres; d'autres autorités 

suggèrent des variations mineures à ces chiffres. Les psittaciformes sont couramment 

désignés par le terme générique «oiseaux psittacidés» (ou psittacidés) et sont très populaires 

en tant qu’oiseaux de cage ou oiseaux de volière (HARCOURT-BROWN, 2000). Les 

caractéristiques externe les plus remarquables qui rend toutes les espèces facilement 

reconnaissables en tant que perroquets sont  le bec court et émoussé avec une mandibule 

supérieure courbée s'emboîtant parfaitement sur une large mandibule inférieure retournée. Le 

pied zygodactyle avec deux orteils pointés vers l’avant et deux vers l’arrière est également 

important (Fig.1) (FORSHAW, 2010). 
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1.2.  Logement des oiseaux 

1.2.1.  Nature 

Les oiseaux de cage et de volière sont logés comme leur nom l'indique en cage ou en 

volière. Dans les deux cas, il s'agit d'enceinte fermée grillagée en totalité ou en partie. La 

différence réside dans les dimensions des enceintes en question, les volières étant plus 

grandes que les cages (DEHAY, 2006).  Les aviculteurs avertis doivent se rendre compte que 

le moment où ils décident d’héberger un oiseau, une créature avec un grand besoin de liberté, 

dans une volière ou une cage, ils doivent prendre pleinement soin de son environnement 

(SAMOUR, 2016). Selon RITCHIE et al.,(1994), si un client a déjà des oiseaux de 

compagnie, tout nouvel ajout dans le ménage doit être isolé (mis en quarantaine) pendant six à 

huit semaines. La période de quarantaine a pour objet de laisser suffisamment de temps aux 

oiseaux nouvellement acquis pour qu’ils présentent des signes cliniques de maladie et 

d’empêcher la transmission de la maladie à d’autres oiseaux. 

1.2.2. Types de Logements 

1.2.2.1.  Volières 

Elles ont été utilisées pour la première fois dans les années 70 aux Etats-Unis. Il s’agit 

d’enceintes grillagées suspendues à quelques dizaines de centimètres du sol. Le fait d’être en 

hauteur protège les occupants contre les insectes rampants, les rongeurs et les prédateurs 

(JOHNSON et CLUBB, 1992). 

1.2.2.2.  Cages 

Elle doit faire une taille d’au moins 60/30/30 cm par animal, ne doit pas présenter 

d’angles aigus et être en un matériel non toxique (pas de plomb ni de zinc). Les cages en 

Fig. 1-La forme de pied zygodactyle (a) et le bec (b) 

(ASPIBALL et al., 2015). 
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plastique, en bois ou en métal chromé conviennent parfaitement (ROBERT, 2009). 

1.2.3.  Equipements 

Selon DEHAY(2006), les cages et les volières doivent être équipées de mangeoires et 

d’abreuvoirs, ainsi que de portes, de perchoirs et éventuellement d’un système d’arrosage 

pour les oiseaux. 

1.2.3.1.  Mangeoires et abreuvoirs 

Il faut les placer en hauteur afin qu’ils ne soient pas souillés, voire en dehors de la cage. 

Il faut changer l’eau tous les jours  (ROBERT, 2009). 

1.2.3.2.  Perchoirs 

Le diamètre idéal est fonction du gabarit de l’animal. On en proposera de diamètre 

différent pour favoriser la gymnastique des doigts et éviter que les points de contact ne soient 

toujours les mêmes (ROBERT, 2009). 

1.2.3.3.   Bains et douches 

Un récipient lourd en terre cuite par exemple permettra d’éviter un renversement, si 

l’eau est trop calcaire, on pourra utiliser de l’eau de pluie (ROBERT, 2009). De nombreux 

oiseaux apprécient les bains et les douches  (PERRY,1994). 

D’après ROBERT (2009), tous les accessoires et la cage doivent être lavés régulièrement à 

l’eau de javel à 10 % (trempage de 30 minutes, rinçage et aération). 

1.3.  Reproduction des oiseaux de cage 

1.3.1. Considérations de reproduction 

1.3.1.1.   Considérations environnementales 

La zone de reproduction correspond au lieu où les adultes reproducteurs sont logés. Il 

s’agit de la zone qui tolère le moins de passage d’humains et le moins de mouvements 

d’oiseaux (SPEER BL, 1999, cité par, DEHAY, 2006). Un environnement propice au bien-être 

psychologique donne naissance à un oiseau heureux, en bonne santé et reproductivement actif 

(TULLY, 2009). Il est possible d’avoir plusieurs zones de reproduction dans le même élevage. 

Un couple d’oiseau est idéalement mis en cage ou en volière séparée en saison de 

reproduction, sauf pour certaines espèces qui reproduisent mieux en colonie. Tout doit être 

conçu de façon à minimiser le stress des reproducteurs et maximiser la production (SPEER 
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BL, 1999, cité par, DEHAY, 2006). 

1.3.1.2.  Considérations de reproducteurs 

  Les informations à noter sur les couples sont: leur période de reproduction, le nombre de 

couvées, le nombre d’œufs par couvée, le nombre d’œufs clairs, fertiles, éclos, le nombre 

de jeunes sevrés (DEHAY, 2006). 

 Consanguinité: La plupart des éleveurs essayent d’avoir des couples aussi peu consanguins 

que possible (STYLES, 2002). 

 Sélection: Les individus qui s'investissent le plus dans la reproduction seront les plus 

sélectifs vis-à-vis de leurs partenaires potentiels (GARCIA-FERNANDEZ, 2009). La 

sélection des reproducteurs est donc un point important pour tout éleveur participant à des 

concours. Cette sélection se fait sur les qualités de l’oiseau : taille, morphologie, couleur 

(DEHAY, 2006).   

 D’après DEHAY (2006), L’alimentation fournie aux oiseaux en captivité doit être complète 

et équilibrée pour permettre un état sanitaire et une reproduction optimum. Les femelles en 

reproduction augmentent très peu leur prise alimentaire lors de la ponte et la couvaison. 

Pourtant, on estime que les besoins au maximum de l’activité reproductrice sont augmentés 

jusqu’à 55 % (ROBERT, 2009).   

1.3.1.3.  Considérations saisonniers de reproduction 

1.3.1.3.1. Photopériode  

Même si certains oiseaux se reproduisent toute l’année, la saisonnalité de la 

reproduction est très marquée chez la plupart des espèces de zones tempérées. Le facteur 

essentiel intervenant dans le déclenchement du processus de reproduction est la photopériode 

(LERCH, 2009). 

1.3.1.3.2. La température et l’humidité 

La température recommandée en début de reproduction est de l’ordre de 15 °C 

(ROBERT, 2009). Selon MILLAM JR (1994) cité par, DEHAY (2006), une relation positive 

entre les pluies et l’activité sexuelle chez des espèces originaires du désert. 

Le taux d’humidité doit être maintenu entre 60 et 80 %, un taux assez bas permet de limiter le 

développement de germes mais une forte humidité est nécessaire lors de l’éclosion (ROBERT, 

2009). 
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Presque tous les oiseaux n'ont qu'une seule saison de reproduction par an, pendant laquelle ils 

pondent une ou plusieurs fois (CUISIN, 2004, cité par, DEHAY, 2006). 

1.3.2.  Accouplement 

Lorsque les conditions nécessaires sont remplies, le mâle va s'accoupler avec la femelle, 

cet accouplement est aussi appelé « couchage » (DEHAY, 2006). L’accouplement ou 

couchage se produit sur les perchoirs ou dans le nid, le mâle monte sur le dos de la femelle et 

les deux oiseaux positionnent leur croupions pour mettre en contact leurs cloaques (ROBERT, 

2009). Afin que l’accouplement se passe dans les meilleures conditions possibles, le couple 

doit disposer de perchoirs solides et stables (ALDERTON, 2002). Chez les oiseaux, les 

copulations s’opèrent par un simple contact cloacal de quelques secondes durant lequel le 

sperme du mâle est transféré chez la femelle (LERCH, 2009). Après copulation, le sperme 

peut être stocké dans l’appareil génital femelle et peut fertiliser les œufs pendant 8 à 10 jours 

(ROBERT, 2009). 

1.3.3.  Ponte 

Selon le schéma classique, la ponte intervient après la fertilisation (qui peut avoir lieu 

plusieurs mois après les accouplements) (LERCH, 2009). Les œufs sont pondus à l'intervalle 

régulier, d’un à plusieurs jours. La ponte n'a généralement lieu qu'à un moment déterminé de 

la journée. Le nombre d'œufs pondus est à peu près constant dans la même espèce (CUISIN, 

2004, cité par, DEHAY, 2006). Les femelles pondent 2 à 3 fois par an en moyenne, les 

couvées comptent 3 à 6 œufs (ROBERT, 2009). 

1.3.4.  Incubation 

L’incubation est de 14 jours, la sortie du nid survient entre16 à 20 jours après la 

naissance (ROBERT, 2009). 

1.3.4.1.   Incubation naturelle 

La plupart des oiseaux commencent à incuber leurs œufs à partir du deuxième ou du 

troisième œuf pondu. Le temps d’incubation, de la ponte à l’éclosion, est variable selon les 

espèces, mais aussi selon les individus d’une même espèce (JOHNSON et CLUBB, 1992). 

1.3.4.2.  Incubation artificielle 

D’après DEHAY (2006), L’incubation artificielle constitue un des outils les plus 

efficaces pour augmenter la production d’oiseaux de cage et de volière. Les techniques 
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d’incubation artificielle utilisées en élevage d’oiseaux de cage et de volière sont inspirées de 

celles utilisées pour les volailles, mais leur mise au point a nécessité de multiples essais 

((JOHNSON et CLUBB, 1992). 

1.3.5.  Eclosion 

À l'issue de l'incubation, a lieu l’éclosion. Chez les oiseaux nidicoles, l’oisillon sort de 

l’œuf nu ou avec un fin duvet, les yeux fermés, incapable de se nourrir ou de réguler sa 

température sans l’aide de ses parents. C’est le cas de la plupart des espèces d’oiseaux de cage 

et de volière (CUISIN, 2004, cité par, DEHAY, 2006). 

1.4.  Les parasites des oiseaux de cage 

Les infections parasitaires sont rarement diagnostiquées chez les oiseaux en cage. Les 

oiseaux nés en captivité maintenus dans des cages à plancher surélevé ont très peu accès à de 

nombreux parasites. Cependant, le parasitisme peut être négligé même lorsqu'il est présent en 

raison de la similitude des signes cliniques avec des maladies d'une autre étiologie ou de la 

méconnaissance du parasite chez les oiseaux chez le praticien (CLYDE et PATTON, 1996 ; 

DONELEY, 2009) 

1.4.1.  Protozoaires flagellés 

Les protozoaires avec des flagelles qui résident dans le tractus gastro-intestinal des 

oiseaux psittacidés comprennent Trichomonas gallinae, Hexamita et Giardia spp (RITCHIE 

et al., 1994). 

1.4.1.1.  Giardia spp 

Giardia est un parasite protozoaire commun des petits oiseaux tels que les perruches, les 

tourtereaux et les Calopsittes élégantes. Il a un cycle de vie direct dans lequel le kyste 

infectieux est excrété dans les matières fécales et reste viable dans les matières organiques 

pendant plusieurs semaines (CLYDE et PATTON, 1996). La plupart des Giardia spp isolées à 

partir d'oiseaux sont Giardia ardeae et Giardia psittaci (EVANS, 2011). 

1.4.1.2.   Trichomonas gallinae et espèces apparentées 

Trichomonas gallinae est un flagellé parasite qui habite dans les voies digestives et 

respiratoires supérieures, principalement d'oiseaux columbiformes et psittaciformes. 

Tetratrichomonas gallinarum, Tritrichomonas eberthi et Chilomastix gallinarum, étroitement 

apparentés, habitent le ceca de poulets, de dindes et d'oiseaux apparentés (SAMOUR, 2016). 
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Tetratrichomonas gallinarum est rencontré sur toutes les volailles La transmission est directe 

ou indirecte par des vecteurs animés (insectes, mollusques, vers annélides) ou inanimés 

(matériels souillés) (GUERIN et al., 2011). 

1.4.2.  Protozoaires Apicomplexes ( Les Coccidia) 

Les coccidies rencontrées appartiennent aux genres Eimeria, Isospora, Caryospora, 

Cryptosporidium, Sarcocystis, Toxoplasma et Atoxoplasma, elles sont ingérées sous forme 

d’oocystes et se développent ensuite le plus souvent dans les intestins et les caecums de leur 

hôte (Fig.2) (DEHAY, 2006).  Les oiseaux sont les hôtes de trois familles de coccidés: les 

Eimeriidae, les Cryptosporidiidae et les Sarcocystidae (SAMOUR, 2016). 

 

Fig. 2- Cycle biologique d'une coccidie (GUERIN et al., 2011). 

1.4.2.1.  Eimeriidae ( lsospora spp et Eimeria spp ) 

Eimeria et Isospora ont des cycles de vie directs (RITCHIE et al.,1994). La plupart des 

espèces d'Eimeria (n=68) ont été décrites chez des oiseaux galliformes, tandis que les oiseaux 

passeriformes présentaient la plus grande variété d'espèces Isospora (n=347) (SAMOUR, 

2016). 

 Eimeria: Quatre sporocystes chacun avec deux sporozoïtes.  

 Isospora: deux sporocystes contenant chacun quatre sporozoïtes. 
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1.4.2.2.  Cryptosporidiidae ( Cryptosporidium spp ) 

Cryptosporidium se développe intracellulairement à un emplacement extracytoplasmique sur 

la surface apicale des cellules épithéliales (RITCHIE et al,1994).Trois espèces aviaires, 

Cryptosporidium baileyi, C. meleagridis et C. galli sont reconnues et au moins 10 autres 

génotypes aviaires d'autres espèces de Cryptosporidium ont été identifiés chez plus de 30 

espèces d'oiseaux. (SAMOUR, 2016). La cryptosporidiose a été documentée chez les 

Galliformes, les Ansériformes, les Psittaciformes, les autruches, les canaris et les pinsons 

(RITCHIE et al.,1994). Ce sont des coccidies caractérisées par l'absence de sporocyste :les 

quatre sporozoïtes sont nus dans l'ookyste (GUERIN et al., 2011). 

1.4.2.3.   Sarcocystidae ( Sarcocystis falcatula ) 

Sarcocystis falcatula semble être restreint à l'Amérique du Nord et a été associé avec 

des décès aigus chez diverses espèces de psittacidés (RITCHIE et al.,1994).Ces parasites 

protozoaires vivent dans la les muqueuses de l'intestin, où elles se reproduisent sexuellement, 

ce qui donne des oocystes diplosporocystiques tétrasporozoïques (SAMOUR, 2016). 

1.4.2.4.   Atoxoplasma spp 

Atoxoplasma spp. peut causer des maladies chez les canaris et autres passériformes. Les 

adultes sont généralement des porteurs asymptomatiques qui libèrent des oocystes dans les 

fèces (RITCHIE et al.,1994). L'atoxoplasmose (anciennement Lankesterella) chez les canaris 

est causée par Isospora serini, un coccidium ayant un cycle de vie asexué dans les organes et 

un cycle sexuel dans la muqueuse intestinale (DORRESTEIN, 2000). 

1.4.2.5.   Toxoplasma Gondii 

Toxoplasma est un parasite coccidien avec un cycle de vie indirect . Toxoplasma gondii 

est considéré comme un organisme omniprésent avec un large éventail d'hôtes, et pourrait 

probablement infecter n'importe quel hôte mammifère ou aviaire. Les oocystes produits et 

transmis dans les excréments de chats infectés seraient la seule source d’infection pour les 

psittacidés (RITCHIE et al.,1994). 

1.4.3.  Helminthes  

Les helminthes parasites peuvent être à l'origine d'une pathologie importante chez leurs 

hôtes. Nombre d'entre eux sont transmis par le biais du système trophique, de sorte que le 

régime de l'hôte et l'utilisation de l'habitat jouent un rôle clé dans l'acquisition d'infections      

( LEUNG et KOPRIVNIKAR, 2016). 
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1.4.3.1.  Trématodes  

La plupart des trématodes ou douves ont des cycles de vie complexes qui nécessitent 

deux hôtes intermédiaires dans lesquels les parasites se développent avant qu’ils ne 

deviennent infectieux pour l’oiseau ( hôte définitif) (COLE et FRIEND, 1999). L'infection des 

oiseaux par des trématodes nécessite la consommation d'un hôte intermédiaire et est donc 

rarement observée chez les oiseaux de compagnie. Les cas concernent généralement des 

psittacidés importés et capturés dans la nature. (BADPARVA et al., 2014) 

1.4.3.2.  Cestodes  

Les infections à cestodes sont courantes chez les pinsons insectivores nourris avec des 

insectes vivants. Les diamants mandarin et les perroquets (Erythrura psittacea) sont sujets 

aux infections graves (JOSEPH, 2003). Il existe de nombreuses espèces de ténias infectant les 

perroquets, mais les espèces les plus communes sont Raillietaenia, Choanataenia, 

Gastronemia, Idiogenes et Amoebataenia. Leur cycle de vie nécessite un hôte intermédiaire 

(sauterelles, coléoptères, fourmis et mouches à cheval) et peut être complet en 3 à 4 semaines 

seulement. Les signes cliniques typiques incluent l'anorexie, la perte de poids et la diarrhée 

(DONELEY, 2009). 

1.4.3.3.   Nématodes  

Les nématodes (nématodes) sont communément appelés les vers ronds en raison de leur 

apparence en coupe transversale (TAYLOR et al., 2016). Les nématodes sont parfois observés 

chez les oiseaux de compagnie et de volière. Étant donné que la plupart des infections 

nécessitent l’accès aux œufs de larve, aux hôtes intermédiaires ou aux matières fécales 

d’autres espèces, les problèmes de nématodes se produisent le plus souvent chez les oiseaux 

élevés dans des enclos à sol en terre battue. (CLYDE et PATTON, 1996 ; ANDERSON, 

2000). 

1.4.3.3.1. Ascarids 

Les ascarides peuvent causer des maladies graves et souvent mortelles. On les voit le 

plus souvent chez les psittacidés ayant accès au sol(KAJEROVA et al., 2004).  

1.4.3.3.2. Capillaria spp 

Capillaria est un petit nématode. Les adultes présents dans les parois des cultures et 

dans l'intestin grêle peut provoquer une émaciation, une diarrhée, une entérite hémorragique 

et la mort (FORYET, 2001). 
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1.4.3.3.3. Syngamus Trachea 

Les infections sont rares chez les psittacidés. Lorsqu'ils sont présents, les jeunes oiseaux 

sont le plus souvent touchés et peuvent présenter des modifications de la voix, de la toux, une 

dyspnée marquée et des sécrétions trachéales sanglantes (CLYDE et PATTON, 1996). 

1.4.4.  Arthropodes  

Le phylum Arthropoda est constitué de deux groupes principaux qui contiennent des 

parasites d'oiseaux. Ce sont les arachnides de la sous-classe Acari (tiques et acariens) et 

Mandibulata de la classe des insectes. La plupart des arthropodes sont des ectoparasites ( 

SAMOUR, 2016). Presque toutes les espèces d'oiseaux captifs souffrent d'infestation par les 

ectoparasites(LOYE et CARROL, 1998). 

Pou rouge (Dermanyssus gallinae) est un acarien suceur de sang qui peut causer une mortalité 

grave chez les oisillons ainsi que chez les oiseaux adultes. Le signe clinique commun chez les 

patients atteints est l'anémie (DORRESTEIN, 2000). 

1.4.5.  Parasites de sang (hémoparasites) 

Les hémoparasites reconnus dans le sang des oiseaux incluent: Atoxoplasma spp, 

Babesia spp, Haemoproteus spp, Hepatozoon spp, Leukocytozoon spp, Trypanosoma spp, 

Plasmodium spp et les microfilaires ( CLARK et al., 2009). Ces parasites sont couramment 

observés chez les oiseaux capturés dans la nature, mais sont souvent non pathogènes. Chez les 

oiseaux en cage nés en captivité, les hémoparasites aviaires sont rares (CLYDE et PATTON, 

1996).
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Chapitre 2 : Matériel et Méthodes 

Dans ce chapitre, le choix et la description des stations d’étude, puis sont développé les  

méthodes  d’échantillonnage et suivie par les méthodes utilisée au laboratoire Par la suite 

nous exposons l’exploitation des résultats par les indices écologiques et parasitaires.  

2.1.  Présentation de zone d’étude 

La wilaya de Djelfa, localisée en plein cœur de l'espace steppique, elle constitue une zone 

de transition entre les hautes plaines steppique de l'Atlas Tellien et les débuts désertiques de 

l'Atlas Saharien. Elle est limités par : la wilaya de Médéa au Nord, la wilaya de M'sila au 

Nord-Est, la wilaya de Tiaret au Nord-Ouest, à l'Est par la wilaya de Biskra, au Sud-Ouest par 

la wilaya de Laghouat et au Sud-Est par la wilaya de Ouargla. Leurs coordonnées 

géographiques extrêmes suivantes : 33°et 35°de latitude Nord et 2° et 5° de longitude Est 

(Fig.3). 

 

Fig. 3- Situation géographique de la région de Djelfa (A.N.D.I, 2013). 

2.2.   Choix et description des stations d’étude 

Après des enquêtes exécutées lors de nos sorties de prospection sur le terrain, le choix des 

stations d’étude s’est basé sur l’accessibilité à la station, la disponibilité des modèles 

biologiques et leurs indices. Les données proviennent de quatre sites « oiselleries ». Parmi ces 

quatre, trois sont des avicultures et l’un est un vendeur. 
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Les oiselleries sont situées dans un milieu urbain( Fig.4, Fig.5, Fig.6, Fig.7), les aviculteurs 

sont désireux de fournir les conditions nécessaires aux élevage des oiseaux. 

 

Fig. 4-  Site  d'étude " aviculture 1"(originale, 2019). 

 

Fig. 5- Site d'étude 2" aviculture2" (originale, 2019). 
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Fig. 6- Site d'étude 3" aviculture 3"(originale, 2019). 

 

 

Fig. 7- Site d’étude 4  vendeur"(originale, 2019). 

2.3.  Caractéristiques des stations d’étude 

Dans ce qui va suivre sont présentées les caractéristiques des sites d’étude : nutrition et 

condition de l’ambiance. 
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2.3.1.  Nutrition 

L’alimentation d’un oiseau est l’un des facteurs les plus importants pour sa santé. Donc 

les éleveurs des oiselleries adoptent, une alimentation de base en granulés ou en graines est 

recommandée et doit être administrée à volonté. Les régimes à granulés sont fabriqués selon 

deux procédés: lié et extrudé (Fig.8 ). En plus d’autres  sources de protéines (sont le soja, les 

cacahuètes, les graines de tournesol, le millet, les lentilles, l’orge, les pois, l’avoine, le blé, 

l’alfalfa, le riz et le maïs), sources d’énergies ( les céréales) et des vitamines. 

  

Fig. 8- Les grains utilisé dans l'alimentation des oiseaux de cage (originale, 2019). 

2.3.2. Conditions de l’ambiance 

Les oiseaux dans les 4 stations d’étude sont logés dans des cages grillagées et équipées 

(mangeoires, abreuvoirs…).Ces cages peuvent chacune être séparées en deux à quatre 

sections grâce à des parois amovibles (Fig.9). Elle sont soumis aux conditions climatiques 

(température, humidité et lumière) normales, ambiantes et favorables pour leur vie. 

 

Fig. 9- Les types de cage utilisée chez les stations d'études (1, 2) (originale, 2019). 
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2.4.  Méthodes de collectes les échantillonnons 

Les échantillons ont été collectés  au cours de cinq mois (de février à juin 2019), chez  Un 

total de 274 oiseaux de cage comprenant 137 canari, 58 chardonneret élégant, 32 inséparable, 

22 Perruche, 17 Diamant mandarin, 5 perroquet et 3 callopsitte (Annexe 01). Seuls les oiseaux 

adultes ont été considérés pour l’analyse. Parce que les oisillons sont plus sujets à l’anxiété 

qui affecte leur santé et peut parfois entraîner leur mort. C'est pourquoi les éleveurs de ces 

oiseaux ne nous ont pas permis de les approcher. 

2.4.1.  Méthode de collecte des fientes 

Les propriétaires de petits animaux doivent être informés qu'ils doivent collecter au 

moins plusieurs grammes de matières fécales immédiatement après avoir observé la 

défécation (ZAJAC et CONBOY, 2012). Pour cette raison, nous avons placé une papier 

plastique au fond de la cage contenant un seul individu. 

Selon FOREYT (2001), Chaque échantillon a été déposé dans un pot stérile, pour chaque pot 

nous portons les informations suivants : date de récolte,  l’espèce hôte, le sexe et l’âge de 

l’espèce hôte et le site de récolte (Fig.10).  

Les  excréments sont conservés pendant 24 heures dans le réfrigérateur du laboratoire à 4 ° C 

dans des boîtes de coprologie jusqu'à leur traitement, d’autres échantillons  ont été conservé 

dans des pots stériles contenant le bichromate de potassium (25%) (ZAJAC et CONBOY, 

2012). 

 

Fig. 10- Le matériel utilisé pour collecte les fientes (originale, 2019). 
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Le tableau suivant présente le nombre de sorties au cours de la période de notre étude , il 

montre le nombre des échantillons prélevés de 4 stations d’étude à chaque sortie avec leur 

date de collecte. 

Tab. 1- Calendrier de collecte des fientes et nombre des échantillons. 

.     

2.4.2.  Méthode de collecte les ectoparasites  

D’après SAMOUR (2016), certains éleveurs couvrent les cages avec un chiffon blanc la 

nuit et examinez-le le matin pour détecter la présence des ectoparasites. 

Le soir, nous avons placé des papiers hygiéniques dans chaque cage qui déjà contient un seul 

oiseau, le lendemain matin nous récoltons les ectoparasites qu’on trouve sur les papiers. 

Ensuite ont été conservés dans des tubes secs contient de l’alcool à 70% (FOREYT, 2001). En 

plus , on a contrôlé les cages et leurs accessoires (mangeoires, abreuvoirs, perchoirs…) et on 

récupère tout ce qu’on trouve et nous avons les conservés dans de l’alcool à 70% (Fig. 11) 

jusqu’à l’examen des parasites. 

Le  tableau ci-dessous indique le nombre de sorties et des individus des ectoparasites que nous 

avons collecté dans le site 3. 

Tab. 2- Calendrier de collecte des ectoparasites et nombre des échantillons. 

Nombre de sortie Date de prélèvement Site 03 

1 26/02/2019 11 

2 26/03/2019 10 

3 16/04/2019 11 

4 04/05/2019 10 

 

Nombre de 

sortie 

Station 01 Station 02 Station 03 Station 04 Date de collectes 

1 8 13 5 3 17/02/2019 

2 5 12 10 4 07/03/2019 

3 7 8 10 5 30/03/2019 

4 7 13 6 4 17/04/2019 

5 10 9 16 5 30/05/2019 

6 9 16 11 4 09/06/2019 
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Fig. 11- Contrôler les cages et ses accessoires (originale,2019). 

2.4.3.  Méthode de prélèvement sanguin  

Le sang était obtenu sur le terrain, le prélèvement sanguin est effectué à l’aide d’une 

seringue (Fig. 12), puis déposé sur une lame de verre propre et étalé dans une monocouche à 

l'aide d'une seconde lame. Les lames ont été séchées à l'air avant d'être expédiées au 

laboratoire (SAVAGE et al., 2009, BAHRAMI et al., 2012 et BENDJOUDI et al., 2018). 

Chaque échantillon a été déposé dans un boite de Pétri, pour chaque boites nous portons les 

informations suivants : date de prélèvement,  l’espèce hôte, le sexe et l’âge de l’espèce hôte et 

le site. 
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Fig. 12- La prélèvement de sang d’une perruche (originale, 2019). 

Le tableau suivant présente le calendrier des sorties et des prélèvements sanguins dans le site 

3 où son aviculteur est le seul qui nous ont permis de travailler sur le sang de ses oiseaux.  

Tab. 3- Calendrier des sorties ( site 03) et des prélèvements sanguin. 

Nombre de sortie Date de prélèvement Site 03 

1 14/03/2019 1 

2 17/03/2019 1 

3 19/03/2019 4 

4 27/03/2019 4 

5 21/04/2019 8 

6 22/04/2019 4 

7 15/05/2019 10 

 

 

Fig. 13- Les étapes de préparation des lames de sang sur place (1, 2, 3, 4) (originale, 2019). 
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2.5.  Méthodes d’analyses parasitologiques  

2.5.1.  Méthodes d’analyses coprologiques  

2.5.1.1.  Méthode directe 

La méthode directe est préparé en mélangeant une petite quantité de selles (environ 2 mg) 

avec une goutte de NaCl à 0,85%, le montage direct est principalement utilisé pour détecter 

les trophozoïtes mobiles protozoaires (GARCIA, 2007). Il est possible de détecter la plupart 

des œufs ou des larves par cette méthode, mais en raison du petit nombre de matières fécales 

utilisées, il est possible que des infections relativement lourdes ne soient détectées (TAYLOR 

et al., 2016). Pour appliquer la méthode directe, on a opté pour les matériels suivants (Fig. 

14):  

 Eau physiologique (0.85%) 

 Boites à coprologie  

 Tubes à essai 

 Portoir 

 Pipettes 

 Spatule 

 Lames et lamelles 

 Microscope optique 

On commence par un prélèvement d’une quantité de fiente à l’aide d’une spatule. On met la 

fiente dans un tube à essai avec de l’eau physiologique, puis on agite le mélange bien. Ensuite 

on prend une goutte de ce mélange qu’on étale sur une lame recouverte avec une lamelle. 

Après on fait la lecture du résultat obtenu à l’aide d’un microscope optique à grossissement 

×40 et x 100 ( Fig. 15).  

 

Fig. 14- Matériels utilisé pour la méthode direct ( originale, 2019). 
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2. Met la fiente dans un tube à essai. 

 

 

 
3. Mélanger la fiente avec l’eau physiologie. 

 

 
4. Prise d’une goutte à l'aide d'une pipette. 

 

 
5. Dépôt de la goutte sur la lame. 

 

 
6. Couvrir la lame par la lamelle. 

 

 
7. Observation au microscope optique (x40, 

x100). 

 

Fig. 15-Les étapes de la méthode direct (originale, 2019).  
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2.5.1.2.  Méthode de flottaison  

La technique la plus couramment utilisée en médecine vétérinaire pour l'examen des 

matières fécales est le test de flottation fécale. Cette procédure concentre les œufs et les kystes 

de parasites et élimine les débris. La flottation fécale est basée sur le principe que le matériel 

parasite présent dans les matières fécales est moins dense que le milieu de flottation fluide et 

flotte donc au-dessus du conteneur, où il peut être collecté pour une évaluation 

microscopique. Les tests de flottation sont faciles et peu coûteux à réaliser, mais dans les 

pratiques achalandées, le choix de la solution de flottation et de la procédure de test ne reçoit 

souvent que peu d'attention, malgré l'effet considérable que ces choix peuvent avoir sur la 

sensibilité des examens de flottation (ZAJAC et CONBOY, 2012). La figure 16 montre 

l’ensemble des matériels utilisés : 

 Boites à coprologie  

 Spatule  

 Verre de montre  

 Balance  

 Na Cl ( d= 1.2) 

 Mortier et pilon 

 Éprouvette graduée 

 Passoire  

 Bécher  

 Tubes à essai  

 Portoir 

 Lames et lamelles  

 Microscope optique  
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Fig. 16- Matériel utilisé pour la méthode de flottaison (originale, 2019). 

On calculer le volume de Na Cl correspondant au poids de l’échantillon coprologique selon la 

règle suivante : 5g de selles/75 ml de Na Cl. Peser 5g de fientes pour la broyer avec la 

solution aqueuse  de Chlorure du sodium Na Cl (400g dans un 1000 ml; d=1.18- 1.2) 

(FOREYT, 2001). Le mélange obtenu est versée dans un tube jusqu'à la limite supérieure. On 

place alors délicatement une lamelle qui doit recouvrir tout le tube sans bulle d'air. Après 

15min on retire la lamelle qui est déposée sur une lame (ROUSSET, 1993). A la fin  on fait la 

lecture du résultat obtenu à l’aide d’un microscope optique à grossissement  ×40 et  × 100 

(Fig. 17).  

 

 

 

 

 

 

 



CHAPITRE 2                                                                           MATERIEL ET METHODES 

                                                                      

 
 

28 

 

 
2. peser 5g de fiente et la mettre sur la mortier. 

 

 
3. broyer la quantité de fiente avec la solution (Na Cl). 

 

 
4. Filtration. 

 

 
5. Versement dans les tubes et dépôt des lamelles. 

 

 
6. Déposer la lamelle sur la lame. 

 

 
7. Observation au microscope optique (x40, x100). 

 

Fig. 17- Les étapes de la méthode de flottaison ( originale, 2019). 
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2.5.2.  Examen microscopique de sang (Giemsa) 

À leur arrivée au laboratoire, les lames non transformées ont été fixées dans du 

méthanol pendant 30 min et séchées à l’air. Ensuite, les lames ont été colorées dans du 

Giemsa à 10% pendant 30 min, rincées avec l’eau distillée et séchées à l’air (GARCIA, 2007 ; 

SAVAGE et al, 2009). Les matériels utilisés et les étapes d’examen sont présentés par les 

figures ci-dessous (18 et 19): 

 Lame de sang  

 Pipette  

 Méthanol absolu  

 Giemsa (10%) 

 L’eau distillé  

 Pissette  

 Microscope optique  

 

Fig. 18- Matériels utilisé à l’examen microscopique de sang (originale, 2019). 

 

 

 

 

 



CHAPITRE 2                                                                           MATERIEL ET METHODES 

                                                                      

 
 

30 

 

 
2. Fixation au méthanol absolu  

 

 
3. Après 30 min, colorer par Giemsa. 

 

 
4. Après 30 min, rincer avec l’eau distillée  

 

 
5. Observation au microscope optique (x40 et x100) 

 

Fig. 19- Les étapes de l'examen microscopique de sang (Giemsa) (originale, 2019). 

 

2.5.3.  Méthode d’identification des parasites des oiseaux de cage  

L’identification des endoparasites est faite à l’aide d’un microscope optique et des clés  

ZAJAC et CONBOY., (2012),  RASKOVA et WAGNEROVA., (2013), JACOBS et al., 

(2016), TAYLOR et al., (2016) et MEHLHORN., (2016). 

Les identifications morphologiques ont été faites à l’aide d’une loupe binoculaire et à  l’aide 

de clé celle de WALKER et al., (2003).  

2.6.  Exploitation des résultats par les indices écologiques  

2.6.1.  Richesse totale (S) 

La richesse totale (S) d’une biocénose correspond à la totalité des espèces qui la 

composent (RAMADE, 2003). 
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2.6.2.  Abondance relative des espèces ectoparasites 

L'abondance relative pour une espèce donnée, c'est le nombre d'individus de cette 

espèce exprimé en pourcentage par rapport au nombre total d'individus de toutes les espèces 

présentes dans le site considéré (RAHERILALAO, 2001). 

 L’abondance relative est donnée par la formule suivante :  

A.R. % = ni*100/N 

A.R. % : Abondance relative exprimée en % 

2.7.  Exploitation des résultats par les indices parasitaires  

Nous avons calculé la prévalence chez les espèces d’oiseaux ainsi que l’intensité 

moyennes des parasites trouvés chez les individus. 

2.7.1.  Prévalence (P) 

C’est le rapport en pourcentage du nombre d’hôtes infestés (N) par une espèce donnée 

de parasites sur le nombre d’oiseaux examinés (H) : P (%) = N/H * 100 (MARGOLIS et al, 

1982). 

N : nombre d’hôte infesté par une espèce donnée de parasite.  

H : nombre d’hôtes examinés. 

Selon VALTONEN et al., (1997), on distingue les catégories suivants : 

 Espèce dominante : Prévalence   50%, 

 Espèce satellite : 10%   Prévalence  50%,  

 Espèce rare : Prévalence   10%.  

2.7.2.  Intensité Parasitaire Moyenne (I) 

Elle correspond au rapport du nombre total d’individus d’une espèce parasite (n) dans 

un échantillon d’hôtes sur le nombre d’hôtes infestés (N) dans l’échantillon. C’est donc le 

nombre moyen d’individus d’une espèce parasite par hôte parasité dans l’échantillon : I = n/N 

(MARGOLIS et al., 1982). 

Pour les intensités parasitaires moyennes (I), la classification adoptée est celle de 

BILONGBILONG et NJINE (1998) :  
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 I < 10 : intensité parasitaire moyenne très faible, 

 10 < I < 50 : intensité parasitaire moyenne faible,  

 50 < I < 100 : intensité parasitaire moyenne, 

 I > 100 : intensité parasitaire moyenne élevée. 
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Chapitre 03 : Résultats  

Ce chapitre porte les résultats des parasites gastro-intestinaux, les ectoparasites et les 

parasites de sang des oiseaux de cage au niveau des quatre stations d’étude. Ils sont exploités 

par l’abondance  relative, taux d’infestation et la prévalence.  

3.1.  Résultats des endoparasites des oiseaux de cage  

3.1.1.  Richesse totale des endoparasites trouvés dans les fientes  

Les espèces des endoparasites trouvés dans les fientes chez les oiseaux de cage sont 

mentionnées dans le tableau (Tab.4 et Tab.5). 

Tab. 4- Liste des espèces endoparasites  des oiseaux de cage trouvés par le technique de 

flottaison et la méthode directe (+ : présence ; - : absence). 

          Sites 

Espèce 

Djelfa 

Aviculture 1 Aviculture 2 Aviculture 3 Commerçant 

Eimeria sp (oocystes) + + + + 

Isospora sp (oocystes) + + + + 

Balantidium sp + + + - 

Enatmoeba sp - - + - 

Endolimax sp - - + - 

Strongyloides spp + + + + 

Trichostrongylus sp - + - - 

Moniezia spp - - + - 

 

Selon le tableau 4, 8 espèces sont recensées, l’aviculture 1 est parasité par 4 espèces : 

Eimeria spp, Isospora spp et Balantidium sp. Dans l’aviculture 2, il y a 5 espèces : Eimeria 

spp, Isospora spp, Balantidium sp, Strongyloides spp et Trichostrongylus sp. Pour l’aviculture 

3, le nombre d’espèces trouvées est de 6 : Eimeria spp, Isospora spp, Balantidium sp, 

Endolimax sp, Enatmoeba sp, Strongyloides spp et Moniezia spp. Par ailleurs chez les oiseaux 

du vendeur, nous avons recensés 3 espèces : Eimeria spp, Isospora spp et Strongyloides spp. 
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Tab. 5- Taxonomie des endoparasites retrouvés dans les fientes des oiseaux de cage. 

Phylum  Classe  Ordre  Famille  Espèce  

Apicomplexa  Coccidia  Eimeriida Eimeriidae Eimeria spp 

Isospora spp 

Ciliophora  Litostmatea  Vestibuliferida Balantidiidae  Balantidium sp 

Amoebozoa Lobosea Amoebida  Endamoebidae Enatmoeba sp 

Archamoebae  Endolimacidae Endolimax sp 

Nematoda  Secernentea Rhabditida 

 

 Strongyloididae Strongyloides spp 

 Trichostrongylidae Trichostrongylus sp 

Platyhelminthes Cestoda  Cyclophyllidea Anoplocephalidae Moniezia spp 

 

3.1.2.  Prévalence totale de parasitisme des endoparasites des oiseaux de cage examinée  

Le tableau ci-dessous englobe les valeurs de prévalence des espèces endoparasites 

recensées dans les fientes des oiseaux de cage dans les quatre stations d’étude de la région de 

Djelfa. 

Tab. 6- Prévalence des espèces endoparasites recensées dans les fientes des oiseaux de cage 

examinée (H1 : Hôte examiné ; H2 : Hôte infesté ; P : Prévalence).   

          Sites  

Espèce  

Djelfa 

Aviculture 1 Aviculture 2 Aviculture 3 Aviculture 4 

H1 H2 P% H1 H2 P% H1 H2 P% H1 H2 P% 

Eimeria spp 44 1 2.17 17 3 5.63 58 1 1.72 52 4 16 

Isospora spp 44 7 15.21 17 13 18.3 58 5 8.62 52 5 20 

Balantidium sp 44 2 4.44 17 3 4.22 58 4 6.89 52 0 0 

Enatmoeba sp 44 0 0 17 0 0 58 1 1.72 52 0 0 

Endolimax sp 44 0 0 17 0 0 58 1 1.72 52 0 0 

Strongyloides spp 44 1 2.17 17 1 1.4 58 3 5.17 52 1 4 

Trichostrongylus sp 44 0 0 17 1 1.4 58 0 0 52 0 0 
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Moniezia spp 44 0 0 17 0 0 58 2 3.44 52 0 0 

 

3.1.3.  Taux d’infestation globale chez les oiseaux de cage prélevés  

Sur les 200 échantillons des fientes prélevés durant la période d’expérimentation, 40 cas 

ont été infestés par les différents endoparasites avec un taux d’infestation de 30%. 

 

Fig. 20- Fréquence d'isolement des endoparasites chez les oiseaux de cage examinés 

3.1.4.  Taux d’infestation pour chaque parasite isolé  

3.1.4.1.  Oocystes d’Eimeria spp 

Les oocystes d’Eimeria spp (Fig.21) ont été retrouvés chez 9 oiseaux de cage avec un 

taux d’infestation de 15% (Fig.22).  
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Fig. 21- Oocystes d' Eimeria sp non sporulé observé par la méthode directe chez un 

chardonneret élégant (grossissement x40) (originale). 

  

Fig. 22- Taux d'infestation par Eimeria spp. 

3.1.4.2. Oocystes d’Isospora spp 

Les Oocyctes d’Isospora spp (Fig.23) ont été retrouvés chez 31 oiseaux de cage avec un 

taux d’infestation 51, 67% (Fig.24). 

15% 

85% 

Eimeria sp 

autres parasites  
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Fig. 23- Oocyste d' Isospora sp  observé par la méthode direct cher un chardonneret élégant 

(grossissement x40) (originale). 

 

Fig. 24-Taux d'infestation par Isospora spp. 

3.1.4.3.   Balantidium sp 

Le taux d’infestation des oiseaux de cage examinés par Balantidium sp est 13,33%. 

(Fig.25 et Fig.26). 

52% 

48% 

Isospora sp 

autres parasites  
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Fig. 25- Balantidium sp cyst observé par la méthode directe chez un diamant mandarin 

(grossissement x40) (originale). 

 

Fig. 26- Taux d'infestation par Balantidium sp. 

3.1.4.4.   Enatmoeba sp 

Un taux d’infestation de 1, 67% est enregistré pour Enatmoeba sp observé chez un seul 

individu (Fig.27 et Fig.28). 

13% 

87% 

Balantidium sp 

autres parasites  
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Fig. 27- Entamoeba sp observé par la technique de flottaison (grossissement x100) 

(originale). 

 

Fig. 28-Taux d'infestation par Entamoeba sp. 

3.1.4.5.   Endolimax sp 

Le trophozoite d’Endolimax sp  a été observé dans un seul prélèvement dans les fientes 

de perroquet avec un taux d’infestation de 1, 67%.  
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Enatmeoba sp 
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Fig. 29- Endolimax  sp observé par la méthode directe (Grossissement x100) (originale). 

 

 

Fig. 30- Taux d'infestation d' Endolimax sp. 

3.1.4.6.  Strongyloides spp 

Parmi les 200 prélèvements des fientes, les œufs de Strongyloides spp ont été observés 

dans 7 prélèvements avec un taux d’infestation de 11, 67%. 
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Fig. 31- Œuf de Strongyloides sp observée par la technique de flottaison  

(Grossissement x100) (originale). 

 

Fig. 32- Taux d'infestation par des œufs de Strongyloides spp. 

 

3.1.4.7.   Trichostrongylus sp 

Les œufs de Trichostrongylus sp a été observé dans un seul prélèvement dans les fientes 

de perroquet avec un taux d’infestation de 1, 67%. 
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Fig. 33- Œuf de Trichostrongylus sp observé par la technique de flottaison  

(Grossissement x40) (originale). 

 

Fig. 34- Taux d'infestation par Trichostrongylus sp. 

3.1.4.8.  Moniezia spp 

Les œufs de Moniezia spp ont été retrouvés dans 2 prélèvements. Son taux d’infestation 

est 3, 33%. 
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Fig. 35- Œuf de Moniezia sp observé par la technique de flottaison (grossissement x100) 

(originale). 

 

Fig. 36- Taux d'infestation par Moniezia spp. 

3.1.5.  Taux d’infestation en fonction de sexe des oiseaux de cage   

Sur les 60 cas infestés, 39 males infestés par les différents endoparasites trouvés avec un 

taux d’infestation de 65 %. Par contre 21 femelles infestées avec un taux d’infestation de 

35%. 
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Fig. 37- Taux d'infestation en fonction de sexe. 

3.1.6.  Taux d’infestation en fonction de l’espèce hôte des oiseaux de cage  

26 canaris ont été infestés par les différents endoparasites retrouvés au cours de période 

de travail avec un taux d’infestation de 43,33%. Un taux d’infestation de 36,67% pour le 

chardonneret élégant et 5% pour le diamant mandarin. Par rapport aux espèces qui appartient 

à l’ordre de Psittaciformes, 3, 33% est le taux d’infestation chez les inséparables de 8,33%, 

3.33% pour  chacun des perroqeuts et les perruches, et 0 % est le taux d’infestation chez les 

callopsittes. 

 

Fig. 38- Taux d'infestation en fonction d'espèce hôte des oiseaux de cage. 
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3.1.7.   La prévalence mensuelle durant la période d’étude  

Après avoir examiné 200 échantillons de prélèvement des fientes des oiseaux de cage 

durant une période de 5 mois, une différence est observée entre les cas positifs de chaque 

mois par rapport aux échantillons prélevés (Fig.41). Nous constatons que la prévalence des 

endoparasites  augmentent progressivement de Février jusqu’au Avril chez les oiseaux 

examiné avec une valeur maximale de 60%. 

 

Fig. 39- La prévalence mensuelle durant la période d'étude.  

3.2.  Résultats des ectoparasites  

3.2.1.  Richesse totale des ectoparasites 

Les ectoparasites détectés chez les oiseaux de cage sont représentés dans le tableau 

(Tab.7) 

Tab. 7- Taxonomie des ectoparasites des oiseaux de cage examiné.  

Phylum  Classe  Famille  Espèce  

Arthropoda  Arachnida  Dermanyssidae Dermanyssus gallinae 

Dermanyssus sp. 

 

3.2.2.  Abondance relative des ectoparasites  

Entre février et juin 2019, 632 individus d’ectoparasites ont été prélevés chez les 

oiseaux de cages examinées. L’abondance relative des ectoparasites est motionnées dans le 

tableau (Tab.8). 
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Tab. 8- L’abondance relative des ectoparasites des oiseaux de cage. 

Espèce d’ectoparasites AR(%) 

Dermanyssus gallinae 7,75 

Dermanyssus sp. 92,25 

 

 

Fig. 40- Dermanyssus sp sous la loupe (Grossissement x4) (originale). 

 

Fig. 41- Dermanyssus gallinae sous la loupe (Grossissement x4) (originale). 
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3.3.  Résultats de l’examen microscopique de sang des oiseaux de cage examinés 

Les résultats de l’examen  microscopique de sang des oiseaux de cage sont mentionnés  

dans le tableau (Tab.9).  

Tab. 9- Résultats de l'examen microscopique de sang des oiseaux de cage ( - : absence ). 

 

 

Au cours de la période d’expérimentation, l’examen microscopique de sang montre l’absence 

des parasites de sang chez les oiseaux de cage examinée dans la station 3 (Fig.42). 

 

Fig. 42- Frottis sanguin de canari (Giemsa) (Grossissement x40) (original). 

 

 

 

                Station  

Date  

 

Station 3 

14/03/2019 - 

17/03/2019 - 

19/03/2019 - 

27/03/2019 - 

21/04/2019 - 

22/04/2019 - 

15/05/2019 - 
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Chapitre 4 : Discussions 

 Le présent chapitre est désigné aux discussions des résultats obtenus. Il s’agit celles des 

endoparasites et les ectoparasites recensés sur les oiseaux de cage et de l’examen 

microscopique de sang. 

4.1.  Discussion sur les endoparasites recensés sur les oiseaux de cage 

L’inventaire des espèces endoparasites trouvées dans la matière fécale des oiseaux de 

cage examiné a permis de recense 8 espèces réparties entre 6 classe, ces espèces sont Isospora 

spp, Eimeria spp, Balantidium spp, Enatmoeba sp, Endolimax sp, Strongyloides spp, 

Trichostrongylus sp et Moniezia spp. 

En Algérie, il n’existe aucune étude sur les parasites intestinaux des captives passerines et 

psittacidés. Nous nous référerons donc aux travaux antérieurs menés dans d’autres pays pour 

le comparer à la diversité parasitaire de ces oiseaux captifs en Algérie. 

Dans notre étude, l’examen coprologique des fientes des oiseaux de cage a révélé 60 (30%) 

des oiseaux de cage infesté par les différents endoparasites retrouvé, qui est presque le même 

que celui trouvé par (CARRERA-JATIVA et al., 2018) au Royaume-Uni avec 45 (31%)  cas 

des oiseaux de cage infesté. 

Les espèces de Coccidies, en particulier celles du genre Isospora, sont considérées comme les 

endoparasites les plus répandus chez les oiseaux de cage en captivité surtout les Passériformes 

(DOLNIK et HOI, 2010). Chez les oiseaux de cage examinés, 51,67% est le taux d’infestation 

par Isospora spp, et 15% est le taux d’infestation par Eimeria spp entre Février et Juin, qui est 

supérieur à celui trouvé par GLOBOKAR et al., (2017) chez les captives passerines et 

psittacidés (18, 5% Isospora spp, 5, 4% Eimeria spp). 

La prévalence d'Entamoeba spp et Balantidium spp ont été rapportés à 17% et 2% 

respectivement par AKRAM et al., (2018)  ce qui est supérieur à celui trouvé dans notre 

travail.  

Dans notre étude, Endolimax sp est trouvé avec un taux d’infestation (1, 67%). POULSEN et 

STENSVOLD (2019) ont noté la présence de l’espèce Endolimax sp. TAYLOR et al., (2016) 

ont trouvé l’espèce Endolimax gregariniformis chez les volailles (Poulet, dinde) et chez les 

oiseaux sauvages. Selon GORDO et al., (2002), on signalé la présence d’Endolimax sp avec 

un prévalence élevé (40%) chez  les Autruches d'Afrique en Espagne. 
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Concernant les parasites appartenant aux nématodes inventoriés dans les oiseaux de 

cage examinés, Strongyloides spp est trouvé avec un taux d’infestation 11, 67%. Cette 

dernière est signalé par PAPINI et al.,(2012) chez les oiseaux de compagnie avec un taux de  

5, 5%. LAMA et al., (2016) ont retrouvé Trichostrongylus sp (1.67%) chez un canari. 

Le parasite du genre Moniezia spp est noté avec un faible taux de 3,33%. Des études ont été 

menées sur des représentants des oiseaux passereaux par FAKHAR et al., (2018) ont trouvé 

ce parasite avec un taux de 2,7%. 

4.2.  Discussion sur les ectoparasites des oiseaux de cage  

Les espèces d'acariens découvertes pendant l'étude sont potentiellement dangereuses pour 

la santé des personnes qui manipulent des animaux. La possibilité de les transporter chez eux 

avec les animaux achetés crée également un risque pour les futurs propriétaires d'animaux. 

Dermanyssus est un parasite cosmopolite étroitement apparenté aux hôtes oiseaux, en 

particulier d’élevage (GEORGE et al., 2015 ; RAELE et al., 2018). Ce genre comprend 

l’acarien rouge de la volaille, D. gallinae, que l’on trouve également chez les pigeons, les 

oiseaux sauvages et occasionnellement chez les mammifères, y compris l’humain (JACOBS 

et al., 2016). 

Notre étude sur les ectoparasites révèlent le recensement de Dermanyssus sp.et D. gallinae 

chez les oiseaux de cage appartiennent au deux ordre (Passeriformes et Psittaciformes). 

Comparent à celle de KOWAL et al., (2014), qui ont recensées Dermanyssus gallinae et 

Ornithonyssus bacoti  chez les perruches et les canaries en Pologne. 

4.3.  Discussion sur les résultats l’examen microscopique de sang des oiseaux de cage 

En dépit des études sur les hémoparasites des oiseaux de cage qui sont rares en Algérie, et 

en parallèle aux études effectuées par quelques chercheurs comme ROONEY et al., (2001) en 

Guatemala et SCHRENZEL et al., (2003) aux États-Unis, nous constatons que nos résultats 

sont plus ou moins proches à ceux trouvés par ces auteurs. 

Notre étude sur les 32 échantillons de sang des oiseaux de cage  révèle l'absence des parasites 

de sang, cela est dû à la bonne alimentation et l'application des traitements antiparasitaires sur 

les oiseaux  de cage par les propriétaires. 

Pour ce qui est des études effectuées par ROONEY et al., (2001), qui a signalé l’absence des 

parasites de sang chez les perroquets en Guatemala. D’autres études faites par SCHRENZEL 
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et al. (2003), démontrent la présence de 2 espèce chez  les captifs passerines (Haemoproteus 

spp et  Plasmodium spp). 
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Conclusion et perspectives 

 L’étude des parasites des oiseaux de cage dans la région de Djelfa  nous a permis de 

recenser 8 espèces d’endoparasites dont Eimeria spp, Isospora spp, Balantidium spp, 

Enatmoeba sp, Endolimax sp, Strongyloides spp, Trichostrongylus sp, et Moniezia spp sont 

trouvées dans les fientes, et 2 espèces d’ectoparasites Dermanyssus gallinae et Dermanyssus 

sp. Cependant le travail hématologique n’a donné aucune espèce de parasites dans le sang 

(hémiparasites) ce ci indique que les sujets examinés sont en état sain des maladies 

parasitaires du sang. 

Dans l’aviculture 1, les espèces trouvées dans les matières fécales sont 4 espèces: Eimeria 

spp, Isospora spp, Balantidium spp et Strongyloides spp  dont Isospora spp avec 7 cas 

positifs, suivi par Balantidium spp avec 2 cas positifs ensuite Eimeria spp et Strongyloides 

spp avec un seul cas positif pour chacune. Et pour l’aviculture 2 les espèces trouvées dans les 

fientes sont cinq espèces : Isospora spp avec 13 cas positifs, suivi par  Eimeria spp  et 

Balantidium spp avec 3 cas positifs pour les 2 espèces, ensuite Strongyloides spp et 

Trichostrongylus sp avec un seul cas positif pour chacune. Dans l’aviculture 3, le nombre 

d’espèce trouvé est sept : Isospora spp  avec 5 cas positifs suivi par Balantidium spp avec 

quatre cas positifs,  ensuite Strongyloides spp avec 3 cas positifs et Moniezia spp  apparait 2 

fois, pour Endolimax sp et Enatmoeba sp présentent par le même nombre des cas positifs et 

une seule fois.  Par ailleurs dans la dernière site «un vendeur », nous avons recensé 3 espèces 

Isospora sp avec cinq cas positifs, ensuite  Eimeria spp avec 4 cas positifs et Strongyloides 

spp avec un seul cas positif. 

La prévalence des endoparasites chez les oiseaux de cage dans l’aviculture 1 est de 15.21 % 

pour Isospora spp, 4.44% pour Balantidium spp et 2.17% pour  Strongyloides spp et Eimeria 

spp . Par ailleurs dans l’aviculture 2, nous avons enregistré une prévalence de 5.63 % pour 

l’espèce Eimeria sp , 18.3%  pour Isospora sp , et 4.22% pour  Balantidium sp et pour les 

espèces Strongyloides spp  et  Trichostrongylus sp ont un prévalence de 1.4 % pour chacune 

des espèces. Cependant dans l’aviculture 3 la prévalence d’Eimeria spp, Enatmoeba sp et 

Endolimax sp est 1.72%. Elle est 8.62% pour Isospora spp ,et 6.89% pour l’espèce  

Balantidium spp. pour les espèces suivantes nous avons noté 3.44 % pour Moniezia spp  et 

5.17% pour Strongyloides spp. Dans les fientes des oiseaux de  l’aviculture 4, l’espèce 

Eimeria spp est présente avec une prévalence de 16% et 20% pour Isospora spp, elle est 4% 

pour Strongyloides spp.  
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A partir de notre étude au cours d’une période de 5 mois de février jusqu’au juin, nous 

constatons que la prévalence des endoparasites augmente progressivement de février jusqu’à 

le mois d’Avril avec une valeur maximale de 60%, puis diminue du mai et juin chez les 

oiseaux examinés.  

En terme de taux d’infestation d’après les 200 échantillons de fientes prélevés  nous avons 

noté 60 cas ont été infestés par les endoparasites mentionnés précédemment avec un taux 

d’infestation de 30% et parmi ces 60 cas infestés les mâles oiseaux sont les plus infestés avec 

un taux de 65% que les femelles 35%, et pour chaque endoparasite  nous avons enregistré 

Isospora spp en premier avec un taux d’infestation égale à 51.67% suivi par Eimeria spp 15% 

et Balantidium spp 13.33%, puis Strongyloides spp avec un taux de 11.67%, ensuite Moniezia 

spp avec 3.33% et en dernier Enatmoeba sp et Endolimax sp avec 1.67% pour chacune. 

À travers cette étude de recensement nous avons trouvé 2 espèces ectoparasites de la famille 

de Dermanyssidae chez les des oiseaux de cage au niveau de l’aviculture3: Dermanyssus 

gallinae et Dermanyssus sp. Pendant la période de 5 mois d’étude du février jusqu’au juin 

dans l’aviculture 3 nous avons collecté 632 individus d’ectoparasites avec une abondance 

relative de l’espèce Dermanyssus gallinae (A.R.% = 7.75 %) et l’espèce Dermanyssus sp avec 

(A.R.% = 92.25 %). 

 En perspective, étudier l’état de santé des oiseaux de compagnie, des installations, des 

exploitations aviaires et des propriétaires devrait être un point de départ intéressant pour 

définir les risques pour la santé humaine et proposer des mesures de prévention économiques 

et sanitaires (telles que la biosécurité, la prophylaxie, l’hygiène) dans l’intérêt de la protection 

de la santé et l’amélioration économique. Cette enquête pourrait être une bonne image 

illustrant le concept «Animaux + Humains = Une seule santé». 
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Annexe 01 : Les espèces des oiseaux de cage examinées 

Ordre : Passeriformes 

 
Diamant mandarin 

 
Canari 

 
Chardonneret élégant 

Ordre : Psittaciformes 

Perruche 
 

Inséparable 
Perroquet 

 
Callopsitte 



  

 
 

 


