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 INTRODUCTION 
 

La famille des Psittacidés regroupe de nombreuses espèces d’oiseaux communément appelés 
perroquets et perruches. Grâce aux couleurs vives de leur plumage et à leur capacité à parler, ces 
oiseaux sont souvent évocateurs d’exotisme et d’originalité. De plus, ils sont dotés d’un caractère 
joueur et sociable qui séduit de nombreux propriétaires. Pour toutes ces raisons, beaucoup de 
personnes se décident à l’adoption d’un perroquet. Selon une enquête de la FACCO (chambre 
syndicale des fabricants d’aliments préparés pour chiens, chats, oiseaux et autres animaux familiers), 
il y avait environ 5,8 millions d’oiseaux détenus en France en 2015, la plupart appartenant à la famille 
des Psittacidés. 

Néanmoins, les populations sauvages de Psittacidés ont souffert de cet engouement, l’augmentation 
de la demande encourageant les trafics de ces oiseaux. Dans certaines régions, les effectifs de 
perroquets sauvages ont alors très fortement diminué, voire même disparu. Heureusement face à 
cela, la communauté internationale (dont la France) a réagi et a fourni un cadre législatif protégeant 
les Psittacidés du commerce abusif dont ils sont victimes. 

Cependant, les perroquets sauvages ne sont pas les seuls à souffrir de ce phénomène de société. En 
effet, les Psittacidés maintenus en captivité souffrent parfois de conditions de vie inadéquates 
souvent dues à une méconnaissance de leurs besoins de la part de leurs propriétaires. 

Face à cette situation, le vétérinaire se doit d’être le garant du bien-être de ces animaux. Pour cela, 
une connaissance des espèces de Psittacidés, de leurs modes de vie et de leurs besoins est 
primordiale. 

Malheureusement, les Psittacidés restent une famille encore peu connue des vétérinaires français 
métropolitains et pour cette raison, de nombreux praticiens préfèrent référer ces patients dans des 
structures spécialisées. 

Or tout vétérinaire, qu’il ait à l’origine un exercice canin, équin ou même rural, peut être un jour 
confronté à un Psittacidé (par exemple en urgence lors d’un service de garde). 

Ce travail a donc pour but de fournir au clinicien toutes les bases nécessaires à la consultation des 
Psittacidés. Afin de donner à ce guide un aspect pratique pour son lecteur, les informations 
théoriques sont enrichies de tableaux synthétiques, conseils pratiques et de nombreuses 
illustrations. 

La première partie présente la famille des Psittacidés ainsi que les conditions optimales pour le 
maintien en captivité de ces oiseaux. Le second chapitre traitera quant à lui du déroulé d’une 
consultation ainsi que des procédures à maitriser pour prendre en charge un perroquet et les 
examens complémentaires utilisables chez ces oiseaux seront ensuite détaillés. Enfin, les conduites à 
tenir face aux maladies affectant fréquemment les Psittacidés seront exposées. 
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I- Le perroquet chez son propriétaire 

A) Place des Psittacidés 

1) Taxonomie des Psittacidés 

a- Taxonomie de référence 

La taxonomie des oiseaux est en constante évolution par l’apport constant de nouvelles 
connaissances en génie moléculaire ou génétique par exemple (GERLACH 2001). Aujourd’hui encore, 
aucune classification ne fait l’unanimité et il n’est pas rare de trouver de grandes différences entre 
les classifications (KOVALIK, al. 2016).  

La systématique faisant le plus consensus dans la communauté scientifique a longtemps été 
celle proposée par J. del Hoyo, A. Elliott et J. Sargatal (DEL HOYO, ELLIOTT, SARGATAL 1992). Elle 
distingue 2 familles au sein des Psittaciformes : les Psittacidés et les Cacatuidés. Les Loriinés, 
longtemps considérés comme une famille à part entière ont ensuite été réintégrés comme étant une 
sous-famille des Psittacidés. 

Néanmoins cette classification semble être aujourd’hui remise en question et il semble plus 
pertinent de se fier à la systématique dressée par l’IOC (International Ornithologists Community) 
(GILL, DONSKER 2016) (cf. figure 1). La World Bird List (Liste des oiseaux du monde) est en effet 
remise à jour par l’équipe éditoriale de l’IOC quatre fois par an pour inclure des changements de 
noms ou de classifications issus d’études ornithologiques ou génomiques, des descriptions d’espèces 
nouvellement découvertes ou encore des corrections à la nomenclature actuelle. 

Figure 1 : Schéma représentant l’ordre des Psittaciformes dans la classification dressée par l’IOC 
(réalisation personnelle d’après GILL, DONSKER 2016). 
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Dans ce mémoire, nous utiliserons de préférence la systématique dressée par l’IOC. Une 
précision, même si le cadre de notre étude se limite aux Psittacidés, nous pourrons parfois 
mentionner des oiseaux appartenant aux autres familles de Psittaciformes. En effet, les 
considérations cliniques ne varient pas entre ces familles et certaines espèces (comme les Eclectus 
(Eclectus roratus) ou les Callopsittes (Nymphicus hollandicus) par exemple) sont parfois considérées 
comme appartenant à la famille des Psittacidés selon la classification utilisée. 

b- Caractéristiques communes des Psittaciformes 

Les Psittaciformes sont des oiseaux reconnaissables au premier coup d’œil grâce à quelques 
caractéristiques qui peuvent être phénotypiques, regroupées dans le tableau 1 (HARCOURT-BROWN, 
CHITTY 2005) : 

Tableau 1 : Présentation des caractéristiques communes des Psittaciformes (réalisation personnelle 
d’après HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005). 

Caractères phénotypiques 

Tête Tête massive et soutenue par un cou court et 
trapu 

Bec 

Mandibule supérieure très développée et 
courbée vers le bas (= bec crochu) 
Mandibule inférieure légèrement courbée vers 
le haut 
Bec agissant comme un troisième membre 

Cire Bande de peau épaisse présente à la base de la 
mandibule supérieure et entourant les narines 

Doigts 

Disposition zygodactyle caractéristique des 
oiseaux grimpeurs : doigts I et IV dirigés vers 
l’arrière alors que doigts II et III dirigés vers 
l’avant (cf. figure 28) 

Plumage 
Couleurs généralement vives (à l’exception des 
Cacatoès noirs (Probosciger aterrimus)) (cf. 
figures 2 et 3) 

Caractères liés au mode de vie 

Vocalises Cris puissants servant à la communication et à 
la cohésion des colonies 

Vision 
Vision monoculaire : champ de vision très large 
grâce au fait que chaque œil renvoie une image 
indépendante de l’autre 

Caractère lié à la reproduction Eclosion A l’éclosion, perroquets petits, nus et 
complètement dépendants des parents 
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2) Législation 

Les perroquets sont des oiseaux très attirants pour le grand public, tant par leurs couleurs 
chaudes et variées, leur exotisme synonyme d’invitation au voyage, mais aussi pour leur intelligence 
et leur comportement joueur et attachant. Cependant, cet engouement pour ces oiseaux a 
malheureusement pu causer de nombreux abus en réponse à la hausse de la demande. En effet, il 
n’est pas rare encore aujourd’hui de recevoir en consultation des oiseaux prélevés au nid dans leur 
pays d’origine et ramenés par leur propriétaire comme un « souvenir de vacances », l’exemple le plus 
flagrant concernant les Gris du Gabon (Psittacus erithacus) de plus de 30 ans.  

Jusqu’à très récemment, la possession d’oiseaux exotiques (dont les perroquets) n’était en 
effet soumise à aucune réglementation et la demande croissante d’acquérir ces animaux a mené à de 
nombreuses pratiques dévastatrices pour les espèces : piégeage des adultes, prélèvement des jeunes 
dans les nids, commerces internationaux dépourvus de cadre juridique, etc… Heureusement, face à 
ces abus menaçant de nombreuses espèces, les gouvernements et la communauté internationale ont 
su réagir et coopérer pour mettre en place des réglementations concernant la détention et le 
commerce de ces espèces exotiques. 

  

Figures 2 et 3 : Présentation d’un Ara macao (Ara macao) au plumage très coloré en opposition au 
plumage noir du Cacatoès noir (Probosciger aterrimus). 

  Figure 2 : Ara macao (Ara macao) 
(Image : P. GRENTZINGER) 

Figure 3 : Cacatoès noir (Probosciger aterrimus) 
(Image : P. GRENTZINGER) 
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a- Evaluer les risques pesant sur les Psittacidés : le rôle de l’UICN 

De nos jours, il apparaît évident que de nombreuses espèces, animales ou végétales, sont en 
danger d’extinction. Les plus réputées sont évidemment les éléphants, les rhinocéros et autres 
grands mammifères, mais l’UICN (Union Internationale pour la Conservation de la Nature) rappelle 
constamment que derrière ces espèces bien connues se cachent souvent de nombreuses autres 
espèces en danger ou menacées de l’être. Créée en 1948, cette Union de Membres est composée à 
la fois de gouvernements et d’organisations publiques ou privées et a pour but de promouvoir des 
solutions pour concilier développement de l’activité humaine et environnement (SCHULMAN 2015). 
Pour ce faire, une de ses missions consiste à attribuer un statut au plus grand nombre d’espèces ou 
d’écosystèmes en fonction de la menace pesant sur elle ou sur son environnement. Ces statuts sont 
résumés ci-dessous :  

Ainsi, le statut délivré par l’UICN sur chaque espèce est un indicateur clair et précis pour tous 
sur l’état dans lequel se trouve chacune d’elle au niveau mondial. De nombreux organismes (dont 
l’ONU et certains gouvernements) utilisent d’ailleurs ces statuts comme base pour édifier leur 
réglementation en matière de protection des espèces et des écosystèmes. Néanmoins, il est 
important de garder à l’esprit que même si une espèce appartient aujourd’hui aux catégories LC ou 
NT, son sort peut basculer très rapidement vers un statut plus sévère, et ce à cause de nouvelles 
menaces sur elle ou sur son écosystème (liées à l’activité humaine ou non) (UICN 2015). 

Actuellement, la majorité des perroquets n’est pas considérée comme étant menacée 
puisque la plupart des Psittaciformes ont un statut « Peu préoccupant » (= LC) à « Quasi menacé » 
(=NT), souvent parce que les populations bénéficient d’un très grand nombre d’individus répartis 
dans des habitats préservés ou sans grande menace. Néanmoins, certaines espèces à l’image du Kéa 
(Nestor notabilis) ont un statut « Vulnérable » (= VU) en raison du déclin de leurs populations (The 
UICN Red List of Threatened Species 2012 - Nestor notabilis 2012). Ainsi, le Kéa illustre le fait qu’il est 
impératif de protéger les Psittaciformes, et ce à l’échelle mondiale. Heureusement, la communauté 

Légende : 
- NE : Not Evaluated = Non évalué 
- DD : Data Deficient = Manque de données 
- LC : Least Concern = Peu préoccupante 
- NT : Near Threatened = Quasi menacé 

- VU : Vulnerable = Vulnérable 
- EN : Endangered = En danger 
- CR : Critically Endangered = En danger critique 
- EW : Extinct in the Wild = Eteint à l’état sauvage 
- EX : Extinct = Eteint 

Figure 4 : Schéma représentant les différents statuts UICN (réalisation personnelle d’après : « The UICN Red List of 
Threatened Species – Poicephalus senegalus ») 



33 
 

internationale a su réagir et mettre en place des textes de lois visant à préserver les animaux 
exotiques, Psittaciformes compris. 

b- A l’échelle internationale : la CITES 

La CITES (Convention on International Trade in Endangered Species of Wild Fauna and Flora), 
aussi appelée Convention de Washington est un accord international entre états ayant pour but de 
veiller à ce que le commerce d’animaux et de plantes mais aussi de spécimens (fourrures, racines, 
plumes, etc…) ne menace en aucun cas la survie des espèces auxquelles ils appartiennent. 

Adoptée en 1973 à Washington en présence de représentants de 80 pays (dont la France), la 
convention protège aujourd’hui plus de 35 000 espèces à différents niveaux correspondant aux 3 
annexes de la Convention. Les dispositions de la CITES ont pour objet les animaux ou les plantes 
inscrits aux différentes annexes (spécimens vivants ou morts), et les produits qui en sont issus ou qui 
en contiennent (dans le cas des Psittaciformes : bijoux à base de plumes…). La CITES stipule que tout 
pays signataire s’engage à ne permettre le commerce des spécimens des espèces inscrites sur 
chaque annexe qu’en conformité des dispositions dictées par la Convention (CITES 1973) (cf. tableau 
2). 

Remarque : En raison du trafic massif dont elles sont victimes, les populations sauvages de Gris du 
Gabon (P. erithacus) ont très fortement diminué ces cinq dernières années au Gabon, au Tchad et en 
Angola (disparition jusqu’à 90% des individus dans certaines régions). Face à cela, la CITES a réagi lors 
de sa 17ème conférence des Parties (Octobre 2016) en inscrivant ces perroquets à l’Annexe I (au lieu 
de l’Annexe II jusqu’à présent). Cette convention est donc en évolution constante pour répondre au 
mieux à la situation de chaque espèce menacée (CITES CoP17 2016). Néanmoins, la CITES n’a pour 
l’instant pas statuer du devenir des Gris du Gabon issus d’élevage. 
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Tableau 2 Résumé des conditions de commerce d’espèces des Annexes I, II et III de la CITES 
(réalisation personnelle d’après (CITES 2016)) 

Annexe Espèces concernées Réglementations du commerce des espèces 
appartenant à cette annexe 

I 

Espèces menacées d’extinction qui 
sont ou pourraient être affectées 
par le commerce d’où une 
réglementation stricte encadrant ce 
dernier 

Commerce de spécimens interdit sauf autorisations 
spéciales dans un but scientifique : 
- Permis d’exportation nécessaire pour l’exportation 
d’un spécimen appartenant à cette annexe et qui 
certifie : 

x Par l’Etat exportateur que le mouvement du 
spécimen ne met pas son espèce en danger 

x Que l’origine du spécimen est légale 
x Qu’en cas de spécimen vivant, celui-ci 

bénéficiera de conditions de transport 
répondant à ses besoins 

x Qu’un permis d’importation a été délivré 
pour ce spécimen 

- Permis d’importation nécessaire qui assure que : 
x L’importation du spécimen ne nuit pas à la 

survie de son espèce 
x En cas de spécimen vivant, le destinataire a 

les conditions d’hébergement adéquates 
pour le recevoir 

x Le spécimen ne sera pas utilisé à des fins 
principalement commerciales 

II 

Espèces non menacées mais qui 
pourraient le devenir si leur 
commerce n’était pas réglementé 

Commerce de spécimens autorisé mais fortement 
réglementé : 
- Permis d’exportation ou certificat de réexportation 
nécessaire selon les mêmes conditions que pour 
l’Annexe I 
- Le commerce d’un spécimen est contrôlé dans 
chaque partie par une autorité scientifique afin 
d’assurer la survie de l’espèce concernée (Museum 
Nationale d’Histoire Naturelle en France) 

III 

Toute espèce qu’un pays déclare 
soumise à une réglementation 
visant à empêcher ou restreindre 
leur exploitation et nécessitant la 
coopération des autres pays pour le 
contrôle du commerce 

- Permis d’exportation nécessaire délivré par l’Etat 
exportateur certifiant que : 

x L’origine du spécimen est légale 
x Tout spécimen vivant bénéficiera de 

conditions de transport répondant à ses 
besoins 

- Certificat d’origine nécessaire au pays importateur 
 

Le commerce international des espèces sauvages est donc particulièrement encadré. 
Malheureusement, faute de moyens pour contrôler l’application de ces réglementations, des trafics 
de perroquets sont encore régulièrement mis à jour par les autorités comme en 2015 où la police 
indonésienne avait saisi 24 Cacatoès soufrés (Calcatua sulphurea) enfermés dans des bouteilles en 
plastique vides afin de passer les douanes illégalement. 
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La CITES pose donc un cadre international strict réglementant le commerce des espèces afin d’en 
assurer la survie. Cette Convention permet également à chaque pays signataire de proposer l’ajout 
d’espèces aux Annexes en fonction du bien-être des espèces sur leur territoire. Ainsi, ces pays sont 
acteurs de la conservation des espèces vivant sur leur territoire qui constituent à la fois un 
patrimoine, mais également la biodiversité. Afin de respecter ce cadre international, les pays 
signataires ont également adapté leur législation, comme l’ont fait l’Union Européenne et la France. 

c- A l’échelle de l’Union Européenne 

Afin de protéger la biodiversité de la Communauté Européenne et de statuer sur les espèces 
non mentionnées par la CITES, l’Union Européenne a mis en place une législation plus stricte que la 
convention internationale, même si elle s’appuie largement sur cette dernière. 

En effet, le règlement CE n°338/97 du Conseil relatif à la protection des espèces de faune et de flore 
sauvages par le contrôle de leur commerce et modifié par le règlement (UE) No 1320/2014 de la 
Commission du 1er décembre 2014 (Journal officiel de l’Union européenne 2014) classe les espèces 
menacées de la faune et de la flore selon quatre annexes (A, B, C et D) en fonction des menaces 
pesant sur elles (l’annexe A regroupant les espèces les plus protégées). Les annexes A, B et C 
correspondent généralement aux annexes I, II et III de la CITES même si de petites différences 
existent (par exemple, le genre Vini est classé en annexe A alors que seul le Vini ultramarina est dans 
l’annexe I de la CITES, le reste étant en annexe II).  

Les Psittaciformes sont tous regroupés dans les annexes A et B.  

L’annexe D quant à elle comprend les espèces non listées par la CITES mais dont l’Union Européenne 
souhaite connaître les flux d’importation vers les différents états membres. L’importation et 
l’exportation des espèces inscrites en annexe A sont interdites sauf dérogation alors que celles pour 
les espèces de l’annexe B sont soumises à des permis d’exportation et d’importation. Pour les 
espèces appartenant à l’annexe C, seule une notification d’importation vers l’UE est nécessaire 
(accompagnée parfois d’un permis d’exportation en fonction de la provenance du spécimen). Enfin, 
pour les spécimens notés en annexe D, une simple déclaration aux douanes au moment de l’entrée 
au sein de la Communauté Européenne suffit. 

Ainsi, le transit par un pays membre de l’UE d’un spécimen classé parmi une de ces annexes se fera 
sous certaines conditions légales strictes et bien définies par la Communauté Européenne 
(Règlement applicable aux espèces de faune et de flore sauvages menacées d’extinction (Ministère 
des Finances et des Comptes publics 2015)). Cette réglementation permet de contrôler l’impact du 
commerce sur les espèces sauvages, mais aussi le respect des normes sanitaires à l’entrée de l’UE. 

 
d- A l’échelle française 

Depuis 1976, la France a mis en place des lois visant à protéger sa faune et sa flore, et 
particulièrement en Guyane. L’Arrêté du 25 mars 2015 fixant la liste des oiseaux représentés dans le 
département de la Guyane protégés sur l'ensemble du territoire et les modalités de leur protection 
stipule entre autres que (Ministère de l’écologie, du développement durable et de l’énergie et le 
ministre de l’agriculture, de l’agroalimentaire 2015) :  
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« Article 2.I : 

Sont interdits sur tout le territoire du département de la Guyane et en tout temps : 

x La destruction ou l'enlèvement des œufs et des nids ; 
x La destruction, la mutilation, la capture ou l'enlèvement des oiseaux dans le milieu naturel ; 
x La perturbation intentionnelle des oiseaux notamment pendant la période de reproduction et 

de dépendance, pour autant que la perturbation remette en cause le bon accomplissement 
des cycles biologiques de l'espèce considérée. » 

En France, une personne possédant un perroquet doit pouvoir justifier, à tout instant, de la légalité 
de cette détention grâce à un certificat de propriété accompagné d’une fiche de traçabilité. Ce 
certificat ne couvre qu’un seul spécimen et est délivré en France par la DREAL (Direction régionale de 
l'environnement de l'aménagement et du logement). Il n’est pas transmissible et doit donc être 
renouvelé à chaque changement de propriétaire (Ministère des Finances et des Comptes publics 
2015). 

 
L’Arrêté de Guyane est complété par : 

x L’Arrêté du 10 août 2004 fixant les conditions d'autorisation de détention d'animaux de 
certaines espèces non domestiques dans les établissements d'élevage, de vente, de location, 
de transit ou de présentation au public d'animaux d'espèces non domestiques (Ministère de 
l’agriculture, de l’alimentation, de la pêche et des affaires rurales et le ministre de l’écologie 
et du développement durable 2004). Cet Arrêté détermine les conditions de marquage des 
oiseaux et stipule que les perroquets doivent être munis d’un « marquage individuel et 
permanent […] effectué dans les 1 mois suivant leur naissance » (bague ou puce 
électronique). 

x L’Arrêté du 24 mars 2006 modifiant les arrêtés du 17 avril 1981 modifié fixant les listes des 
oiseaux protégés sur l'ensemble du territoire et du 15 mai 1986 modifié fixant sur tout ou 
partie du territoire national des mesures de protection des oiseaux représentés dans le 
département de la Guyane (Ministère de l’agriculture et de la pêche et la ministre de 
l’écologie et du développement durable 2006). Ici, le texte précise que « l'interdiction de 
transport, de colportage, d'utilisation, de mise en vente, de vente ou d'achat, prévue [par 
l’Arrêté de Guyane] ne s'applique pas aux spécimens nés et élevés en captivité et marqués 
conformément aux dispositions fixées par arrêté du ministre chargé de la protection de la 
nature et du ministre chargé de l'agriculture. » 

 
La législation entourant la détention des Psittacidés est donc très stricte et il est primordial que le 
vétérinaire en ait conscience afin d’informer au mieux les propriétaires. Cependant, la classification 
des espèces dans les annexes des textes de loi et les lois elles-mêmes sont régulièrement modifiées. 
Il est donc conseillé de se rapprocher des autorités compétentes en cas de doute afin de garantir aux 
propriétaires le strict respect du cadre de la loi. 
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e- Application pour le propriétaire 

Avant de choisir son oiseau, le futur propriétaire doit s’assurer qu’il a le droit de posséder 
une telle espèce et que celle-ci n’a pas été importée illégalement sur le territoire. 

Le jour de l’achat, il doit impérativement recevoir un certificat de cession mentionnant : 

x Les coordonnées complètes du vendeur et de l’acheteur. 
x Les noms commun (en français) et scientifique (en latin) de l’espèce du perroquet. 
x Le numéro d’identification de l’oiseau (bague ou transpondeur électronique). 
x En cas d’importation : le numéro CITES de l’oiseau et un certificat sanitaire international. 

3) Oiseaux rencontrés le plus fréquemment en consultation 

Les espèces de Psittaciformes présentées dans cette partie sont celles rencontrées le plus 
souvent en France métropolitaine chez les particuliers ou dans les parcs zoologiques (d’après des 
observations personnelles). 

Les Psittacidés seront présentés dans un premier temps, suivis par les Cacatuidés. Chaque fiche 
présentative résume les caractéristiques de l’espèce (longévité, envergure, phénotype, lieu de vie, 
etc.) et donne des informations sur le statut juridique de celle-ci. 

Toute ces fiches ont été réalisées à l’aide de du dictionnaire des noms scientifiques de Jobling et 
Helm (JOBLING 2010), l’Encyclopedia of Aviculture (HOLLAND 1962) et de la fiche éditée pour chaque 
espèce par l’UICN dans sa liste rouge des espèces menacées (The UICN Red List of Threatened 
Species) (UICN 2012).  
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Image : P. GRENTZINGER 

Inséparables de Fischer (Agapornis fischeri) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre non soumise à 
quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Cercle oculaire blanc épais 
- Bec corail 
- Il existe de nombreuses mutations phénotypiques 

Caractère : Oiseau idéal pour des débutants, même s’il peut être 
querelleur, en particulier avec d’autres espèces ou lors de 
l’introduction d’un nouvel individu 

Poids : env. 30 g 

 

Figure 5 : Fiche présentative de l’Inséparable de Fischer (Agapornis fischeri) 
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Note : Il existe de nombreuses sous-espèces d’Inséparables. Seules les plus fréquemment 
rencontrées en France sont présentées ici. 

  

Inséparable Rosegorge (Agapornis roseicollis) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Non inscrit aux annexes, détention libre non 
soumise à quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure 
Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Cercle oculaire blanc fin 
- Bec blanc 
- Il existe de nombreuses mutations phénotypiques 

Caractère : Oiseau idéal pour des débutants, même s’il peut être 
querelleur, en particulier avec d’autres espèces ou lors de 
l’introduction d’un nouvel individu 

Poids : env. 30 g 

 

Image : P. MOULTON 

Figure 6 : Fiche présentative de l’Inséparable Rosegorge (Agapornis roseicollis) 
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Image : P. GRENTZINGER 

Amazone à front bleu (Amazona aestiva) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre non soumise à 
quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet vert avec un jaune prononcé sur la face, un masque 
bleu et des « épaulettes » rouges. Le pattern de couleurs est 
très variable d’un individu à un autre 

- Mutations phénotypiques existantes mais rares 

Caractère : Oiseau capable de parler (quelques mots et grand imitateur de 
bruits) même s’il est assez destructeur. Les Amazones sont réputées pour 
être très têtues et ne doivent pas être recommandées à un débutant. 

Poids : 350 – 400 g 

 

 

 

Figure 7 : Fiche présentative de l’Amazone à front bleu (Amazona aestiva) 
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Amazone à nuque jaune (Amazona ochrocephala) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre non soumise à 
quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet vert avec un jaune prononcé sur la nuque, un 
masque vert et rémiges rouges. Le pattern de couleurs est très 
variable d’un individu à un autre 

Caractère : Oiseau capable de parler (quelques mots et grand imitateur de 
bruits) même s’il est assez destructeur. Les Amazones sont réputées pour 
être très têtues et ne doivent pas être recommandées à un débutant. 

Poids : 350 – 400 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 8 : Fiche présentative de l’Amazone nuque jaune (Amazona ochrocephala) 



42 
 

 

  

 

Ara bleu et jaune (Ara ararauna) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre non soumise à 
quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Grands perroquets caractérisés par de très longues caudales 
- Face dorsale bleue, caudales inférieures bleues, ventre et cou 

jaunes, front vert et cou et pourtour des yeux strié de noir 

Caractère : Oiseau capable de prononcer quelques mots et imitateur de 
bruits (capacités moyennes) mais attention, ses cris sont extrêmement 
bruyants et peuvent être à l’origine de tensions dans le voisinage. 

Facilement apprivoisable dans les bonnes conditions mais tendance à 
l’hyper-attachement. A déconseiller aux débutants. 

Poids : 990 – 1300 g 

 

 

 

Image : G. GRENTZINGER 

Figure 9 : Fiche présentative du Ara bleu et jaune (Ara ararauna) 
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Image : G. GRENTZINGER 

Ara chloroptère (Ara chloropterus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre non soumise à 
quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Grands perroquets caractérisés par de très longues caudales 
bleues et rouges 

- Ventre, tête et cou rouges, dos et faces dorsales des ailes vertes 
et rouges, rémiges bleues et pourtour des yeux strié de rouge 

Caractère : cf. Ara bleu et jaune (Ara ararauna) 

Poids : 990 – 1300 g 

 

 

Figure 10 : Fiche présentative du Ara chloroptère (Ara chloropterus) 
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Ara macao (Ara macao) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe I de la CITES, détention soumise à 
autorisation administrative 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Grands perroquets caractérisés par de très longues caudales 
bleues et rouges 

- Corps globalement rouge avec rémiges bleues, face dorsale des 
ailes jaunes et bleues et pourtour des yeux strié très finement 
de rouge 

Caractère : cf. Ara bleu et jaune (Ara ararauna) 

Poids : 900 – 1400 g 

 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 11 : Fiche présentative du Ara macao (Ara macao) 
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Image : G. GRENTZINGER 

Ara militaire (Ara militaris) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe I de la CITES, détention soumise à 
autorisation administrative 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Grands perroquets caractérisés par de très longues caudales 
bleues, jaunes et rouges 

- Corps globalement vert avec rémiges bleues, masque rouge et 
pourtour des yeux strié de rouge 

Caractère : Perroquet plutôt indépendant dont les cris très puissants 
peuvent gêner le voisinage. A déconseiller aux débutants. 

Poids : 900 – 1100 g 

 

 

Figure 12 : Fiche présentative du Ara militaire (Ara militaris) 
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Conure soleil (Aratinga solstitialis) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet vert sombre avec poitrine et tête jaune-orangées, 
rémiges et caudales bleues et faces dorsales des ailes vertes. 
Elle peut être confondue avec la Conure jandaya (A. jandaya). 

Caractère : Oiseau capable de prononcer quelques mots et imitateur de 
bruits (capacités moyennes). Les conures sont extrêmement bruyantes malgré 
leur petite taille, ce qui peut rapidement excéder les propriétaires. 

Poids : 110 – 130 g 

 

 

Image : P. GRENTZINGER 

 Figure 13 : Fiche présentative de la conure soleil (Aratinga solstitialis) 
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Eclectus (Eclectus roratus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Présence d’un dimorphisme sexuel flagrant 

Phénotype :  

- Mâle : verts avec les flancs rouges plus ou moins prononcés, bec corail 
- Femelle : Rouge et bleue, jaune sur les caudales, parfois violacée en 

fonction de la sous-espèce, bec noir 

Caractère : Oiseau très intelligent et sociable ayant des capacités 
d’apprentissage et de communication très importantes nécessitant beaucoup 
d’attention. Prévoir impérativement une place importante pour les groupes 
pour éviter les conflits et le stress. A déconseiller aux débutants. 

Poids : 380 – 450 g 

 

 

Femelle 
Image : P. GRENTZINGER 

Mâle 
Image : P. GRENTZINGER 

 Figure 14 : Fiche présentative de l’Eclectus (Eclectus roratus) 
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Gris du Gabon (Psittacus erithacus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet gris (plus ou moins foncé), masque blanc, rémiges 
plus foncées, caudales rouges 

Caractère : Oiseaux très intelligents, capables de parler et pouvant être 
très affectueux envers leur propriétaire ou entre eux. Nécessite une 
grande attention afin d’éviter l’ennui et les problèmes qui en résultent. 

Poids : env. 450 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 15 : Fiche présentative du Gris du Gabon (Psittacus erithacus) 
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Perruche à collier (Psittacula krameri) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Non soumise aux annexes 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

(Originaire 

d’Afrique + Inde et introduite en 
Europe, aux USA, au Moyen-
Orient et en Australie)Envergure 
Longévité moyenne 

Sexage : Léger dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Grande perruche verte avec bec rouge et collier à triple couleur (noir, 
rose et bleu) s’étendant du bec inférieur à la nuque. 

- La femelle est sans collier mais il faut attendre les 2 ans révolus pour 
que le collier des jeunes mâles commence à apparaitre 

Caractère : Oiseau très grégaire pouvant être gardé en groupe. Les cris 
portent loin et peuvent être source d’ennui de voisinage. Capable de 
prononcer quelques mots. Nécessité d’avoir en permanence des 
branches à ronger. 

Poids : 95 – 140g 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 16 : Fiche présentative de la perruche à collier (Psittacula krameri) 
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Perruche de Barraband (Polytelis swainsonii) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Dimorphisme sexuel marqué 

Phénotype :  

- Mâle : Grande perruche verte avec masque jaune, collier rouge, 
front bleu et reflets bleus sur les rémiges 

- Femelle : Grande perruche verte avec masque et cou blancs. 
Couleurs plus pastel que le mâle. 

Caractère : Oiseaux ayant besoin d’espace en captivité (privilégier la 
volière), calmes et pacifiques, qui peuvent s’apprivoiser facilement et 
relativement peu bruyants.  

Poids : 130 – 160 g 

Mâle 
Image : P. GRENTZINGER 

Femelle 
Image : P. GRENTZINGER 

Figure 17 : Fiche présentative de la perruche de Barraband (Polytelis swainsonii) 
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Perruche omnicolore (Platycercus eximius) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype : Perruche à dominante rouge avec quelques touches de 
vert et de noir sur le dos et la face dorsale des ailes, bande alaire et 
queue bleue et collier blanc 

Caractère : Oiseaux très territoriaux, querelleurs avec les autres 
platycerques, vifs et actifs d’où nécessité de place pour le vol (favoriser 
la volière) et potentiellement apprivoisables. 

Poids : 90 – 110 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 18 : Fiche présentative de la perruche omnicolore (Platycercus eximius) 
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Toui Catherine (Bolborhyncus lineola) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Léger dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Petite perruche verte, rayée sur la nuque, le dos et les flancs. 
- Le mâle a des épaulettes et les rectrices centrales noires. 

Caractère : Oiseau pouvant être gardé en couple ou en colonie et 
pouvant facilement s’accommoder de la présence d’autres espèces 
dans la volière.  

Poids : 40 – 50 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 19 : Fiche présentative de la Toui Catherine (Bolborhyncus lineola) 
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Perruche ondulée (Melopsittacus undulatus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Non inscrite aux Annexes, détention libre non 
soumise à quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Le phénotype sauvage est vert avec rayures jaunes et noires sur 
la tête, le dos et la face dorsale des ailes et quelques plumes 
noires en collier 

- La couleur de la cire permet de différencier le mâle (bleue à 
rose) de la femelle (blanche à brune) 

Caractère : Oiseau accessible pour tout débutant, très pacifique et 
sociable et vivant de préférence en colonies.  

Poids : 20 – 30 g 

Image : L. LEPELLETIER 

Figure 20 : Fiche présentative de la Perruche ondulée (Melopsittacus undulatus) 
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Youyou du Sénégal (Poicephalus senegalus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype : Perroquet très coloré avec une tête grise, un collier et un 
dos vert, un ventre rouge-orangé et la face dorsale des ailes verte 

Caractère : Oiseau très joueur et très agréable, demandant de l’entretien 
mais qui peut convenir à un débutant. Très bon imitateur de bruits, il peut 
également être capable de prononcer quelques mots. Perroquet sociable, 
relativement peu bruyant et n’ayant pas tendance à l’hyper-attachement. 

Poids : 120 – 160 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 21 : Fiche présentative de la Perruche ondulée (Melopsittacus undulatus) 
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Loriquet de Swainson (Trichoglossus haematodus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Psittacidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Pas de dimorphisme sexuel  

Phénotype : Perroquet très coloré avec une tête bleue, un collier jaune, 
un dos vert, un cou rouge-orangé et un ventre bleu-violacé 

Caractère : Doit être gardé en grande volière et n’a pas pour vocation d’être 
un oiseau de compagnie. Souvent agressif envers les autres espèces mais 
reste jovial et joueur. A déconseiller aux débutants car nécessite des 
conditions de logement et d’hygiène strictes en tant que nectarivore. 

Poids : 100 – 160 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 22 : Fiche présentative du Loriquet de Swainson (Trichoglossus haematodus) 
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Image : P. GRENTZINGER 

Cacatoès à huppe jaune (Cacatua galerita) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Cacatuidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Léger dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet massif blanc avec une huppe érectile jaune. Les 
plumes sous-alaires et sous-caudales sont plus ou moins jaunes 

- La couleur de l’iris permet de déterminer le sexe : noir chez le 
mâle, brun à rougeâtre chez la femelle 

Caractère :  

- Voix forte et désagréable mais oiseaux parfois très affectueux et 
très intelligents pouvant parler. Attention, ce sont des oiseaux 
têtus qui peuvent devenir violents à la moindre contrariété. 

- La huppe est un indicateur de l’état émotionnel de l’oiseau : 
dressée quand il est excité et au repos sinon 

Poids : 800 – 950 g 

 

Figure 23 : Fiche présentative du Cacatoès à huppe jaune (Cacatua galerita) 
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Cacatoès rosalbin (Eolophus roseicapilla) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Cacatuidés 

Régime juridique : Annexe II de la CITES, détention libre sous quotas 

Statut de conservation UICN Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Léger dimorphisme sexuel  

Phénotype :  

- Perroquet à dos gris et ventre rose avec une huppe érectile 
blanc-rosé à rose 

- La couleur de l’iris permet de déterminer le sexe : noir chez le 
mâle, brun à rougeâtre chez la femelle 

Caractère : cf. Cacatoès à huppe jaune 

Poids : 270 – 350 g 

 

Image : P. GRENTZINGER 

Figure 24 : Fiche présentative du Cacatoès à huppe jaune (Eolophus roseicapilla) 
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Calopsitte élégante (Nymphicus hollandicus) : 

Ordre : Psittaciformes                                                 Famille : Cacatuidés 

Régime juridique : Non inscrite aux Annexes, détention libre  

Statut de conservation UICN 

Zone géographique d’origine 

Envergure Longévité moyenne 

Sexage : Dimorphisme sexuel net 

Phénotype :  

- Perruche grise avec masque blanc à jaune, des joues rouge-
orangées et une large bande alaire blanche 

- Huppe érectile jaune et grise 
- Mâle : huppe et joues de couleur vives et faces ventrales des 

ailes et de la queue noires 
- Femelle : huppe et joues de couleur moins marquées et faces 

ventrales des ailes et de la queue légèrement striées 

Caractère : Oiseau accessible pour tout débutant, facilement 
apprivoisable, robuste et pacifique. Le cri est perçant mais rare et la 
calopsitte est capable de prononcer quelques mots ou d’imiter des 
bruits. 

Poids : 80 – 100 g 

 

Image : L. LEPELLETIER 

Figure 25 : Fiche présentative de la Calopsitte élégante (Nymphicus hollandicus) 
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B) Conseils aux propriétaires 

Le perroquet est un animal de compagnie original et peu commun. Aussi, de nombreux 
propriétaires préfèrent consulter un vétérinaire avant d’acheter leur oiseau afin de bénéficier de 
conseils sur le perroquet lui-même, mais aussi sur son mode de vie et son entretien. Cette pratique 
est à encourager par le praticien pour assurer la meilleure qualité de vie à l’oiseau mais en 
contrepartie, le vétérinaire se doit de répondre de manière la plus précise possible aux questions du 
futur propriétaire.  

Dans cette partie, nous présenterons les éléments principaux à respecter pour gérer au 
mieux un perroquet chez soi. 

1) Choix de l’oiseau : le bon propriétaire pour le bon perroquet 

a- Quel perroquet acheter ? 

Le premier pas vers l’acquisition d’un perroquet est déjà de choisir l’oiseau qui correspondra 
le mieux à l’acquéreur. Il faut préalablement que le propriétaire définisse ce qu’il attend de son 
perroquet : qu’il soit un oiseau de compagnie à part entière avec qui il pourra avoir une relation, ou 
un oiseau dit « d’ornement ». 

Comme on a pu le voir dans la partie I-A, il existe de très nombreuses espèces de perroquets 
disponibles aux acquéreurs, chacune ayant un caractère différent, et il peut être difficile pour le 
propriétaire de s’y retrouver. En effet, si certaines contraintes semblent évidentes (place disponible, 
bruits de l’oiseau vis-à-vis du voisinage, etc.), il est important de rappeler au propriétaire qu’adopter 
un perroquet est un engagement à très long terme avec les considérations budgétaires et 
émotionnelles que cela implique. Il arrive encore trop fréquemment qu’en consultation, des 
propriétaires soient surpris d’apprendre que le Gris du Gabon (Psittacus erithacus) qu’ils viennent 
d’acquérir ne vit pas 15 ans comme ils se l’imaginaient, mais plutôt 75 ans en moyenne. Il faut donc 
expliquer aux propriétaires qu’ils achètent parfois un oiseau qu’ils lègueront plus tard à leurs enfants 
et que ce n’est donc pas un achat à prendre à la légère. 

Du point de vue du budget, il faut considérer que le prix initial de l’oiseau n’est qu’un petit 
pourcentage de ce que l’oiseau va coûter à son propriétaire dans les premiers mois d’acquisition, que 
ce soit en matériel (cage, jeux, alimentation, etc…) ou en frais vétérinaires (WILSON 1999). 

De plus, Wilson explique également que même s’il existe autant de personnalités que de perroquets, 
des tendances spécifiques peuvent être observées (WILSON 1999): 

x Les perruches ondulées (Melopsittacus undulatus) sont de petits oiseaux très actifs, 
chanteurs, sociaux et pouvant facilement s’apprivoiser. 

x Les calopsittes (Nymphicus hollandicus) ont le tempérament le moins agressif chez les 
psittaciformes et font d’excellents compagnons, même si elles peuvent avoir tendance à 
l’hyper-attachement. 

x Les conures (Aratinga sp.) ont une personnalité très joueuse mais sont extrêmement 
bruyantes et peuvent être têtues et rapidement agressives à la moindre contrariété. 

x Les Gris du Gabon (P. erithacus) sont d’excellents compagnons, joueurs et affectueux mais 
dont la personnalité peut complètement s’inverser (agressivité, …) à la maturité sexuelle. Ils 



60 
 

ont une forte tendance à l’hyper-attachement avec un membre de la famille qu’ils auront 
choisi comme étant leur maître privilégié. De plus, ce sont d’excellents parleurs et imitateurs 
de sons (sonnette, téléphone, micro-onde, etc…) au point parfois de ne jamais arrêter de 
parler et donc d’exaspérer leurs propriétaires. 

x Les Cacatoès (Cacatua sp.) peuvent être de très bons oiseaux de compagnie, mais peuvent 
rapidement devenir destructeurs et faire preuve d’hyper-attachement incapables de 
s’occuper sans l’homme (l’auteur décrit même les Cacatoès comme des oiseaux visant à 
« devenir des tumeurs sur le corps de leur propriétaire »). 

Le sexe de l’oiseau peut également constituer un critère de choix pour le propriétaire. En effet, 
certains auteurs expliquent qu’un oiseau mâle aura plutôt tendance à préférer une femme comme 
propriétaire et vice-versa. Néanmoins cette théorie ne semble pas se vérifier de manière absolue 
dans la réalité et est donc à considérer avec précaution. Il apparaît tout de même que chez certaines 
espèces, les mâles semblent plus agressifs que les femelles, que ce soit au sein d’un groupe (SEIBERT, 
CROWELL-DAVIS 2001) ou avec leur propriétaire. 

De même, si le caractère de l’oiseau a une grande importance dans sa relation avec son propriétaire, 
n’importe qui n’est pas fait pour s’occuper d’un oiseau. En effet, avoir un perroquet signifie lui 
consacrer du temps, beaucoup d’entretien, et s’engager sur le long terme avec lui (les perroquets 
tolérant très mal les abandons et les changements de propriétaires). 

b- Où acheter son perroquet ? 

Comme pour les carnivores domestiques, le choix de l’élevage est primordial lors de l’achat 
d’un perroquet et le futur propriétaire se renseigne souvent auprès du vétérinaire pour orienter son 
choix d’établissement (animaleries, éleveurs, particuliers…). 

Il est important que le propriétaire détermine les critères auxquels il accorde de l’importance : petit 
ou grand élevage, proximité, conditions de vie et d’élevage des oiseaux, etc… Quoiqu’il en soit, il est 
conseillé de se rendre sur place et de visiter l’élevage dans lequel on envisage d’acheter son oiseau, 
ce qui permet d’aller voir les couples reproducteurs, les techniques d’élevage des jeunes, leur état de 
santé, etc… De plus, cela permet d’établir un lien avec l’éleveur et de bénéficier de ses conseils dès 
l’acquisition de l’animal. Le propriétaire doit pouvoir poser toutes les questions qu’il veut et juger s’il 
trouve les réponses obtenues satisfaisantes ou non. Certains éleveurs proposent même aux futurs 
acquéreurs de venir plusieurs fois suivre l’évolution et la croissance du perroquet qu’il souhaite 
acheter. 

Enfin, à l’achat d’un oiseau, le nouveau propriétaire de l’animal doit s’assurer qu’il obtient son animal 
de manière légale (c’est-à-dire avec tous les documents évoqués ci-dessus) et que celui-ci est 
correctement identifié (bague ou puce électronique). 

c- Elevage à la main ou par les parents ? 

Il faut considérer que les perroquets, même s’ils sont élevés en captivité depuis des 
générations, restent des animaux sauvages dont l’apprivoisement est possible mais pas évident. 

Il existe deux méthodes bien distinctes d’élevage des jeunes oiseaux, chacune ayant ses avantages et 
ses inconvénients, mais surtout chacune pouvant influencer sur le futur caractère de l’oiseau : 
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x L’élevage à la main (ou EAM) qui consiste à prélever l’œuf ou le poussin dès l’éclosion et à le 
retirer du nid puis à le nourrir à la main. 

x L’élevage par les parents (ou EPP) où le jeune perroquet et son éducation sont laissés à ses 
parents en cage ou en volière. 

L’élevage à la main est une méthode très exigeante demandant beaucoup de travail mais la 
récompense est grande puisqu’elle offre un lien privilégié et très fort entre l’homme et l’oiseau qui 
sera complètement imprégné par la présence humaine. Un éleveur peut décider d’élever un oiseau 
pour différentes raisons : l’œuf ou le poussin est abandonné par ses parents, décision d’imprégner 
l’oisillon pour en faire un oiseau de compagnie, retrait des œufs pour favoriser des nouvelles pontes 
(les oisillons issus d’incubation artificielle ne peuvent pas être remis à leurs parents et doivent être 
élevés à la main) (HOLLAND 1962). Une fois l’oisillon retiré du nid, il est nourri (toutes les heures au 
début) par son éleveur directement au bec (cf. figure 26). Il va alors complètement s’imprégner de la 
présence humaine au point de considérer l’homme comme un congénère, ce qui aura de 
nombreuses conséquences sur son comportement résumées dans le tableau 3 (SCHMID, DOHERR, 
STEIGER 2006). 

Tableau 3 : Avantages et inconvénients des différents modes d’élevage d’un oisillon (réalisation 
personnelle). 

Mode 
d’élevage 

Avantages Inconvénients 

EAM Oiseau imprégné, très proche de l’homme, 
joueur, véritable compagnon 

Tendance aux troubles comportementaux 
(hyper-attachement, agressivité, cris, 
stéréotypies, picage…) et à considérer un 
maître comme son partenaire exclusif 

EPP Oiseau indépendant vis-à-vis de l’homme, 
peu de risques d’hyper-attachement, idéal 
pour garder en volière en groupe ou avec 
des oiseaux d’autres espèces, oiseau plutôt 
d’ornement 

Apprivoisement possible mais long et 
difficile, tendance à la néophobie 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : Loriquet de Swainson (T. haematodus) utilisant son bec pour s’aider à descendre 
le long du grillage de sa volière (Image : P. GRENTZINGER). 
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d- Tests de dépistages 

Comme nous le détaillerons dans la partie IV de ce travail, il existe certaines maladies 
pouvant être fatales à l’oiseau. Bien souvent, celui-ci contracte le germe en élevage où la pression 
infectieuse est plus importante. 

Le propriétaire risque donc « d’acheter la maladie » en même temps que son compagnon. Ceci 
pourra avoir de graves conséquences pour l’acquéreur, qu’elles soient financières (traitements, frais 
vétérinaires, etc.)  ou sanitaires (contamination de son élevage, etc.). De plus, certains de ces agents 
pathogènes (Chlamydophila psittaci par exemple) sont des agents de zoonoses graves (cf. partie IV-
E). 

Il est donc conseillé de demander à l’éleveur de réaliser certains tests avant la vente. 

Les maladies couramment recherchées sont : 

x Maladie du bec et des plumes (circovirus) : recherche de l’ADN viral par PCR (YPELAAR et al. 
1999). 

x Maladie de dilatation du proventricule (bornavirose) : recherche de l’ADN viral par PCR ou 
détection des anticorps par sérologie (ELISA) (GANCZ, CLUBB, SHIVAPRASAD 2010). 

x Chlamydophilose (Chlamydophila psittaci) : recherche de l’ADN bactérien par PCR 
(PANTCHEV et al. 2009). 

x Pacheco (herpèsvirose) : recherche de l’ADN viral par PCR (WELLEHAN et al. 2009). 

Le choix d’un perroquet est donc un acte qui se réfléchit longtemps à l’avance et auquel le 
propriétaire et le vétérinaire qui le conseille doivent accorder beaucoup d’importance. 

2) Le perroquet au quotidien 

a- La cage ou la volière 

i. Type de cage ou volière 

Qu’on choisisse de garder son perroquet en cage ou en volière, il est primordial d’adapter la 
taille de ses installations à son oiseau pour assurer son confort.  

Les perroquets sont des oiseaux grimpeurs (cf. figure 28) qui préfèrent souvent se déplacer à l’aide 
de leur bec plutôt qu’en volant (cf. figure 27). Lorsqu’ils volent néanmoins, ils peuvent parcourir une 
longue distance avec de très faibles variations d’altitude. Ainsi, il vaut mieux privilégier une structure 
longue plutôt que haute. La cage doit être suffisamment grande pour que l’oiseau puisse déployer 
entièrement ses ailes sans toucher les parois de chaque côté. 
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En ce qui concerne les barreaux ou le grillage de la structure, voici quelques éléments à respecter 
(RUPLEY, SIMONE-FREILICHER 2015) : 

x Vérifier qu’ils ne sont pas faits d’un métal toxique pour l’oiseau (se méfier particulièrement 
des vieilles cages que les propriétaires peuvent recycler mais dont les barreaux contiennent 
souvent du zinc ou du plomb). 

x S’assurer que les barreaux peuvent résister à l’oiseau (les perroquets sont très destructeurs) : 
un ara n’aurait aucune difficulté à couper des barreaux trop fins et à s’échapper 

x Si possible, faire des barreaux horizontaux ou un grillage à mailles carrées pour que l’oiseau 
puisse y grimper (cf. figures 27 et 28). 

x Contrôler que l’espacement des barreaux est suffisamment réduit pour que l’oiseau ne 
puisse pas se coincer la tête dedans (voire s’échapper), surtout pour les volières contenant 
plusieurs espèces. 

  

Figure 27 : Loriquet de Swainson (T. haematodus) utilisant son bec pour s’aider à descendre le 
long du grillage de sa volière (Image : P. GRENTZINGER). 
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Un dernier critère de choix pour la cage (et sans doute l’un des plus importants) est que celle-ci doit 
être facile à démonter et à nettoyer afin de faciliter les tâches quotidiennes du propriétaire et donc 
alléger sa charge de travail. 

ii. Localisation de la cage 

Une fois sa cage achetée, il faut réfléchir à l’endroit où la placer. Il est primordial que l’oiseau 
s’y sente en sécurité. Si possible, celle-ci doit être placée contre un mur et une cachette doit être 
proposée pour que le perroquet puisse s’y réfugier si besoin (SEIBERT 2007). De plus, certains 
oiseaux préfèrent être dans un endroit de passage (souvent les oiseaux EAM) quand d’autres seront 
stressés par trop de présence humaine (particulièrement les EPP). Le propriétaire devra donc 
s’adapter au caractère de son oiseau pour lui garantir les meilleures conditions de vie possible. 

Quoiqu’il en soit, voici certaines règles toujours valables qui peuvent aider le propriétaire à 
déterminer le meilleur emplacement de la cage ou de la volière : 

x Eviter les courants d’air, souvent responsables d’affections respiratoires. 
x Ne pas placer la cage dans une salle exigüe et mal aérée, ni dans la cuisine où les vapeurs et 

les émanations peuvent engendrer du stress et des troubles respiratoires. 
x Pour les perroquets parleurs ou imitateurs, ne pas mettre la cage dans l’entrée ou à côté du 

téléphone : l’oiseau s’habitue à avoir de l’attention (son maître vient près de lui) dès que la 
sonnette retentit ou quand le téléphone sonne et il apprend alors très vite à imiter la 
sonnerie entendue pour faire venir son propriétaire près de lui. 

 Figure 28 : Ara ararauna (A. ararauna) grimpant au grillage de sa volière (Image : P. GRENTZINGER). 

On remarque ici que la disposition zygodactyle des doigts permet une bonne accroche à l’oiseau. 
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x Préférer une autre pièce que le salon ou les pièces à vivre : les perroquets sont des oiseaux 
diurnes qui ont besoin de beaucoup de sommeil mais qui ont également une ouïe et une 
vision très développées (SEIBERT 2007). Ainsi, couvrir la cage avec un drap ne suffit pas à leur 
permettre de bien dormir ce qui amène à du stress et des anomalies comportementales. 

iii. Entretien de la cage 

Avoir un perroquet chez soi demande beaucoup d’entretien. En effet, ne pas nettoyer sa 
cage régulièrement revient à exposer la pièce à beaucoup de poussières ainsi qu’à des odeurs très 
fortes et déplaisantes. De plus, il est nécessaire que la cage de l’oiseau soit toujours propre afin de 
limiter les risques qu’il développe des maladies digestives ou respiratoires. 

Entre les matières fécales, les poussières de plumes et le gaspillage alimentaire, la cage d’un 
perroquet se salit tous les jours très rapidement (RUPLEY, SIMONE-FREILICHER 2015). Le substrat 
doit donc être changé une fois par jour et la cage, les perchoirs, les mangeoires et les abreuvoirs 
doivent être intégralement nettoyés et désinfectés au moins une fois par semaine. Il est conseillé 
d’utiliser uniquement de l’eau et du savon pour les mangeoires et abreuvoirs et le reste de la cage 
(barreaux et perchoirs) peuvent ensuite être désinfectés à l’eau de javel ou au vinaigre blanc. 

iv. Substrat, perchoirs, nids et mangeoires : équiper sa cage 

L’équipement de la cage est une étape indispensable lors de l’achat d’un perroquet, même 
s’il peut être difficile pour le propriétaire de s’y retrouver dans tout le matériel existant. La mise en 
place de nouveaux perchoirs permet de personnaliser sa cage ou sa volière mais aussi de stimuler 
l’oiseau. 

Les perchoirs doivent être le plus varié possible, que ce soit en diamètre ou en matière (HOLLAND 
1962) : bois, corde, branche d’arbre, etc., tout peut être utilisé et plus les perchoirs seront variés, 
plus ce sera intéressant pour l’oiseau (cf. figure 29) et plus le risque de pododermatites ou podagres 
sera limité. De plus, les perchoirs peuvent être fixes ou se balancer pour stimuler l’équilibre de 
l’oiseau (cf. figure 30). Enfin, il peut être intéressant de répartir les perchoirs dans toute la volière et 
de les espacer au maximum afin d’encourager l’oiseau à voler ou à grimper le long des parois de sa 
cage ou sa volière.  
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Pour ce qui est du substrat, différentes possibilités s’offrent au propriétaire qui doit choisir selon ce 
qu’il préfère : praticité du nettoyage ou aspect esthétique, les deux n’étant malheureusement pas 
toujours compatibles : 

x Papier journal ou alèses : peu esthétique mais a l’avantage de pouvoir être changé tous les 
jours très facilement. Ne convient pas à des oiseaux trop destructeurs qui risquent de le 
déchirer et de l’avaler. 

x Sable ou petits graviers : certes décoratif et plutôt facile pour le nettoyage (il suffit d’enlever 
les fientes et le sable contaminé), il est à déconseiller car il peut être facilement ingéré en 
grande quantité par les perroquets, augmentant ainsi le risque d’impactions.  

Cette image  montre également à quel point les perroquets peuvent être destructeurs. 

Figure 30 : Différents types de perchoirs pour deux Aras militaires (A. militaris) : cordes, 
troncs, échelle de bois… (Image : P. GRENTZINGER). 

Cet oiseau passe beaucoup de temps à se balancer dans sa cage (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 29 : Youyou du Sénégal (Poicephalus senegalus) sur un perchoir en bois en forme de balançoire 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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x Ecorces ou gros graviers : esthétiques et très intéressantes pour les perroquets fouisseurs 
(cf. figure 31) qui passent du temps au sol à la recherche de nourriture, mais pas toujours 
évidentes à nettoyer.  

x Aucun substrat : à déconseiller car les fientes sèches peuvent être très difficiles à nettoyer, 
favorisant ainsi le développement d’agents infectieux. 

x Paille ou foin : à déconseiller absolument malgré le côté esthétique et enrichissant pour 
l’oiseau : les poussières du foin ou de la paille favorisent le développement de maladies 
respiratoires comme l’Aspergillose. 

Les derniers éléments indispensables à l’aménagement d’une cage sont les mangeoires et 
abreuvoirs. Là encore, il faut adapter son matériel à son oiseau tout en respectant quelques 
consignes de base :  

x Préférer des objets métalliques pour les oiseaux les plus puissants quand du plastique suffit 
aux plus petits perroquets (cf. figure 32) 

x Lorsqu’il y a plusieurs perroquets, s’assurer que chaque oiseau ait accès à la nourriture pour 
limiter les conflits dans le groupe (longues mangeoires ou au moins une mangeoire par 
individu) 

x Les mangeoires doivent être placées en hauteur pour éviter que les rongeurs ne viennent s’y 
servir. Des perchoirs ou du grillage doivent être disposés pour que les perroquets puissent se 
servir facilement (cf. figure 32) 

x S’assurer de ne pas placer les mangeoires et les abreuvoirs sous les nids ou les perchoirs pour 
éviter que les fientes ne tombent dedans.  

x Adapter le système de fermeture de la cage à l’intelligence de l’oiseau : de nombreux 
perroquets comprennent comment ouvrir leur cage et risquent ainsi de s’enfuir. Les 
propriétaires doivent donc redoubler d’ingéniosité pour maintenir la cage fermée (serrure à 
clé, mousqueton à vis…) 

Figure 31 : Ara militaire (A. militaris) en train d’explorer son substrat en 
écorces à la recherche de nourriture (Image : P. GRENTZINGER). 
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x L’eau et la nourriture doivent être changés au moins une fois par jour. En effet, les 
perroquets gaspillent beaucoup et aiment beaucoup faire tremper leur nourriture dans leur 
eau de boisson, la salissant ainsi très rapidement. 

 

Le propriétaire peut ensuite rajouter d’autres éléments dans sa cage ou sa volière, comme par 
exemple des plantes (que les perroquets auront vite tendance à détruire !) non toxiques, ou même 
des nids s’il souhaite avoir de la reproduction. De plus, la construction et l’entretien du nid est une 
grande occupation pour les Psittacidés (HOLLAND 1962) et peut participer au fonctionnement social 
du groupe (cf. figure 33). Le type et la forme de nid dépend de l’espèce et il est conseillé de se 
renseigner au cas par cas. 

Ici, les gamelles sont suffisamment grandes pour que les individus cohabitent sans tension. De plus, elles 
sont accessibles aux oiseaux grâce à des perchoirs, mais protégées des rongeurs par un socle métallique 

(Image : P. GRENTZINGER) 

Figure 32 : Un Gris du Gabon (P. erithacus) et un Perroquet robuste (Poicephalus robustus fuscicollis) 
partageant la même volière (Image : P. GRENTZINGER). 

Ici, une structure grillagée a été placée dans la volière et les conures se chargent de construire le nid 
à tour de rôle. 

Figure 33 : Nid en construction dans une volière de Conures veuves 
(Myiopsitta monachus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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v. Permettre à son perroquet de se baigner 

De nombreux Psittacidés apprécient de se baigner ou d’être douchés, ce qui leur sert entre 
autres à se rafraîchir et à nettoyer et lisser leur plumage (cf. figure 34 et 35). La fréquence des bains 
est à adapter à l’oiseau mais il est important de proposer une gamelle d’eau ou une douche par 
brumisateur au moins une fois par semaine (SEIBERT 2007). Certains perroquets préfèreront le bain 
(parfois en utilisant leur propre gamelle d’eau) mais d’autres apprécieront même d’aller sous la 
douche de leur propriétaire à grande eau. Après chaque bain, il faut s’assurer que l’oiseau puisse 
sécher à l’abri des courants d’air.  

Le bain (sans savon ou autres produits) est donc un élément essentiel au bien être de l’oiseau et peut 
participer à l’établissement d’un lien entre le perroquet et son propriétaire. 

b- Enrichissement du milieu de vie de l’oiseau 

L’enrichissement environnemental consiste à procurer à l’oiseau des opportunités pour 
jouer, sociabiliser, se cacher et occuper son temps. Cela permet d’améliorer leur bien-être mental en 
simulant des conditions de vie naturelles et en les stimulant intellectuellement. L’enrichissement 
n’est pas complexe à mettre en place mais est indispensable aux perroquets.  

En effet, les perroquets sont des oiseaux très intelligents qui peuvent, s’ils s’ennuient en captivité, 
présenter des comportements délétères pour eux-même (picage, stéréotypies, auto-mutilation, 
etc…) ou pour leur propriétaire (agressivité, phobies, etc…). Ceci s’observe d’autant plus chez les 
perroquets de compagnie qui sont seuls en volière et ne bénéficient pas des interactions sociales 
d’un groupe, et encore plus pour les perroquets EAM qui sont trop dépendants de leur propriétaire 
et qui ne savent plus s’occuper sans lui. L’enrichissement permet donc de proposer à ces oiseaux de 
nombreux choix d’activités qui vont leur permettre d’exprimer leurs comportements naturels : 

On observe qu’après séchage, le plumage est lisse, propre et soyeux. 

Figure 35 : Youyou du Sénégal (P. senegalus) 
après un bain (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 34 : Le même oiseau, après avoir séché 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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exploration, repos, entretien du plumage, déplacements, vol, destruction d’objets avec le bec, 
vocalises, etc. (RUPLEY, SIMONE-FREILICHER 2015). 

L’une des principales sources d’ennui en captivité est l’absence de recherche de nourriture qui est 
présentée dans une mangeoire souvent placée au même endroit dans la cage. Dans la nature, 
certains perroquets peuvent passer jusqu’à 88% de leur temps éveillés à la recherche de nourriture 
(RUPLEY, SIMONE-FREILICHER 2015). En captivité, il est important de recréer des situations pour 
inciter l’oiseau à explorer son environnement et donc occuper son temps : c’est le foraging. Pour 
cela, le propriétaire a à sa disposition de nombreux outils des plus simples (cacher de la nourriture 
dans le substrat ou dans des boules de papier journal) aux plus évolués (« mangeoires-puzzle » 
disponibles dans le commerce où l’oiseau doit résoudre un puzzle ou un labyrinthe pour récupérer la 
friandise). Des études montrent que le temps que l’oiseau passe au foraging peut être augmenté de 
2 à 2,5 fois grâce à ces outils (VAN ZEELAND et al. 2013), ce qui réduit donc considérablement le 
temps où le perroquet reste inactif. 

Voici quelques idées d’enrichissements que le vétérinaire peut proposer au propriétaire de 
perroquet : 

x Foraging : cacher la nourriture dans le substrat, dans du papier journal froissé, dans des 
« mangeoires-puzzle » ou autre pour obliger le perroquet à chercher sa nourriture 

x Jeux en bois, lanières de cuir, cordes, clochettes… (cf. figure 36) Attention, ils devront être 
changés fréquemment car les perroquets s’amuseront avec en les détruisant. De plus, 
renouveler les jeux et en placer des nouveaux constitue déjà un enrichissement en soi. 

x Miroirs : la réponse d’un perroquet à un miroir est très individu-dépendante mais de 
nombreux oiseaux s’intéressent à leur reflet et peuvent interagir avec lui comme s’il 
s’agissait d’un autre individu 

Figure 36 : Youyou du Sénégal (P. senegalus) avec ses jouets en 
bois, chaines et pierre ponce (Image : P. GRENTZINGER). 
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x Jeux d’enfants à réflexion : le but est de proposer un « problème » à l’oiseau et de le 
récompenser s’il parvient à le résoudre. Ces jeux sont idéaux pour les perroquets EAM pour 
établir un lien avec leur propriétaire qui peut jouer avec eux et les récompenser (cf. figures 
37 et 38). 

x Tous les objets du quotidien à condition qu’ils ne contiennent pas de substances toxiques 
pour le perroquet : chaque nouvel objet va intriguer l’oiseau qui va passer beaucoup de 
temps à l’explorer et le manipuler dans tous les sens (cf. figures 39 et 40). Généralement, 
plus l’objet est coloré, plus il va intéresser l’oiseau. 

 

Figure 38 : Ici, un Ara ararauna (A. ararauna) doit 
replacer chaque forme dans son socle et obtenir 

une récompense (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 37 : Un Ara macao (A. macao) empilant des 
cerceaux sur leur socle (Image : P. GRENTZINGER) 

Ici, le perroquet est intrigué par la texture des 
crayons et par les nombreuses couleurs. 

Figure 40 : Youyou du Sénégal (P. senegalus) 
jouant avec des crayons de couleur (Image : P. 

GRENTZINGER) 
Ici, le fait que l’objet roule intrigue l’oiseau qui 

va alors passer beaucoup de temps dessus. 

Figure 39 : Youyou du Sénégal (P. senegalus) s’amusant 
avec une balle de tennis (Image : P. GRENTZINGER). 



72 
 

x Enrichissement alimentaire : proposer des granulés plus grands que ceux adaptés 
normalement au perroquet. En 2010, une étude a montré que des Amazones à ailes oranges 
ou Amazones aourous (Amazona amazonica) passaient presque 5 fois plus de temps à leur 
nourrissage qu’avec des granulés de taille normale (25,7% contre 5,9% de leur temps éveillé). 
En effet, la taille de l’aliment oblige le perroquet à passer plus de temps à manipuler son 
granulé avec sa patte et son bec à devoir le casser pour le manger alors qu’avec un aliment 
de taille normale, l’oiseau n’a qu’à saisir le granulé avec son bec et l’avaler directement 
(ROZEK et al. 2010). De plus, les perroquets semblent préférer les granulés de taille plus 
grande que ce qui est normalement prévu pour leur taille et qui permettent des 
mouvements de podo-mandibulation (cf. figure 41). Ils passeront alors moins de temps à 
détruire leurs autres jouets (ROZEK, MILLAM 2011). De même, varier les types d’aliments 
proposés au perroquet (fruits, granulés, mélanges de graines…) permet, en plus d’équilibrer 
la ration alimentaire, d’occuper et de distraire l’oiseau qui sera plus intéressé par ce qui est 
dans sa gamelle (BAUCK 1998). 

x Musique et appareils électroniques : les perroquets sont très sensibles à la musique ou à la 
radio et certains vont même bouger au rythme d’une mélodie ou interagir avec la radio 
(siffler, chanter, etc…). Des Gris du Gabon (P. erithacus) à qui des chercheurs ont laissé des 
tablettes tactiles ont même appris à utiliser ces appareils lorsqu’ils étaient seuls pour jouer et 
choisir quand écouter de la musique (PERON et al. 2012). 

Ainsi, de nombreux moyens sont disponibles pour divertir les Psittacidés en captivité et plus les 
activités seront variées, plus l’enrichissement sera efficace et évitera à l’oiseau de s’ennuyer. De plus, 
habituer l’oiseau le plus tôt possible aux nouveautés permet de le désensibiliser à l’introduction de 
nouveaux éléments à son environnement ainsi qu’à la manipulation par de nouveaux êtres humains 
(MEEHAN, MENCH 2002). 

L’enrichissement doit donc faire partie intégrante de la gestion quotidienne d’un perroquet, au 
même titre que le nourrissage ou le nettoyage. La mise en place d’un planning d’enrichissement doit 
être conseillée au propriétaire afin d’éviter l’apparition de maladies comportementales liées à 

Figure 41 : Mouvement de podo-mandibulation chez un Ara macao (A. macao) 
pour casser la coque de la noix et la manger (Image : P. GRENTZINGER). 
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l’ennui. Un perroquet suffisamment stimulé sera donc intellectuellement plus équilibré et plus 
ouvert à une relation avec son propriétaire qui pourra alors en profiter pour travailler avec son 
oiseau. 

c- L’éducation du perroquet 

i. Principes 

Les propriétaires de perroquets EAM ou apprivoisés sont souvent désireux d’éduquer leur 
oiseau et se renseignent auprès de leur vétérinaire pour savoir comment faire.  

La première chose à prendre en compte est que les perroquets sont extrêmement intelligents avec 
leur propre caractère et ne peuvent pas être considérés comme des « chiens avec des plumes ». En 
effet, les Psittacidés sont généralement très têtus et ne se forceront pas à faire quelque chose s’ils 
n’en ont pas envie. De plus, ils font souvent preuve de néophobie envers tout ce qu’ils ne 
connaissent pas et une fois qu’ils ont associé un objet ou une situation à une mauvaise expérience, il 
est très difficile de les faire changer d’avis. Ainsi, il faut faire preuve de beaucoup de patience et de 
précautions pour apprendre quelque chose à un perroquet mais la récompense vaut souvent 
l’attente, un tel travail permettant de tisser un lien unique entre le propriétaire et son oiseau. 

Avant de commencer à travailler avec son perroquet, il faut d’abord déterminer quelles sont ses 
récompenses préférées : certains oiseaux cherchent le contact avec leur propriétaire, d’autres 
préfèrent des friandises (raisins secs, graines de tournesol, noix…) et d’autres encore réagissent 
mieux aux félicitations à la voix (HEIDENREICH 2014). En commençant avec des exercices simples 
(venir sur la main, rester sur son perchoir…) le propriétaire va progressivement habituer son 
perroquet à assimiler ce qui est une récompense et ce qui n’en est pas. Au fur et à mesure, le 
perroquet va donc comprendre le principe du renforcement positif. Une fois que ce principe est mis 
en place, la seule limite à la capacité d’apprentissage de l’oiseau reste l’imagination de son 
propriétaire (SEIBERT 2007). 

Avec un perroquet réceptif à l’apprentissage, le propriétaire doit baser son éducation selon 5 
principes clés listés ci-dessous (MARTIN 2007) : 

x Une communication allant dans les deux sens : le propriétaire apprend rapidement à 
comprendre son oiseau, ses intentions et ses motivations. Ainsi, il lui appartient de ne pas 
brusquer son animal en essayant de le forcer à travailler si celui-ci n’a pas envie. De même, 
en énonçant clairement ce qu’il attend de l’oiseau (ordres vocaux, gestes, posture, etc…) et 
en l’encourageant, le propriétaire va stimuler son perroquet qui sera plus enclin à participer 
à l’exercice. 

x Honnêteté : il ne faut jamais promettre à l’oiseau une récompense sans la lui donner, cela 
risque de le frustrer voire qu’il décroche complètement de l’exercice. Par exemple, certains 
entraineurs incitent leur perroquet à voler jusqu’à eux en leur montrant une cacahuète mais 
ne leur donnent qu’un granulé une fois le vol effectué. L’oiseau risque alors d’être frustré au 
point de ne plus accepter de faire les exercices puisqu’il s’attendra à ne pas recevoir la 
récompense promise. 

x Calme : pour que l’oiseau profite au mieux de l’entrainement, il faut lui offrir un cadre dans 
lequel il pourra se concentrer et ne se sentira pas stressé. Ainsi, commencer par se placer 
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dans une pièce connue de l’oiseau (celle où se trouve sa cage généralement), au calme et 
sans distraction. 

x Motivation : à chaque exercice, le propriétaire doit proposer une motivation proportionnelle 
à l’effort qu’il demande à l’oiseau (encouragements vocaux pour des exercices simples ou 
acquis ou récompense alimentaire très appétente pour des exercices plus difficiles). 

x Favoriser le renforcement positif : chez les perroquets, la punition est beaucoup moins 
efficace que la récompense. Ainsi, la punition positive (apparition d’un stimulus aversif 
comme un coup) est contre-productive puisqu’elle affecte la relation entraineur-perroquet 
et qu’elle va souvent entrainer une réponse agressive de la part de l’oiseau (morsure, 
attaque en vol, etc…). La punition négative (disparition d’un stimulus appétitif) peut parfois 
aider le propriétaire à inhiber des comportements déplacés de l’oiseau (par exemple, ignorer 
l’oiseau lorsqu’il se met à crier pour ne pas qu’il assimile que crier lui permet d’attirer 
l’attention de son maitre) mais ne sera efficace que si l’entraineur met en place une stratégie 
pour limiter l’apparition même d’un tel comportement (enrichissement du milieu suffisant 
pour que l’oiseau ne s’ennuie pas et ne se mette pas à crier). 

En appliquant tous ces principes, le propriétaire va pouvoir aborder sereinement l’entrainement de 
son perroquet ce qui lui permettra d’établir une relation très forte avec son oiseau. Néanmoins, il ne 
doit jamais oublier que le perroquet est têtu, et que les seules réponses appropriées face à cet 
entêtement sont la patience et l’ingéniosité : chez les Psittacidés, « on obtient ce qu’on 
renforce (MARTIN 2007). 

ii. L’apprentissage de la parole 

Tous les perroquets ne sont pas des grands parleurs : certains se contenteront d’imiter 
quelques bruits quand d’autres seront capables d’articuler des phrases entières. Les Gris du Gabon 
(P. erithacus) sont sans doute les plus bavards, mais d’autres Psittacidés comme les Amazones 
(Amazona sp.), les Eclectus (Eclectus roratus) ou les Youyous du Sénégal (Poicephalus senegalus) sont 
aussi capables de prononcer quelques mots. Cependant, la parole reste un exercice très individu-
dépendant et si son perroquet est un parleur, le propriétaire peut très facilement renforcer ce 
comportement et lui apprendre des mots. 

Les perroquets commencent généralement à vocaliser dès leur plus jeune âge en émettant d’abord 
des gargouillis indistincts. Puis, ils commenceront à imiter des bruits qu’ils entendent au quotidien : 
chants d’oiseaux sauvages nichant à côté de leur volière, téléphone, sonnette, sonnerie du micro-
onde, etc. Le propriétaire renforce généralement ce comportement en interagissant avec son oiseau 
(rire, regard, attention accordée, etc…) et parfois même sans s’en rendre compte (par exemple, un 
perroquet placé dans le hall d’entrée imite le bruit de sonette et le propriétaire vient vers lui pour 
ouvrir à d’éventuels visiteurs : le perroquet reçoit de l’attention, le comportement est renforcé). 

L’oiseau va ensuite imiter de plus en plus de sons, des mélodies et même des mots en commençant 
par ceux qu’il entendra le plus souvent (son nom, celui de son propriétaire, etc…). Les perroquets 
semblent percevoir les sons de la même manière que les humains (sensibilité auditive optimale entre 
2 et 5 kHz, comme l’homme) et la formation des sons chez les Psittacidés peut être comparée à celle 
des humains. En effet, chez l’oiseau c’est la syrinx (organe situé à la base de la trachée) qui impulse à 
l’air une fréquence initiale, émettant ainsi un son (l’équivalent des cordes vocales chez l’Homme). La 
variation d’amplitude de cette fréquence permet de former différentes voyelles. Tout comme 
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l’homme, l’oiseau va ensuite utiliser sa langue (hauteur de la langue, position avant/arrière, etc…) 
pour former d’autres sons et arrêter les consonnes (PEPPERBERG 2010). 

Malgré leurs grandes capacités d’apprentissage, les perroquets ne sont pas capables d’apprendre à 
parler une langue : pour eux, une phrase n’est qu’une association de sons qu’ils savent imiter et 
qu’ils vont émettre dans un contexte bien particulier qu’ils ont appris à reconnaitre (exemple vu en 
consultation : un perroquet qui entend la pluie à l’extérieur et associe ce son à la phrase « Mets tes 
bottes » qu’il répète à son propriétaire dès que celui-ci veut sortir). 

L’apprentissage de mots est donc un exercice comme un autre que le propriétaire peut travailler 
avec son oiseau, soit par renforcement positif (récompense dès que l’oiseau dit le mot voulu) soit 
grâce à la méthode de « modèle/rivale » décrite par Irene Pepperberg (PEPPERBERG 2010) : le 
perroquet est placé devant son entraîneur qui lui montre des objets à nommer et un autre humain. Si 
l’oiseau se trompe en nommant un objet, le propriétaire détourne son attention de lui et fait 
nommer l’objet à l’autre personne présente. S’il a juste, il est récompensé par son propriétaire et 
peut donner l’objet nommé à l’autre personne qui devient son camarade d’apprentissage. Ainsi, la 
deuxième personne est à la fois un modèle pour prononcer les mots et un rival pour l’attention de 
l’entraineur. Cette double relation peut être très motivante pour l’oiseau mais cette méthode n’est 
pas à conseiller aux propriétaires qui manquent d’expérience dans l’entrainement car le risque de 
frustration du perroquet est grand et celui-ci risque ensuite de refuser de travailler avec son 
propriétaire 

Ainsi, la meilleure méthode d’apprentissage de la parole à un perroquet consiste souvent à laisser 
faire l’oiseau en lui « suggérant » des sons à imiter (musique ou mots répétés régulièrement, etc…). 
Dans la plupart des cas, c’est lui qui surprendra son propriétaire en répétant des phrases qu’il aura 
lui-même décidé d’apprendre. 

iii. Poser des limites à l’oiseau 

En consultation les propriétaires demandent souvent des conseils au vétérinaire concernant 
des comportements indésirables de la part de leur oiseau : morsures, attaques en vol, cris, etc… Pour 
maintenir une bonne cohabitation entre le perroquet et son maître, il est donc parfois nécessaire de 
poser certaines limites à l’oiseau afin qu’il comprenne ce qui se fait et ce qui ne se fait pas. 

Comme vu plus haut, la punition positive n’a aucune efficacité pour faire disparaitre un 
comportement indésirable chez les perroquets. Ainsi, le propriétaire doit essayer de remplacer un 
comportement non désiré par un comportement acceptable en renforçant positivement ce dernier 
(MARTIN 2007). 

Pour prendre un exemple concret, de nombreux perroquets mordent leur propriétaire lorsque celui-
ci les repose dans leur cage après une séance de jeu. En effet, pour l’oiseau, le retour en cage signifie 
l’arrêt du jeu et bien souvent la perte de l’attention de son maître, ce qui est très négatif. Ainsi, 
plutôt que de punir avec un coup ou en élevant la voix, mieux vaut essayer d’assimiler la cage à 
quelque chose de très positif pour que l’oiseau ne s’y sente pas pris au piège : 

x Approcher l’oiseau de la cage sans l’y déposer et en le récompensant tant qu’il reste calme 
x Déposer une grosse récompense dans la cage pour stimuler l’oiseau à y rentrer 
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x Une fois que l’oiseau est dans sa cage, le reprendre et l’y redéposer plusieurs fois et le 
récompenser quand il est calme 

x Une fois que l’oiseau rentre à nouveau dans sa cage, la fermer doucement et continuer 
d’interagir avec l’oiseau pendant quelques minutes 

Répéter cette procédure à chaque rentrée dans la cage permet de rassurer l’oiseau et donc de limiter 
l’apparition d’agressivité. 

Pour ce qui est de la morsure (le terme est utilisé par analogie avec les mammifères, même si les 
oiseaux ne possèdent pas de dents), il faut prendre en compte qu’elle est extrêmement douloureuse. 
En effet, le bec des perroquets est très puissant ce qui leur permet par exemple de casser des coques 
de noix sans aucune difficulté. Sur l’homme la morsure des perroquets entraine souvent des 
coupures plus ou moins profondes associées à de vives douleurs. Ainsi, lorsqu’un propriétaire est 
mordu ou pincé par son oiseau, son premier réflexe est de crier sur l’animal pour le faire lâcher. 
Néanmoins, le meilleur moyen de se libérer de la morsure est de déstabiliser l’oiseau (en secouant sa 
main par exemple) qui va alors utiliser son bec pour retrouver son équilibre. Le comportement 
indésirable est alors interrompu. 

Ainsi, chaque comportement indésirable a sa propre solution et doit se traiter au cas par cas, en 
privilégiant toujours si possible le renforcement positif comme méthode d’apprentissage. 

iv. L’entrainement médical 

L’entrainement médical (ou medical training) est une pratique qui consiste à habituer 
l’animal à se laisser manipuler en vue de limiter le stress lors des examens médicaux (cf. figure 43). 
En effet, l’examen clinique peut être un exercice très stressant pour le perroquet : nouvel 
environnement (la clinique), nouveau manipulateur (le vétérinaire), contention, animal malade ou 
douleur associée à une blessure, tous les ingrédients sont réunis pour éprouver l’oiseau. Le 
propriétaire peut donc apprendre des gestes simples à son animal qui aideront à l’examen clinique et 
qui donneront un cadre familier à l’oiseau pendant la consultation (COOK 2012).  

Voici quelques exemples de manipulations simples entrant dans le cadre du medical-training : 

x Pesée : la pesée n’est pas difficile à mettre en place puisqu’il suffit d’apprendre à son oiseau 
à rester sur un perchoir ou dans un bol. Néanmoins, elle est primordiale puisqu’elle permet 
au propriétaire de suivre le poids de son animal (la variation du poids étant souvent un des 
premiers symptômes d’une pathologie). Il est conseillé de peser son perroquet au moins une 
fois par semaine et de conserver une courbe de poids pour avoir le meilleur suivi possible. 

x Rester sur le dos : en restant de son plein gré sur le dos, le perroquet permet au praticien 
d’observer sa face ventrale à la recherche d’éventuelles plaies… 

x Ouvrir les ailes : permet de vérifier l’intégrité des ailes, l’absence de plaie, le bon alignement 
des reliefs osseux et des articulations, etc. 

x Présenter une patte et puis l’autre : donne la possibilité au vétérinaire d’examiner les pattes 
de l’oiseau (recherche de plaies, fractures, pododermatites, etc.) 

x Palpation du bréchet : la palpation du bréchet et des muscles pectoraux qui s’insèrent dessus 
permet d’évaluer rapidement la note d’état corporelle de l’oiseau (cf. partie II-B-3). 
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x S’habituer à la contention : pour réaliser son examen clinique, le vétérinaire est souvent 
obligé d’immobiliser l’oiseau afin de travailler en toute sécurité pour lui-même, mais aussi 
pour l’animal qui pourrait se blesser en se débattant. Néanmoins, c’est un exercice 
extrêmement angoissant pour le perroquet : il va chercher à pincer, à se débattre, va crier et 
peut même présenter une tachycardie, une tachypnée, etc.). Ceci peut être limité par le 
medical-training (cf. figure 42). 

v. Entrainement au vol 

L’entraînement au vol est un exercice particulier qui mérite d’être décrit ici car les questions 
des propriétaires à ce sujet sont nombreuses. En effet, pour les propriétaires qui décident de ne pas 
rémiger les ailes de leurs perroquets (c’est-à-dire couper certaines plumes pour empêcher le vol), il 
est conseillé de travailler le rappel (action pour l’oiseau de revenir jusqu’à son maitre en volant). 
Ainsi, si l’oiseau s’échappe un jour (ce qui peut toujours arriver même si l’oiseau vit en intérieur !), le 
propriétaire aura plus de facilités à le récupérer. 

Figure 42 : Cette Conure de Patagonie (Cyanoliseus patagonus) est tellement habituée aux 
contentions et aux manipulations que l’examen clinique peut se faire en intégralité et sans 

stress chez l’oiseau (Images : P. GRENTZINGER) 
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Même si tous les oiseaux savent voler d’instinct, un perroquet sans entrainement ne reviendra pas 
vers son propriétaire et pourra même être récalcitrant à voler (il préfèrera se déplacer en marchant). 
Ainsi, l’entraînement doit être progressif avec des rappels tout d’abord très courts (bond de quelques 
centimètres pour obtenir une récompense) puis de plus en plus longs, jusqu’à ce que l’oiseau prenne 
goût au vol et aille explorer son territoire avant de revenir vers son maître. A chaque fois qu’il revient 
sur son entraîneur, l’oiseau doit être largement récompensé à la voix et avec une friandise (cf. figures 
43 et 44). 

Pour les propriétaires qui ne peuvent pas travailler en volière et qui ont peur de travailler 
directement le vol libre (c’est-à-dire sans entrave pour l’oiseau), il existe des harnais adaptés aux 
différentes tailles de Psittacidés. Beaucoup de patience est nécessaire pour apprendre à l’oiseau à 
tolérer l’emprise du harnais sur lui, mais une fois qu’il l’a acceptée, les sorties peuvent se faire en 
toute sécurité, procurant ainsi beaucoup de plaisir à la fois au propriétaire mais aussi au perroquet. 
Certaines personnes fixent une sangle ou chaînette faisant office de laisse à la bague de l’oiseau pour 
remplacer le harnais. Néanmoins, cette pratique est à proscrire en raison du risque très important de 
lésions sur l’oiseau (irritation de la peau, plaies, fractures…). 

  

La relation de confiance existant entre les oiseaux et leurs soigneurs permet le travail du vol libre 
(Remerciements à B. THIBAULT, A. ROBERT et au Zoo de La Flèche). 

Figure 44 : Entraînement au vol d’un Eclectus 
mâle (E. roratus) (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 43 : Entraînement au vol d’un Cacatoès à 
huppe jaune (C. galerita) (Image : P. GRENTZINGER). 
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3) Nutrition 

La nutrition est un point essentiel dans la gestion quotidienne des perroquets et le 
vétérinaire a un rôle primordial pour informer et conseiller au mieux le propriétaire. En effet, les 
personnes ayant un perroquet nourrissent souvent leur animal avec des mélanges de graines, et ce 
pour différentes raisons : c’est pratique, moins cher que les autres types d’alimentation, l’oiseau en 
raffole et ce type d’aliment est le plus fréquent dans le commerce. La plupart des animaleries 
françaises ne proposent d’ailleurs que des mélanges de graines dans leurs rayons, privant ainsi le 
propriétaire du choix du type ou de la qualité de l’aliment qu’il veut donner à son perroquet. Ainsi, 
de nombreux propriétaires sont persuadés que le mélange de graines est la seule alimentation 
disponible, voire même que c’est la nourriture la plus adaptée aux perroquets. Cependant, la 
majorité des perroquets ne sont pas exclusivement granivores mais aussi frugivores (excepté pour les 
Loris et Loriquets qui sont nectarivores et que nous traiterons à part) et un régime constitué 
uniquement de graines est souvent la cause de nombreuses maladies (GROSSET 2009). 

a- Considérations générales 

Pour nourrir son perroquet, le propriétaire dispose de différents types d’aliments dans le 
commerce regroupés dans le tableau 4 présenté ci-dessous : 
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Tableau 4 : Tableau présentant les différents types d’alimentations disponibles pour les Psittacidés 
ainsi que leurs avantages et leurs inconvénients (Réalisation personnelle d’après (GROSSET 2009) et 

(STAHL, KRONFELD 1998)). 

Type d’aliment Avantages Inconvénients 
Mélanges de 
graines 

-Prix abordable 
-Très facilement disponibles 
dans le commerce 
-En apparence très bien 
consommés par l’oiseau 
-Facilité d’utilisation 

-Utilisés seuls, source de déséquilibres nutritionnels 
et des maladies qui en résultent (cf. détails plus bas) 
-Obésité, plumage terne, mauvaise pousse du bec 
(trop long ou déformé), stress parfois associé à des 
troubles comportementaux en raison d’un stress 
métabolique 
-En réalité, l’oiseau va choisir les graines qu’il 
préfère, particulièrement les graines de millet, 
tournesol et cacahuètes, accentuant ainsi les 
déséquilibres de la ration 

Granulés extrudés -Evitent le tri 
-Composition constante en 
vitamines et minéraux 
-Facilité d’utilisation 
-Moins chers que les granulés 
compressés 
-Souvent très colorés et donc 
plus appétents pour certains 
oiseaux 

-Cuits sous pression à 140°c : destruction des 
bactéries, vitamines et arômes naturels et 
modification de la structure des protéines et des 
fibres qui deviennent plus digestibles (donc 
accélération du transit digestif de l’oiseau) 
-Coût important de la fabrication parfois compensé 
par des matières premières de moins bonne qualité 
-Ajouts d’éléments de synthèse pour compenser les 
effets délétères de la cuisson à haute température : 
vitamines, fibres non extrudées, colorants artificiels, 
etc… 
-Conservation plus courte que les compressés même 
si congélation possible 

Granulés 
compressés 

-Evitent le tri 
-Composition constante en 
vitamines et minéraux 
-Facilité d’utilisation 
-Colorants impossibles à utiliser 
par compression donc procédé 
de fabrication facile à 
déterminer pour le propriétaire 
-Ingrédients moulus, cuits à la 
vapeur à basse température 
puis compressés donc 
probiotiques intacts 
-Conservation plus longue que 
les extrudés 

-Non colorés donc moins appétant pour certains 
oiseaux 
-Onéreux 

Fruits et légumes 
frais 

-Apport de nutriments frais 
(vitamines…) en fonction du 
fruit ou du légume 

-Plus de travail pour le propriétaire : couper selon la 
taille de l’oiseau, retirer les fruits après quelques 
heures pour éviter les proliférations fongiques et 
bactériennes de surface… 
-Attention aux fruits toxiques (avocat, etc…) 
-Carences énergétiques et en minéraux (calcium 
notamment) si l’oiseau n’est nourri qu’avec des 
fruits/légumes 



81 
 

Il existe tellement d’espèces de Psittacidés qu’il est impossible de définir une ration qui conviendrait 
à tous. Trop peu d’études ont été réalisées sur les besoins alimentaires en fonction des espèces de 
perroquets et le praticien peut donc manquer de données pour calculer précisément une ration. Les 
données trouvées dans la littérature sont d’ailleurs souvent inspirées d’études sur les Galliformes.  

¾ Energie : 

Les besoins alimentaires peuvent être déterminés pour trois états physiologiques : basal (besoins 
quotidiens incompressibles nécessaires au fonctionnement de l’organisme), de maintenance 
(maintien du poids dans des conditions de vie normales : recherche de nourriture, interactions avec 
les congénères, etc.) et total combinant tous les besoins nécessaires en fonction du stade de vie 
(croissance, ponte, mue…) (OROSZ 2014). 

Chez les Psittacidés de petite taille (poids inférieur à 100g), les besoins énergétiques pour assurer le 
métabolisme de maintenance (MER) peuvent être calculés grâce à la formule suivante (HARPER, 
SKINNER 1998) :  

MER = 160 x (PV)0,715 

Avec PV le Poids Vif de l’oiseau en kg et MER exprimé en kcal/j. 

Pour les plus gros Psittacidés cependant, cette formule semble sous-estimer les besoins énergétiques 
et doit donc être adaptée en fonction de chaque oiseau.  

Les données concernant les besoins alimentaires des Psittacidés sont donc encore trop peu 
nombreuses puisque chaque espèce a ses propres besoins. Le vétérinaire est souvent amené à 
extrapoler les données d’études déjà existantes qui concernent au mieux des petits Psittaciformes 
(M. undulatus ou N. hollandicus) ou sinon des Galliformes (poules, cailles…). Le tableau 5 ci-dessous 
présente les apports recommandés d’une ration alimentaire pour les Psittacidés (HAWLEY, RITZMAN 
2000).  
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Tableau 5 : Apports nutritionnels recommandés dans une ration pour Psittacidés (issu du Manual of 
Avian Nutrition, HAWLEY and al., 2000). 

La mention ‘-‘ signifie que la valeur n’est pas connue. 

Nutriment Unité Au minimum Au maximum 

  
Energie kcal/kg 3200 4200 
Protéines totales % 12 - 

Acides Aminés 

Acide linoléique % 1 - 
Lysine % 0,65 - 
Méthionine % 0,3 - 
Méthionine + Cystéine % 0,5 - 
Arginine % 0,65 - 
Thréonine % 0,4 - 

Vitamines 
liposolubles 

Vitamine A totale IU/kg 8000 - 
Vitamine D3 IU/kg 500 2000 
Vitamine E ppm 50 - 
Vitamine K ppm 1 - 

Vitamines 
hydrosolubles 

Thiamine ppm 4 - 
Riboflavine ppm 6 - 
Niacine ppm 50 - 
Pyridoxine ppm 20 - 
Acide pantothénique ppm 20 - 
Biotine ppm 0,25 - 
Acide folique ppm 1,5 - 
Vitamine B12 ppm 0,01 - 
Choline ppm 1500 - 

Macroéléments 

Calcium % 0,3 1,2 
Phosphore total % 0,3 - 
Rapport Ca/P % 1 : 1 2 : 1 
Potassium % 0,4 - 
Sodium % 0,12 - 
Chlorine % 0,12 - 
Magnésium ppm 600 - 

Microéléments 

Manganèse ppm 65 - 
Fer ppm 80 - 
Zinc ppm 50 - 
Cuivre ppm 8 - 
Iode ppm 0,4 - 
Selenium ppm 0,1 - 
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b- Recommandations concernant la ration alimentaire 

Afin de choisir la meilleure ration pour l’oiseau, il faut s’intéresser à la composition de 
chaque aliment. 

¾ Mélanges de graines :  

Les mélanges de graines sont très riches en lipides et protéines et sont souvent carencés en 
vitamines et acides aminés essentiels (notamment lysine et méthionine). De plus, la plupart des 
graines ou noix ont un ratio Ca/P trop faible et contiennent trop peu de Sodium ou de bêta-carotènes 
(STAHL, KRONFELD 1998).  

Dans l’idéal, les mélanges de graines et noix devraient représenter 20-40% de la ration alimentaire 
d’un perroquet, à condition que les graines soient variées et de bonne qualité. Malheureusement, les 
perroquets sont très friands de graines et noix (particulièrement tournesols, cacahuètes, noix, etc…) 
et ont donc tendance à trier pour ne manger que ce qu’ils préfèrent, délaissant les autres aliments 
(GROSSET 2009). 

¾ Fruits et légumes : 

Les fruits et légumes n’apportent généralement que peu d’énergie et son carencés en calcium, 
vitamines liposolubles (A, D, E et K) et en certains minéraux. Un régime alimentaire uniquement à 
base de fruit ne suffit donc pas à subvenir aux besoins énergétiques de l’oiseau, particulièrement 
pour les gros Psittacidés (STAHL, KRONFELD 1998). Attention également à ne pas donner que des 
fruits à l’oiseau (même si c’est ce qu’il préfère) pour ne pas apporter trop de glucides dans la ration. 

¾ Granulés (extrudés ou compressés) : 

Les compositions et valeurs nutritionnelles sont normalement données par le fabriquant sur 
l’emballage du produit. L’avantage principal des granulés est qu’ils garantissent un apport 
nutritionnel constant d’un granulé à un autre.  

¾ Etablir une ration : 

La principale consigne à retenir pour établir la ration d’un Psittaciforme est qu’il faut diversifier les 
aliments, que ce soit les types (graines, granulés, fruits et légumes) mais aussi les constituants (varier 
les fruits, légumes, graines, etc…). 

Les proportions de chaque forme d’aliment sont représentées sur la figure 45 ci-dessous. 
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Il est important d’imposer ces proportions à l’oiseau puisque si tous les aliments lui sont laissés à 
volonté, l’oiseau aura tendance à ne manger que ce qu’il préfère (principalement les graines, 
notamment tournesol, etc…) ce qui déséquilibrera grandement ses apports (OROSZ 2014). 

Malheureusement, les propriétaires sont souvent réticents à utiliser des granulés pour leurs oiseaux 
et ce en partie à cause du prix (extrudés 2 fois plus chers au kilo que les mélanges de graines, 
compressés jusqu’à 6 fois plus chers), mais aussi parce qu’ils n’ont pas conscience des déséquilibres 
nutritionnels d’une ration à base de graines. Le rôle d’information du vétérinaire est donc primordial 
et chaque praticien, qu’il soit spécialisé en médecine aviaire ou non, se doit de parler d’alimentation 
avec le propriétaire. Ce-dernier doit être conscient des maladies associées à un mauvais régime 
alimentaire et que l’investissement financier réalisé avec l’achat de granulés lui permettra souvent 
d’éviter de lourdes factures chez son vétérinaire. 

Mais convaincre le propriétaire d’utiliser les granulés n’est souvent pas le plus difficile : reste encore 
à persuader l’oiseau de les manger ! Comme on a pu le voir, les perroquets font souvent preuve de 
néophobie alimentaire. Ainsi, s’ils ne sont pas habitués à manger des granulés très jeunes, la 
transition alimentaire peut être une véritable épreuve. Il est donc important de prévenir le 
propriétaire que ce changement peut être très long afin qu’il ne se décourage pas et abandonne. Afin 
de prouver à l’oiseau que les granulés sont comestibles (voire bons), plusieurs stratégies existent :  

x Un jour sur trois, ne donner que des granulés et laisser les graines les autres jours. Au bout 
de 2 à 3 semaines, passer à un jour sur 2 et ainsi de suite, jusqu’à transition complète. 

x Ne donner que des granulés la journée et remettre des graines à disposition le soir jusqu’à ce 
que l’oiseau mange correctement ses croquettes. 

x Cacher des graines au fond d’un bol de granulés pour obliger l’oiseau à manipuler les 
croquettes pour avoir ses graines 

Fruits

Graines

Légumes

Granulés 
(extrudés ou compressés)

10 % 

20 % 

10 % 

60 % 

Figure 45 : Schéma représentant la composition théorique idéale d’une ration alimentaire de 
Psittaciforme (réalisation personnelle d’après GROSSET 2009 et OROSZ 2014) 
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x Pour les perroquets vraiment récalcitrants, il existe des graines agglomérées sur des 
croquettes. Ainsi, l’oiseau ne verra pas le granulé au premier abord mais le mangera sans 
s’en apercevoir après avoir fini les graines. 

Diversifier la ration alimentaire est donc essentiel pour la santé de l’oiseau, mais aussi son bien-être 
en l’incitant au foraging et à la manipulation des aliments afin de pouvoir les manger (cf. figure 46). 

c- Compléments alimentaires 

Tout au long de sa vie, l’oiseau va rencontrer des périodes de stress métabolique intense où 
les besoins de son organisme seront augmentés : la période de reproduction, les basses 
températures (surtout pour les oiseaux en volières extérieures) et les mues. La complémentation de 
la ration peut donc être utilisée par le practicien en prévention de ces périodes ou en correction de 
troubles causés par une ration carencée (visée thérapeutique) (MEJIA-FAVA, COLITZ 2014). 

Au cours de ces périodes, la ration alimentaire de l’oiseau peut ne pas couvrir tous ses besoins et le 
propriétaire peut être amené à complémenter la nourriture en vitamines et minéraux. De nombreux 
compléments alimentaires existent dans le commerce que le propriétaire peut utiliser en fonction de 
la ration de l’oiseau : 

x Si l’oiseau est nourri avec une majorité de graines : complémenter régulièrement 
l’alimentation en faisant des cures d’une semaine tous les mois au maximum. 

x Si la ration est composée à majorité de granulés : ne complémenter l’oiseau qu’en période 
de stress métabolique, et particulièrement au début du printemps et de l’automne (mues). 

Ici, le morceau de pomme est trop gros pour que l’oiseau le mange d’un coup. Il doit réfléchir à la 
manière de le transporter jusqu’à son perchoir puis de le manger. On observe également le 

mouvement de podo-mandibulation très présent chez les Psittaciformes. 

Figure 46 : Enrichissement alimentaire pour un Youyou du Sénégal (P. senegalus) 
(Image : P. GRENTZINGER) 
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Il est important de ne pas abuser des compléments alimentaires car l’excès de certaines vitamines ou 
de minéraux peut causer des troubles au moins aussi graves que les carences (cf. tableau 6 ci-
dessous). 

De plus, certains perroquets refusent de toucher à leur gamelle ou à leur eau de boisson s’ils voient 
leur propriétaire y ajouter des produits. En cas de complémentation, il est donc conseillé de préparer 
les gamelles hors de vue de l’animal. 

d- Affections liées à la malnutrition 

Comme évoqué précédemment, un déséquilibre de la ration alimentaire peut être à l’origine 
de nombreuses maladies (BAUCK 1995) dont les plus fréquentes sont listées dans le tableau 6. 

 

 

 

Les plumes sont censées être toutes rouges. On observe ici des plumes décolorées jaunes, vertes 
et bleues. Cette dépigmentation du plumage associée au très mauvais état général de l’oiseau 

évoquent de graves carences alimentaires. 

Figure 47 : Plumes dorsales d’un Eclectus (E. roratus) femelle (Image : P. GRENTZINGER). 
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M
aladie 

Cause 
Régim

e alim
entaire associé 

M
écanism

e 
Sym

ptôm
es 

Energie 
Carence énergétique 

100 %
 Fruits 

Les apports de la ration ne couvrent pas le 
m

étabolism
e basal 

M
auvais état général, perte de poids, troubles de la 

reproduction 

M
G

 

O
bésité 

>15%
 M

G
 

100 %
 Graines 

Stockage 
des 

graisses 
dans 

les 
tissus 

adipeux 
Em

bonpoint, fatigabilité, m
auvais état du plum

age, etc…
 

Athérosclérose 
Régim

e trop riche 
en m

atières 
grasses 

100 %
 Graines 

Dépôts 
lipidiques 

dans 
les 

parois 
des 

vaisseaux entrainant un épaississem
ent de 

ceux-ci et donc une perte de leur élasticité. 

Fatigabilité, 
tachypnée, 

m
auvais 

état 
général, 

état 
de 

torpeur constant, crises convulsives, m
ort brutale 

Protéines 

Carences en protéines 
100 %

 Graines 
  

M
auvais état général, troubles reproducteurs, m

auvais 
état du plum

age, dépigm
entation de plum

es 

Goute 
viscérale 

et 
articulaire 

Régim
es 

hyperprotéiques 

100 
%

 
Graines 

ou 
supplém

entation excessive 
en protéines 

Augm
entation 

de 
la 

concentration 
plasm

atique d'acide urique entrainant un 
dépôt d'acide urique dans les articulations 
et les viscères 

Boiteries, oiseau réticent à se déplacer, faiblesse, m
auvais 

état général, PU
PD, m

ort brutale 

Vitam
ines 

Carence en Vitam
ine E 

100 %
 Graines 

Altération de l'effet antioxydant naturel 
protecteur 

des 
cellules 

(notam
m

ent 
m

usculaires) 

M
yopathie, 

souvent 
associée 

à 
giardiose, 

faiblesse 
m

usculaire, 
graines 

non 
digérées 

dans 
les 

fientes, 
encéphalom

alacie 

Excès de Vitam
ine E 

Supplém
entation excessive 

Lipidose 
hépatique, 

dém
inéralisation 

osseuse, hyper-coagulation sanguine (très 
hautes doses) 

AVC, 
m

ort 
brutale, 

fractures, 
anorexie, 

m
auvais 

état 
général et du plum

age 

M
étaplasie 

squam
euse 

des 
épithélium

s 

Carence 
en 

Vitam
ine A 

100 %
 Graines 

Vitam
ine essentielle à la form

ation et à la 
différenciation des épithélium

s. 

O
bstruction des choanes, abcès sous-m

andibulaires ou 
buccaux, 

troubles 
respiratoires 

ou 
digestifs ; 

souvent 
associée 

à 
d'autres 

m
aladies 

qui 
en 

découlent 
(Aspergillose, etc…

) 

Hypervitam
inose A 

Excès en Vitam
ine 

A 
Supplém

entation excessive 
Stockage en excès dans le foie causant une 
lipidose 

hépatique 
et 

les 
dysfonctionnem

ent associés 
Fractures spontanées, entérite, conjonctivite, etc…

 

Hypovitam
inose D

 
Carence 

en 
vitam

ine D 
Régim

e 
ou 

trop 
peu 

d'exposition aux U
V 

Absorption du calcium
 dim

inuée 
Rachitism

e, 
coquilles 

d'œ
uf 

m
olles, 

rétention 
d'œ

uf, 
fractures, 

PU
PD, 

coloration 
noire 

de 
plum

es, 
crises 

convulsives, etc…
 

 
Tableau 6: Exem

ples de m
aladies liées à une m

auvaise alim
entation chez les Psittacidés (partie 1/2) (liste non exhaustive). Réalisation personnelle 

d’après (HARPER, SKIN
N

ER 1998), (O
RO

SZ 2014), (BAUCK 1995), (STAHL, KRO
N

FELD 1998), (SAM
O

U
R 2008) et (TULLY et al. 2009)). 
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M
aladies 

Cause 
Régim

e alim
entaire associé 

M
écanism

e 
Sym

ptôm
es 

Vitam
ines 

Calcifications 
des 

tubules 
rénaux 

ou 
viscérales 

Hypervitam
inose 

D 
Supplém

entation excessive 
Dépôts calciques dans les tubules rénaux 
par 

augm
entation 

de 
la 

concentration 
plasm

atique en calcium
 

PU
PD, signes d'insuffisances rénale 

Hypovitam
inose 

B2 
(riboflavine) 

Carence 
en 

Vitam
ine B2 

100 %
 Graines 

Vitam
ine 

essentielle 
au 

m
étabolism

e 
cellulaire, à l'activité enzym

atique, etc…
 

Retard de croissance, m
auvais état du plum

age, faiblesse 
m

usculaire, crises convulsives 

Calcium
, 

Phosphore 

M
etabolic 

Bone 
Disease 

= 
Hyperparathyroïdism

e 
secondaire 

d'origine 
nutritionnelle 

= 
Rachitism

e 
= 

O
stéom

alacie = etc…
 

Carences 
en 

Calcium
 

(ou 
en 

Vitam
ine 

D) 
ou 

excès 
de 

Phosphore 
causant 

un 
rapport Ca/P <1 

100 %
 Graines ou 100 %

 
fruits 

Hypocalcém
ie 

chronique 
entrainant 

une 
augm

entation 
de 

la 
synthèse 

de 
PTH

 
(jusqu'à hyperplasie des glandes) donc de 
l'activité ostéoclastique 

Courbure des os longs, pousse anorm
ale du bec, fractures 

spontanées 
; 

signes 
non 

spécifiques 
(picage, 

perte 
d'appétit, faiblesse m

usculaire, rétention d'œ
ufs, etc…

) 

Troubles 
reproducteurs 

Carences 
en 

calcium
 

pendant 
la 

période 
de 

reproduction 

100 %
 Graines ou 100 %

 
fruits 

Hypocalcém
ie en période de ponte : trop 

peu de calcium
 disponible à la form

ation 
des coquilles ou au fonctionnem

ent de 
l'appareil reproducteur 

Rétention d'œ
ufs, coquilles m

olles, etc.…
 

Autres 

Hypothyroïdie 
Carence en iode 

100 %
 Graines 

Concentration 
en 

iode 
trop 

faible 
pour 

perm
ette 

la 
synthèse 

des 
horm

ones 
thyroïdiennes 

Goitre 

Hém
ochrom

atose 
= 

M
aladie 

de 
Stockage 

du Fer 

Excès 
de 

Fer 
ou 

de Vitam
ine C 

Fruits, 
supplém

entation 
excessive 

Accum
ulation 

du 
Fer 

dans 
les 

cellules 
hépatiques causant une fibrose hépatique 

Liés 
à 

l'hépatopathie 
: 

ascite, 
dyspnée, 

anorexie, 
dépression, etc.…

 

Carence en Zinc 
Phytates 

dans 
l'alim

entation 
bloquant 

l'absorption du Zinc 
  

Anorexie, troubles cutanés, cicatrisation lente, troubles de 
la reproduction, etc…

 

Carence en Cuivre 
Excès de Zinc ou de Fer 
lim

itant 
l'absorption 

du 
cuivre 

  
M

auvais état du plum
age avec décoloration des plum

es 
(cf. figure 47) 

 

Tableau 7: Exem
ples de m

aladies liées à une m
auvaise alim

entation chez les Psittacidés (partie 2/2) (liste non exhaustive). Réalisation personnelle 
d’après (HARPER, SKIN

N
ER 1998), (O

RO
SZ 2014), (BAUCK 1995), (STAHL, KRO

N
FELD 1998), (SAM

O
U

R 2008) et (TULLY et al. 2009)). 



89 
 

e- Les loris et loriquets : particularités d’oiseaux nectarivores 

Dans la nature, les loris et loriquets se nourrissent principalement de pollen et de nectar, 
mais aussi de plantes, de fruits, d’insectes et de graines en très petite quantité. 

En captivité, un régime alimentaire basé uniquement sur des graines provoque un mauvais état 
général, des paralysies des pattes, des troubles de la reproduction et des mues longues et de 
mauvaise qualité (McDONALD 2003). 

De nombreux aliments à base de nectar sont désormais commercialisés et remplacent les rations 
ménagères dans de nombreux élevages car moins chers, moins compliqués à utiliser et moins 
chronophages. Néanmoins, certains de ces aliments du commerce contiennent de hautes doses de 
vitamine A causant des troubles de la reproduction, des pancréatites et de la pigmentation du 
plumage et du bec. De plus, de nombreux loris et loriquets nourris avec ces aliments ont présenté 
une maladie de stockage du fer (cf. tableau 6) ou de la lipidose hépatique (McDONALD 2003). 

Ainsi, il faut privilégier chez les loris (McDONALD 2003) : 

x Un apport en Vitamine A compris entre 3000 et 6000 IU/kg. 
x Un apport en Fer inférieur à 80 mg/kg. 
x Une variété de fruits pauvres en Fer et en Vitamine C (qui favorise l’absorption du fer) et 

éviter au contraire ceux qui en sont riches. 
x Dès que possible, leur proposer des fleurs avec du pollen. 

La nutrition est donc un point essentiel pour toutes les espèces de Psittacidés et le vétérinaire a un 
rôle primordial d’information et de conseils aux propriétaires. C’est donc un point à aborder 
impérativement à chaque consultation, au moins pour s’assurer que le client choisisse le régime 
alimentaire de son oiseau en toute connaissance de cause. 

 

CONCLUSION :  

La détention d’un perroquet est soumise à des règles strictes dans le but de protéger cette famille à 
l’échelle mondiale. Le vétérinaire a donc un devoir d’information envers les futurs propriétaires. Ce 
devoir ne se limite d’ailleurs pas seulement à la question législative. En effet, il existe de nombreux 
sujets sur lesquels le clinicien doit éduquer le propriétaire afin de garantir les meilleures conditions 
de vie à l’oiseau en prévenant ainsi d’éventuelles maladies. 
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II- Le perroquet en clinique 

A) Adapter sa clinique à une clientèle aviaire 

Il est évident que les vétérinaires qui ne reçoivent des oiseaux qu’occasionnellement dans 
leur structure ne peuvent pas investir pour adapter complètement leur clinique à une telle clientèle. 
Néanmoins, les praticiens qui souhaitent développer leur clientèle NAC (Nouveaux Animaux de 
Compagnie) et animaux exotiques doivent prendre en compte les particularités liées à l’examen 
clinique ou l’hospitalisation de ces animaux. 

1) Avoir une salle d’attente adaptée 

Le stress est un élément à toujours considérer lorsqu’on travaille avec des oiseaux. En effet, 
le perroquet va d’instinct avoir peur de tout ce qui lui est inconnu surtout s’il est malade ou blessé. 
Malheureusement, le stress à lui seul peut suffire à faire mourir un oiseau (par arrêt cardiaque, par 
exemple) et il faut donc limiter tout ce qui peut inquiéter ou sur-stimuler l’oiseau. De plus, plus 
l’oiseau sera calme, plus la consultation et l’examen clinique seront aisés. 

La salle d’attente est la première pièce que vont rencontrer le propriétaire et son oiseau et dans 
laquelle ils peuvent passer un peu de temps. Il faut donc qu’elle soit la plus apaisante possible afin 
que l’oiseau reste dans les meilleures conditions. 

Cependant, l’oiseau est rarement seul dans la salle d’attente où il peut être amené à côtoyer d’autres 
espèces comme des chiens, des chats, mais aussi des NAC et en particulier des furets et leur odeur si 
particulière. L’excitation et le stress de tous ces animaux sont très communicatifs et peuvent mettre 
la patience des uns et des autres à rude épreuve. 

Ainsi, il est conseillé de maintenir un environnement le plus calme possible, par exemple en séparant 
les carnivores domestiques (dont furets) des NAC (lapins, cobayes, etc…) et oiseaux. La plupart des 
structures n’ayant pas la place de construire deux salles d’attente, parfois un simple paravent suffit à 
isoler suffisamment les uns et les autres. 

De plus, pour assurer la sécurité du perroquet mais aussi des autres patients, il faut inciter le 
propriétaire à amener son oiseau en cage (ou au moins attaché par un harnais) plutôt qu’en liberté 
sur son épaule où il pourrait s’envoler à tout moment. 

2) La salle de consultation 

Dans la salle de consultation et en vue de réaliser son examen clinique, le vétérinaire est 
amené à sortir l’oiseau de sa cage et à le manipuler. Il n’est donc pas rare que l’oiseau s’échappe 
dans la salle, surtout s’il peut voler. 

Dans ces cas-là, voici donc quelques éléments auxquels il convient de veiller pour garantir la sécurité 
du perroquet : 

x S’assurer que toutes les issues sont fermées (fenêtres, portes, etc.) avant de sortir l’oiseau. 
x Pouvoir fermer la porte de la salle à clé en cas d’évasion pour éviter que quelqu’un n’entre et 

ne permette ainsi à l’oiseau de sortir. 
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x Eviter les grandes fenêtres ou baie-vitrées contre lesquelles les oiseaux pourraient se blesser 
en les percutant pendant un vol. S’il y en a, faire en sorte qu’elles ne soient pas 
complètement transparentes (rideaux, autocollants, etc…) afin que l’oiseau les voit et les 
identifie comme des obstacles. 

Enfin, le vétérinaire peut également disposer plusieurs perchoirs dans sa salle de consultation 
(amovibles sur la table d’examen ou fixés au mur par exemple) sur lesquels l’oiseau pourra se poser 
et où il pourra se sentir moins vulnérable. 

3) La zone d’hospitalisation 

Comme pour la salle d’attente, il est recommandé de séparer la zone d’hospitalisation des 
perroquets de celle des carnivores domestiques ou de la faune sauvage (rapaces particulièrement) 
afin d’éviter les éléments perturbateurs pour les oiseaux (bruits, odeurs, agitation, présence de 
prédateurs potentiels, etc…).  

La multitude d’espèces de Psittacidés contraint le vétérinaire à s’équiper de cages de différentes 
tailles et aux barreaux de différentes épaisseurs pour s’adapter à tous ses patients. Les Aras (Aras 
sp.) sont sans doute les oiseaux les plus difficiles à hospitaliser en raison de leur taille, de leur bec 
très puissant et de leur caractère destructeur (CHITTY 2011). Les cages doivent également être 
équipées de perchoirs de différentes tailles et être faciles à nettoyer. Enfin, l’enrichissement du 
milieu ne doit pas être négligé lors des hospitalisations, surtout à long terme : être malade dans un 
endroit stressant et éloigné de leurs propriétaires peut souvent porter atteinte à l’état mental de 
l’oiseau. Le praticien peut donc fournir à l’oiseau des jeux ou des occupations (visite des 
propriétaires, musique, radio, etc…) afin d’éviter que l’oiseau ne s’ennuie et dépérisse. 

De plus, il est n’est pas rare de devoir placer les oiseaux hospitalisés sous oxygène. Il est donc 
conseillé d’avoir à disposition plusieurs cages (complètement fermée et non à barreaux) ou boites à 
oxygène afin d’y placer les oiseaux nécessitant une atmosphère enrichie en O2 ou des traitements 
par inhalations. 

S’équiper d’un inhalateur peut également être judicieux car de nombreuses maladies respiratoires 
(qui représentent une grande partie des consultations et hospitalisations) nécessitent la mise en 
place de traitements par inhalations. 

Pour le nourrissage des oiseaux hospitalisés, le vétérinaire doit avoir à sa disposition les différents 
types d’aliments existants (mélanges de graines, granulés et fruits et légumes frais) avec de répondre 
au mieux aux habitudes alimentaires de l’oiseau. En effet, l’hospitalisation n’est jamais le bon 
moment pour tenter une transition alimentaire : l’oiseau est déjà trop stressé et il est primordial qu’il 
se nourrisse suffisamment pour optimiser sa guérison. Ainsi, si certains perroquets ne mangent pas 
assez (ou s’ils refusent de prendre leurs traitements par voie orale), le vétérinaire peut être amené à 
gaver l’oiseau. Pour cela, il doit s’équiper de sondes de gavage à adapter à la taille de l’oiseau 
concerné. Comme le montre la figure 48, il existe deux types de sondes : métallique (qui résiste à la 
puissance du bec du perroquet) ou souple (idéale lorsqu’un oiseau dort pour réaliser un transit 
baryté par exemple, mais que l’oiseau pourrait très facilement couper avec son bec s’il était vigile) 
(CHITTY 2011). 
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Enfin, il peut être intéressant d’avoir des incubateurs dans lesquels l’hygrométrie et la température 
peuvent être facilement contrôlées. Ceux-ci seront particulièrement utiles lors de l’hospitalisation de 
jeunes oiseaux ou de perroquets extrêmement affaiblis qui ont besoin de chaleur (aux alentours de 
30°c) et d’humidité pour récupérer. Si un tel incubateur n’est pas disponible, des lampes chauffantes 
peuvent être placées devant la cage de l’oiseau pour lui procurer une source de chaleur (en veillant à 
ce que l’oiseau ne puisse pas atteindre le matériel ou l’alimentation électrique pour jouer avec). 

Tous ces matériels doivent être nettoyés et désinfectés après chaque utilisation pour éviter la 
propagation d’agents infectieux. Si possible, les cages doivent également être laissées vides pendant 
quelques jours après le passage d’un oiseau. Les produits d’entretien utilisés doivent être choisis en 
fonction du risque infectieux (vinaigre blanc, javel, F10, etc…) et le vétérinaire peut même être 
amené à utiliser des foggers s’il suspecte la présence de maladies à contamination aérienne (CHITTY 
2011).  

4) Matériel de capture et de contention 

Dès qu’il manipule un oiseau, le praticien s’expose au risque d’évasion, en particulier avec les 
perroquets qui ont l’habitude de voler. Le vétérinaire doit donc toujours avoir à disposition du 
matériel de capture (épuisettes, filets, etc…) et si possible dans toutes les pièces où il peut être 
amené à manipuler l’oiseau (hospitalisation, salle de consultation, salle de radiographie, etc…) 
(CHITTY 2011). Lors de la capture de l’oiseau, il faut évidemment veiller à ce que l’oiseau ne se blesse 
pas, que ce soit en percutant une vitre ou au niveau des membres et particulièrement des ailes 
(plaies, fractures, etc…). 

Le vétérinaire doit aussi s’équiper pour pouvoir réaliser à tout moment une contention sur un 
perroquet afin que l’oiseau et le(s) manipulateur(s) soient en sécurité. Pour cela, il est conseillé 
d’avoir des serviettes éponges ou des couvertures plus ou moins épaisses et des gants de contention 
en cuir, voire en mailles métalliques pour les plus gros perroquets (CHITTY 2011). Bien évidemment, 
le praticien devra adapter son matériel à la taille et à l’agressivité de l’oiseau qu’il doit manipuler. 

  

Figure 48 : Sonde souple (en haut) et rigide (en bas) permettant le gavage des oiseaux en 
déposant directement les produits dans le jabot (Image : P. GRENTZINGER) 
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5) Matériel utile à l’examen clinique 

Le praticien doit s’équiper de matériel pour s’aider à réaliser un examen clinique le plus 
complet possible. 

Outre le matériel de contention, il doit également avoir à disposition : 

x Un stéthoscope, si possible avec un pavillon de petite taille (type pédiatrique ou NAC par 
exemple). 

x Un thermomètre. Attention, la température physiologique des Psittacidés est souvent 
comprise entre 40°c et 42°c. Il faut donc s’assurer que le thermomètre détecte des 
températures supérieures à 42°c. 

x Une balance adaptée aux petites variations de poids des perroquets : en effet, certaines 
petites perruches comme les Inséparables (Agapornis sp.) peuvent peser aux alentours de 
30g. Ainsi, une variation ou une imprécision du poids de 5 grammes peut avoir de lourdes 
conséquences (mauvais dosages des molécules thérapeutiques avec risques d’inefficacité ou 
de surdosage, évaluation erronée de l’état corporel de l’animal, etc…) (CHITTY 2011). Afin de 
faciliter la pesée, le vétérinaire peut ajuster un perchoir à sa balance sur lequel l’oiseau 
pourra venir se poser. De plus, cet examen sera facilité si le propriétaire le travaille 
régulièrement chez lui en medical-training (cf. partie I-B-2-c). 

x Des lames et lamelles de microscope pour réaliser des étalements de fientes ou des 
coproscopies. Cet examen doit faire partie intégrante de l’examen clinique de base chez les 
oiseaux afin de rechercher d’éventuels parasites internes ou leurs œufs. En effet, peu 
d’oiseaux sont vermifugés régulièrement et la consultation permet de faire un point à ce 
sujet, voire de vermifuger l’oiseau si besoin. 

x Des ouvre-becs métalliques de différentes tailles afin de pouvoir examiner la cavité buccale 
et les choanes du perroquet en sécurité. 

Cette liste n’est évidemment pas exhaustive mais montre qu’il n’est pas forcément nécessaire d’avoir 
une structure spécialisée pour faire des consultations de perroquets. 

6) Matériels pour d’éventuels examens complémentaires 

Comparé à ce qui est possible avec les carnivores domestiques, l’examen clinique de l’oiseau 
peut être rapidement très frustrant pour le praticien car de nombreuses informations peuvent être 
difficiles voire impossibles à obtenir. Par exemple, beaucoup d’oiseaux crient lorsqu’ils sont 
maintenus par contention (les cacatoès sont particulièrement assourdissants) et l’auscultation 
cardio-pulmonaire sera donc extrêmement limitée car le vétérinaire ne pourra discerner aucun son 
avec son stéthoscope. Ainsi, le clinicien est très rapidement amené à réaliser des examens 
complémentaires pour pouvoir poser un diagnostic. Pour ce faire, il conviendrait de s’équiper à 
minima : 

x Imagerie médicale : radiographie (de préférence numérique), échographie, voire scanner ou 
IRM. 

x Endoscope (très utilisé en médecine aviaire comme on pourra le voir plus loin). 
x Ecouvillons du jabot ou cloacaux : l’écouvillonnage est un outil diagnostic utilisé pour de 

nombreuses maladies gastro-intestinales que ce soit en examen direct après étalement sur 
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lame et coloration (salmonelloses, parasitisme, etc…) ou en laboratoire (Chlamydophilose 
détectée par PCR par exemple). 

Malheureusement, certains de ces examens complémentaires sont impossibles à réaliser sur animal 
vigile et le vétérinaire est donc souvent obligé d’endormir ou de sédater l’oiseau. Pour cela, il est 
conseillé d’avoir de quoi réaliser une anesthésie gazeuse (appareil, sondes endotrachéales, 
monitoring, etc…) comme nous le détaillerons plus bas. 

B) L’oiseau en consultation 

1) Identification d’un perroquet 

Selon la loi française, les perroquets doivent être identifiés au maximum un mois après leur 
naissance (Ministère de l’agriculture, de l’alimentation, de la pêche et des affaires rurales et le 
ministre de l’écologie et du développement durable 2004). Les oisillons étant trop petits pour être 
identifiés par puce électronique, la plupart des éleveurs leur posent une bague plastique ou 
métallique. Cependant, dans la plupart des cas, cette bague ne correspond qu’à un numéro 
renvoyant à un fichier propre à l’élevage. Il est donc rarement possible de retrouver les propriétaires 
d’un perroquet qui s’est échappé uniquement grâce à son numéro de bague. 

De plus, il peut arriver que l’oiseau coince des objets entre sa bague et sa patte (branches, morceaux 
de jouets, perchoirs, etc…). L’oiseau va alors essayer de se dégager en se débattant dans tous les 
sens, voire parfois en mordant son membre postérieur. Malheureusement, il en résulte souvent des 
blessures au niveau du membre postérieur, que ce soient des plaies ou même des fractures (souvent 
localisées au niveau du tarsométatarse plus fragile que la bague). 

Pour toutes ces raisons, les propriétaires de perroquets décident souvent de faire retirer la bague de 
leur oiseau pour la remplacer par une puce électronique avant qu’un accident ne se produise. Ainsi, 
le vétérinaire doit impérativement vérifier la présence d’une puce électronique à chaque 
consultation, avant d’identifier un oiseau, ou encore sur un oiseau trouvé (dans ce cas, il pourra 
retrouver les propriétaires via le fichier national des identifications). 

La puce électronique utilisée est une puce NAC (plus petite que celles des carnivores domestiques) 
mais qui peut être lue par les lecteurs utilisés habituellement pour les carnivores domestiques. Le 
code d’identification comporte 15 chiffres, les 3 premiers correspondant au pays d’identification (250 
pour la France), les deux suivants à l’espèce (22 dans le cas des Psittacidés), les deux d’après au 
fabricant de la puce, puis les 8 derniers au numéro individuel attribué à l’animal. 

Chez les perruches et perroquets, la puce électronique est implantée dans les muscles pectoraux ou 
en sous-cutanée au niveau du bréchet (cf. figure 49), par convention à gauche. Pour les individus trop 
petits ou trop stressés, l’implantation peut se faire sous anesthésie générale (cf. figure 49). 
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2) Médecine préventive 

a- Vaccins 

La vaccination est très utile dans la prévention de certaines maladies mais doit toujours se 
faire après une évaluation des bénéfices d’un vaccin en fonction de son coût et de ses risques, aussi 
minimes soient-ils. Par exemple, pour un perroquet vivant seul et en intérieur avec peu de proximité 
avec la faune sauvage, le risque d’exposition aux agents infectieux est moindre. Le coût et les risques 
de la vaccination dépassent alors ses avantages (WELLE 2011). 

Le coût des vaccins est un élément essentiel à prendre en compte, à la fois pour le client (doses 
vaccinales onéreuses) mais aussi pour le vétérinaire. En effet, la vaccination des perroquets est très 
rare en clinique mais le praticien est souvent contraint d’acheter les vaccins par lots plutôt que par 
doses uniques. Ceux-ci vont alors souvent périmer sans avoir pu être utilisés intégralement (WELLE 
2011). 

Cependant, certains éleveurs peuvent être intéressés pour vacciner leurs oiseaux, surtout si ceux-ci 
sont élevés dans des volières extérieures et donc exposées à la faune sauvage. Les vaccins les plus 
fréquemment utilisés sont présentés dans le tableau 7. 

  

Carène du bréchet 

Masque anesthésique 

Ici, le transpondeur est injecté en intramusculaire dans les muscles pectoraux le long du bréchet. 

Figure 49 : Insertion d’une puce électronique sur un Youyou du Sénégal (P. senegalus) sous anesthésie 
générale gazeuse (Image : P. GRENTZINGER). 



97 
 

Agents infectieux 
Signes cliniques associés 

Type de vaccin 
Voie d'adm

inistration 
Rem

arques 
Bibliographie 

Herpèsvirus (PsHV) 
= M

aladie de Pacheco  Sym
ptôm

es 
liés 

à 
une 

hépatite 
sévère, 

diarrhée hém
orragique, dyspnée, léthargie, 

anorexie, m
ort brutale, etc…

 
Inactivé 

SC ou IM
 

A faire avant la saison de reproduction et 
les 

m
ues, 

pendant 
une 

période 
de 

quarantaine ou avant la m
ise en contact 

avec 
d'autres 

perroquets. 
Vaccin 

indisponible en Europe. 

(SAM
O

U
R 

2008), 
(TU

LLY et al. 2009), 
(BRU

GERE-PICO
U

X 
et al. 2011) 

Polyom
avirus 

(BFDV-
1 et BFDV-3) 

M
ort brutale dans les prem

iers stades de 
vie, 

distension 
abdom

inale, 
hém

orragies 
sous-cutanées, ataxie. 

Inactivé 
SC 

A faire avant la saison de reproduction, 
pendant une période de quarantaine ou 
avant 

la m
ise en 

contact 
avec 

d'autres 
perroquets. 

(SAM
O

U
R 

2008), 
(TU

LLY et al. 2009), 
(RITCHIE et al. 1996) 

Vacciner les jeunes oiseaux avant l'âge de 5 
sem

aines. 

Psittacids Herpesvirus 
(PHV-1) 

= 
Papillom

atose 

Perte 
de 

poids, 
régurgitation, 

diarrhée, 
cloaque souillé et signes non spécifiques 
associés à une atteinte de la partie crâniale 
du 

tractus 
digestif. 

Papillom
es 

dans 
la 

cavité buccale ou le cloaque. 
Inactivé 

SC 

Le vaccin ne guérit pas m
ais peut lim

iter 
l'apparition et la gravité des sym

ptôm
es 

dans certains cas. 
(TU

LLY et al. 2009), 
(STYLES et al. 2004), 
(GREEN

ACRE 2005) 
Alternance de périodes sym

ptom
atiques et 

de périodes sans signes cliniques par cycles 
d'environ 4 m

ois. 

A 
long 

term
e, 

les 
oiseaux 

développent 
souvent des tum

eurs m
alignes au niveau du 

pancréas et des structures associées. 
Principalem

ent 
Salm

onella 
typhim

urium
 

Signes 
de 

septicém
ie 

(diarrhée 
profuse, 

PU
PD, 

dyspnée, 
anorexie, 

signes 
neurologies, etc…

), m
ort soudaine, etc…

 
Inactivé 

SC 
(0,5m

L) 
ou 

PO
 

(1m
L) 

Des cas d'élim
ination du portage ont été 

observés lorsque deux vaccinations ont été 
réalisées à 2 sem

aines d'intervalle. 

(DO
N

ELEY 
2009), 

(TU
LLY et al. 2009) 

Principalem
ent 

les 
sous-types H4 et H3 
chez les Psittacidés 

Signes 
non 

spécifiques 
(abattem

ent, 
anorexie, m

ort soudaine, etc…
) 

Inactivé 
SC 

M
aladie à déclaration obligatoire avec m

ise 
en place d'un Arrêté Préfectoral Portant 
Déclaration d'Infection si le diagnostic est 
confirm

é. 

(SW
AYN

E 
2008), 

(CARDO
N

A 
et 

al. 
2009), 

(ALEXAN
DER 

2000) 

N
ew

castle 
Disease 

Virus 
(N

DV) 
= 

Param
yxovirus 

Sym
ptôm

es 
non 

spécifiques 
(dyspnée, 

tachypnée, 
anorexie, 

…
), 

écoulem
ents 

nasaux et oculaires, m
ort en 3 à 5 jours 

après l'apparition des prem
iers sym

ptôm
es 

Inactivé 
SC 

A utiliser après une prem
ière vaccination 

avec le vaccin vivant atténué puis une fois 
par an. 

(SAM
O

U
R 

2008), 
(SCO

TT, 
W

INM
ILL 

1960), (SEAL, KIN
G, 

BEN
N

ETT 1996) 
Vivant atténué 

Intraoculaire 
ou 

Intranasal 
A utiliser pour la prem

ière vaccination. 

 
Tableau 8 : Présentation des vaccins les plus fréquem

m
ent utilisés chez les Psittacidés (liste non exhaustive) (réalisation personnelle). 
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b- Traitements antiparasitaires 

Même s’ils sont exposés aux infestations parasitaires au même titre que les carnivores 
domestiques, les perroquets sont rarement traités contre les parasites par leur propriétaire car celui-ci 
n’est pas suffisamment informé. En effet, la plupart des personnes possédant des Psittacidés ignore que 
leur(s) oiseau(x) peuvent être porteurs de parasites et que ceux-ci peuvent altérer l’état de santé de leur 
animal. 

Le rôle du vétérinaire est donc d’informer et conseiller le propriétaire, de diagnostiquer les infestations 
parasitaires mais aussi de traiter l’oiseau, que ce soit de manière thérapeutique (parasites déjà 
présents) ou préventive (limiter le risque d’infestation, en particulier dans les élevages). 

Comme les mammifères, les perroquets peuvent être infestés d’ectoparasites (externes), endoparasites 
(internes) et d’hémoparasites (parasites du sang). 

i. Ectoparasites 

Les ectoparasites sont particulièrement fréquents en élevage mais un perroquet vivant seul peut 
également en avoir (la plupart du temps, il se sera contaminé dans son élevage, surtout s’il a été élevé 
au nid par les parents). 

Si certains de ces parasites sont facilement visibles (par exemple Neopsittaconirmus sp. ou 
Psittaconirmus sp., poux broyeurs histophages), d’autres se trouvent sous l’épiderme et sont donc 
invisibles à l’œil nu (Knemidocoptes pilae, agent de la gale du bec et des pattes). Dans ces cas-là, des 
grattages cutanés sont nécessaires pour isoler le parasite (DONELEY 2009). D’autres examens peuvent 
également être réalisés, comme un scotch-test (appliquer un morceau de bande adhésive sur la peau de 
l’oiseau, le colorer et observer le résultat au microscope) ou une observation des plumes au microscope. 

De même, certains parasites comme Dermanyssus gallinae ne restent sur l’oiseau que le temps de se 
nourrir la nuit et retournent se cacher dans l’environnement une fois le repas fini. Etant des poux 
piqueurs hématophages, ils causent des symptômes généraux liés à l’anémie (dyspnée, mauvais état 
génral, voire la mort) mais très peu de lésions cutanées (DONELEY 2009). Dans ces cas-là, le propriétaire 
est souvent réticent à admettre que le mauvais état de son animal est dû à un parasite puisqu’il ne 
l’aura jamais observé lui-même. Il est alors important de mettre en évidence la présence du parasite 
dans l’environnement où vit l’oiseau (à l’aide de carton ondulé dans lequel les parasites vont aller se 
réfugier par exemple) afin que le propriétaire prenne conscience que traiter tout son matériel (cage ou 
volière comprises) est indispensable. 

Une fois le parasite identifié, le vétérinaire peut profiter de la consultation pour traiter directement 
l’oiseau ou pour prescrire le traitement adéquat. 

Les principaux parasites externes observés chez les Psittacidés sont présentés en annexe 1. 

ii. Endoparasites 

Comme évoqué précédemment, l’observation d’un étalement frais de selles au microscope est 
un acte qui doit faire partie de l’examen clinique de base d’un perroquet. Dans certains cas, le praticien 
pourra y observer des œufs de parasites internes, des coccidies, etc… 
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S’il suspecte la présence de parasites et afin d’affiner son diagnostic, le vétérinaire peut aussi réaliser 
d’autres examens comme : 

x Une coproscopie par flottaison (meilleure détection des œufs de nématodes ou de cestodes) 
(DONELEY 2009) 

x Un lavage trachéal ou des sacs aériens observé sous microscope après coloration May-Grünwald 
Giesma (observation des œufs de Cytodites nudus ou Sternostoma tracheacolum par exemple) 

x Ecouvillon du jabot ou cloacal avec coloration May-Grünwald Giesma (= MGG) puis observation 
sur lame ou envoi en laboratoire 

Dans le cas où le(s) perroquet(s) est (sont) gardé(s) en volières extérieures ou en élevage avec 
promiscuité des individus, le vétérinaire peut mettre en place un plan de vermifuges annuel (voire 
même plus fréquent s’il l’estime nécessaire) en utilisant les différentes molécules à sa disposition 
(Fenbendazole, Ivermectine, Lévamisole, etc…). 

Les endoparasites observés fréquemment chez les Psittacidés sont présentés en annexes 2, 3 et 4. On y 
trouve entre autres des protozoaires, des cestodes et des nématodes (DONELEY 2009). 

iii. Hémoparasites 

Les hémoparasites (ou parasites du sang) peuvent être présents chez toutes les espèces 
d’oiseaux. Cependant, ils sont rarement responsables de symptômes et sont donc rarement recherchés 
par le praticien.  

La grande majorité des parasites sanguins observés chez les Psittacidés sont des protozoaires et 
principalement espèces des genres Plasmodium, Haemoproteus et Leucocytozoon. Néanmoins, il est 
aussi possible d’observer des microfilaires (SAMOUR 2008). 

Le diagnostic de ces parasites se fait sur frottis sanguin avec une coloration MGG de bonne qualité. Le 
traitement peut parfois être compliqué mais pour certains parasites, la prévention est possible en 
contrôlant les populations de vecteurs autour des oiseaux (Culex sp. et Aedes sp. vecteurs des parasites 
du genre Plasmodium par exemple) (DONELEY 2009). 

Les principaux parasites externes observés chez les Psittacidés sont présentés en annexe 5. 

3) L’examen clinique 

La consultation d’un Psittacidé dure en général beaucoup plus de temps que pour un autre 
animal, en raison notamment du temps nécessaire pour recueillir toutes les informations nécessaires 
sur l’oiseau et son mode de vie (surtout lors des premières venues du perroquet dans la clinique). Voici 
les points essentiels au praticien pour ne rien oublier lors de la consultation d’un perroquet. 

a- Anamnèse et commémoratifs 

La première chose à faire est de préciser le motif de consultation avec le propriétaire (visite de 
routine, accident, urgence, maladie, etc…) en lui demandant notamment ce qu’il a remarqué 
d’inhabituel et qui motive selon lui une consultation. Les propriétaires connaissent très bien leur(s) 
oiseau(x) (particulièrement les perroquets EAM) et sont donc les mieux placés pour repérer les 
moindres changements anormaux (de voix, de comportement, de posture, etc…) chez leur protégé. 
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Sans perdre de vue ce motif de consultation, le vétérinaire peut ensuite commencer un questionnaire 
pour se renseigner sur l’animal, son mode de vie, ses antécédents médicaux et la pathologie qui 
l’amène (COLES 2007) :  

x Quelles sont les conditions de vie de l’oiseau ? 
9 Dans quel type de cage ? (Matériaux, équipements, points chauds, etc…) 
9 Localisation de la cage ? (Exposition aux courants d’air, temps de sommeil respecté pour 

l’oiseau, etc…). 
9 Quel type d’alimentation reçoit-il ? A-t-il des compléments alimentaires (friandises, 

vitamines, etc…) ? 
9 A quelle fréquence le propriétaire nettoie-t-il la cage ? Avec quels produits ? 

x Quelles sont ses origines ? 
9 Quelle espèce ? 
9 EAM ou EPP ? 
9 Quel type d’élevage ? (Familial, grande structure, etc…) 
9 Quel âge a-t-il ? 

x Depuis combien de temps vit-il avec son propriétaire ? A-t-il déjà eu d’autres propriétaires ? Si 
oui, qu’est-ce qui a motivé ce changement ? (Décès du premier propriétaire, caractère de 
l’oiseau trop difficile, etc…). 

x L’oiseau a-t-il des antécédents médicaux ou chirurgicaux ? A-t-il un traitement en cours ? 
x Est-il habitué à être manipulé (medical-training) ? Si oui, le propriétaire a-t-il des informations 

comme un suivi de la courbe de poids qu’il peut transmettre au praticien ? 
x L’oiseau est-il sexé et si oui, par quelle méthode ? (Dimorphisme sexuel, génétique, etc…) : 

certaines maladies sont directement liées au sexe, comme la rétention d’œuf par exemple, qui 
ne peut avoir lieu que chez les femelles. 

x Le propriétaire a-t-il acheté un nouvel oiseau récemment ? Comment s’est passée la mise en 
contact ? 

x Y a-t-il eu récemment des changements dans l’environnement de l’oiseau qui pourraient le 
stresser ? (Changements d’alimentation, arrivée d’un nouvel enfant ou animal dans la maison, 
nouveaux horaires de travail pour le propriétaire, etc…). 

x Quels sont les symptômes remarqués par le propriétaire ? Depuis combien de temps les 
observe-t-il ? 

x A-t-il des congénères ? Si oui, vivent-ils dans la même pièce ou cage que lui ? Expriment-ils des 
symptômes (même différents) ? 

Cette liste de questions n’est évidemment pas exhaustive mais permet de guider le praticien dans la 
prise des commémoratifs. Celle-ci doit être la plus complète possible puisque les causes de nombreuses 
maladies se cachent souvent dans ces réponses. Par exemple, un oiseau présenté pour picage et 
agressivité croissante peut tout simplement manquer de sommeil car sa cage est positionnée à côté du 
poste de télévision. 

Ainsi, la discussion avec le propriétaire doit constituer une grande part du temps de consultation et le 
praticien ne doit pas hésiter à prendre son temps pour éclaircir certains points afin d’avoir une vision 
aussi précise que possible de la vie de l’oiseau qu’il a devant lui (WELLE 2011). Pour cela, il doit veiller à 
poser le plus de questions ouvertes possible sans orienter la réponse du propriétaire. 
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Afin d’évaluer les conditions de vie de l’oiseau, le vétérinaire peut également demander une photo de la 
cage ou de la volière au propriétaire (facilement réalisable aujourd’hui grâce aux smartphones) et sur 
laquelle il pourra observer la qualité de l’installation et du matériel qui la compose (jeux, perchoirs, 
mangeoires, etc…) et surtout s’assurer qu’elle corresponde au perroquet qui y vit. Cela permet de se 
rendre compte rapidement de l’hygiène de l’installation mais aussi du niveau de connaissance du 
propriétaire (TULLY et al. 2009). 

Remarque : Si l’âge du perroquet n’est pas connu du propriétaire, le praticien a à sa disposition 
quelques indices pour avoir une estimation (en dehors de la taille de l’animal). Si l’oiseau est bagué, 
l’année de naissance est normalement indiquée sur la bague. Chez certaines espèces (Gris du Gabon, 
Youyou du Sénégal, etc…), le vétérinaire peut aussi regarder la couleur de l’iris qui est gris à la naissance 
puis qui va jaunir de plus en plus jusqu’à être complètement jaune après quelques années (dépendant 
de l’espèce). 

b- Examen à distance dans la cage 

i. Observation du patient 

En même temps qu’il discute avec le propriétaire, le vétérinaire peut en profiter pour observer 
l’oiseau de loin en le laissant dans sa cage. 

L’examen à distance est aussi important que la prise de commémoratifs et ne doit pas être négligé au 
profit de l’examen rapproché. En effet, un oiseau stressé par la proximité du vétérinaire va d’instinct 
masquer de nombreux symptômes ou ceux-ci apparaitront moins marqués que chez le propriétaire 
(FRONEFIELD 2010). Le praticien doit donc prendre en compte les informations données par ce dernier 
pour nuancer ses observations. De même, observer des signes francs d’abattement dans le cadre d’une 
consultation peut signifier que la pathologie est déjà à un stade avancé car l’oiseau n’a plus les capacités 
de les masquer (FRONEFIELD 2010). 

Un oiseau sain doit être alerte, curieux de ce qui se passe autour de lui, avoir un œil vif et complètement 
ouvert. Ainsi, un œil mi-clos ou une membrane nictitante visible est signe d’abattement (COLES 2007). 

¾ La posture et le comportement : 

Même si la consultation peut être stressante pour le perroquet, elle est aussi très stimulante. 
Ainsi, un oiseau sain sera curieux de ce qui l’entoure et réactif au moindre stimulus (ouverture de porte, 
déplacements de personnes, etc.).  

La plupart des Psittacidés sont donc actifs dans leur cage à leur arrivée dans la salle de consultation : ils 
grimpent aux barreaux, vocalisent (voire crient), observent tout ce qui les entoure et ont aussi tendance 
à se placer sur les perchoirs les plus hauts de leur cage de transport (d’où ils auront une meilleure vue 
sur l’environnement). 
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Au contraire, un perroquet abattu ou affaibli a une posture assez caractéristique : il est léthargique, se 
tient en boule, parfois même directement sur le sol de sa cage, le plumage gonflé et en mauvais état 
(l’oiseau ne le nettoie et ne l’arrange plus), l’œil mi-clos et parfois même les ailes pendantes (cf. figure 
50) (FRONEFIELD 2010). En général, il est aussi beaucoup moins réactif à ce qui l’entoure. 

De même, la posture de l’oiseau peut donner des indications sur d’éventuels traumatismes de l’appareil 
musculo-squelettique : un port d’ailes asymétrique est souvent synonyme de fracture ou de luxation, de 
même qu’une suppression d’appui sur un membre pelvien qui doit attirer l’œil du clinicien. 

¾ La respiration : 

Les troubles respiratoires sont facilement repérables par le praticien lorsque l’oiseau est au repos dans 
sa cage. L’oiseau peut en effet présenter une tachypnée (pouvant être liée au stress, d’où l’importance 
d’une consultation calme), des bruits respiratoires audibles même à distance, des éternuements ou 
encore une dyspnée. Celle-ci est importante lorsqu’elle est associée des mouvements d’ailes ou de la 
queue (= tale bobbing) (FRONEFIELD 2010). 

Attention, il est important de noter qu’un oiseau présentant une dyspnée voire une respiration bec 
ouvert n’a pas forcément de problème respiratoire, même s’il est certainement très malade (COLES 
2007). Par exemple dans le cas d’une rétention d’œuf, les premiers signes observés sont souvent un 
abattement et une dyspnée majeure due à l’écrasement des sacs aériens par l’œuf. 

Une dyspnée sévère avec début de cyanose des muqueuses justifie une prise en charge d’urgence 
immédiate détaillée dans la partie I-F de ce travail. 

  

Figure 50 : Perruche omnicolore (Platycercus eximius) présentant la posture typique d’un oiseau 
abattu : plumage gonflé en mauvais état, œil mi-clos, au sol, léthargie, etc. (Image : P. GRENTZINGER). 
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¾ Signes de troubles neurologiques : 

L’observation de troubles neurologiques lors de l’examen à distance permet d’orienter le diagnostic du 
clinicien et l’inciter à réaliser un examen neurologique poussé, d’autant plus que le propriétaire peut 
parfois ne pas les remarquer. 

Ces troubles peuvent être très variés (torticolis, opisthotonos, ataxie, parésie ou paralysie, spasmes, 
crises convulsives, etc…) et peuvent nécessiter une prise en charge d’urgence. De plus, ils impliquent 
une investigation approfondie car les causes peuvent être multiples : carence en vitamines B ou E, 
maladies infectieuses, empoisonnement, choc, tumeurs, hypocalcémie, etc. (COLES 2007) 

¾ Qualité du plumage : 

Un oiseau en bonne santé entretien toujours son plumage et le meilleur moyen d’observer ce-dernier 
est de le faire à distance avant toute contention qui risquerait d’ébouriffer les plumes. 

Le praticien doit vérifier : 

x La couleur des plumes : des carences alimentaires peuvent causer la décoloration de plumes par 
exemple (cf. figure 47 page 76). 

x La mise en place des plumes : un plumage ébouriffé à un endroit suggère une blessure. 
x La qualité du plumage : des plumes abimées peuvent signifier du picage, la présence de 

parasites externes, une mue (cf. figure 51), mais aussi une impaction de la glande uropygienne 
située sur la face dorsale de la base de la queue et permettant à l’oiseau de nettoyer et lustrer 
ses plumes (cf. partie IV-D). 

x La présence de sang signifiant une plaie (récente ou non). 
x Une alopécie pouvant correspondre à une perte de plumes, du picage (l’oiseau s’arrache lui-

même les plumes) ou à un défaut de la pousse du plumage. 

Ici, la mauvaise qualité apparente des plumes de la face dorsale de l’aile gauche n’est pas due 
à une pathologie mais à une mue débutante (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 51 : Plumage abimé sur un Youyou du Sénégal (P. senegalus). 
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ii. Examen de la cage de transport 

La cage de transport ne donne aucune information sur la qualité de vie de l’oiseau mais permet au 
praticien d’obtenir quelques informations sur le patient. En effet, il est très fréquent de retrouver des 
fientes sur le sol de la cage que le vétérinaire peut alors examiner. 

Les fientes sont constituées de 3 parties (TULLY et al. 2009) : 

x Les fécès : doivent être formées et de consistance homogène, sans nourriture non digérée ou 
traces de sang. 

x Les urates (blancs, consistance muqueuse) : une coloration verte, jaune ou brune indique la 
présence de biliverdine dans les urates compatible avec une hémolyse ou une hépatopathie et 
nécessite une investigation poussée afin d’en déterminer la cause. 

x Les urines (transparentes, liquides) : une production d’urine excessive doit être investiguée afin 
d’en trouver la cause. En effet, une polyurie peut être primaire (insuffisance rénale), secondaire 
à une polydipsie (diabète sucré, hyperthyroïdie, etc…) ou même physiologique (stress lié à la 
consultation par exemple). 

L’examen à distance de l’oiseau mais aussi de sa cage est donc une source d’informations primordiales 
pour le clinicien qui ne doit donc pas les négliger. 

c- Contention physique d’un Psittacidé 

Avant de commencer l’examen rapproché du perroquet, la question se pose de comment l’attraper et le 
contenir sans le blesser et sans risquer des plaies et blessures pour le praticien et les personnes qui 
l’entourent. 

Avant tout, il faut considérer qu’une contention mal réalisée peut mettre en danger l’oiseau (suffocation 
s’il est maintenu trop fermement), mais aussi les manipulateurs. En effet, certains perroquets comme 
les aras (Ara sp.) ont un bec si puissant qu’ils peuvent sans difficulté casser une phalange à la personne 
qui les tient. 

De même, avant d’attraper l’oiseau, le vétérinaire doit s’assurer que celui-ci peut supporter une 
contention particulièrement stressante pour lui. En effet, certains oiseaux peuvent mourir lors de la 
contention (bien souvent d’arrêt cardiaque) en particulier lorsqu’ils sont déjà débilités (abattement 
majeur, troubles respiratoires, etc…) (TULLY et al. 2009). Dans de tels cas, le praticien doit veiller à bien 
prévenir le propriétaire des risques existants pour son oiseau, même si la contention est nécessaire pour 
pouvoir réaliser un examen clinique complet (COLES 2007). Il est aussi conseillé d’expliquer au 
propriétaire que l’oiseau risque de crier pendant l’examen, ce qui est une réaction normale pour un 
perroquet stressé. De même, le clinicien doit s’assurer que l’oiseau ne risque pas de se blesser s’il 
s’échappe : fermer les issues, occulter les fenêtres et avoir du matériel de capture à proximité au cas où. 

Certains propriétaires préfèrent se tenir en retrait lors de la contention de leur oiseau pour éviter que 
celui-ci ne les associe à la capture. En effet, les perroquets ont une excellente mémoire et se 
souviennent parfaitement de la personne qui les attrape et les contraint (TULLY et al. 2009). Ainsi, il est 
préférable que le propriétaire reste une source de réconfort pour l’oiseau. Si celui-ci est rancunier, sa 
relation avec son propriétaire ne sera alors pas altérée. Cependant, il est important que ce-dernier ait 
conscience de l’importance du medical-training : un oiseau habitué à être manipulé et examiné sera 
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beaucoup plus serein lors d’une contention et aura donc moins de risques de subir les conséquences 
d’un stress trop important (DAVIS 1999). 

Une fois toutes ces précautions prises, le vétérinaire peut attraper l’oiseau. La contention physique doit 
être fluide, ferme, rapide et de préférence sans mouvements brusques (WELLE 2011). Pour s’aider, le 
clinicien peut placer la salle de consultation dans la pénombre le temps de saisir l’oiseau en s’éclairant 
avec une lampe équipée d’un filtre rouge (une bande rouge sur une lampe torche peut suffire). En effet, 
la détection colorimétrique de nombreuses espèces d’oiseaux se situe principalement à l’extrémité 
bleue du spectre lumineux. Utiliser un faisceau lumineux rouge permet donc au clinicien d’attraper 
l’oiseau directement sur son perchoir sans qu’il ne le voit s’approcher (COLES 2007). 

Un perroquet peut blesser le manipulateur avec son bec (pincements) ou ses pattes (griffures), mais 
peut également se faire mal en se débattant (notamment au niveau des ailes). Le principe de la 
contention physique reste donc le même quelle que soit la taille du Psittacidé : attraper l’oiseau derrière 
la nuque pour bloquer les mouvements de tête et du bec avec une serviette ou un tissu puis enrouler 
ce-dernier délicatement autour du corps de l’oiseau pour bloquer ses ailes et ses pattes (DAVIS 1999). 
Néanmoins, la position des mains du praticien dépend de la taille de l’oiseau : 

x Pour les plus petits (Perruches ondulées, Inséparables, Callopsitte, etc.) : maintenir le corps de 
l’oiseau entre son pouce, son annulaire et son auriculaire et la tête entre son index et son 
majeur repliés (cf. figures 52 et 53). 

x Pour les oiseaux de taille moyenne (Youyou du Sénégal, Calopsitte, etc.) : utiliser son pouce et 
son index pour bloquer la tête de l’oiseau en maintenant sur les joues de ce-dernier. Le majeur, 
l’annulaire et l’auriculaire servent à caler le corps de l’oiseau contre la paume de la main (cf. 
figures 54 et 55). 

x Pour les plus grands perroquets (Cacatoès, Aras ou encore Gris du Gabon), la contention peut se 
faire à deux mains (cf. figure 56) :  

9 La première sert à empêcher les mouvements de tête : pouce et majeur sur les joues ou 
sous la mandibule et index au-dessus du front si possible. 

9 La seconde permet de bloquer le corps de l’oiseau dans la serviette et contre le corps du 
manipulateur. 
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Afin de montrer la position des doigts, aucun tissu n’a été utilisé lors de la prise de ces images. 

Afin de montrer la position des doigts, aucun tissu n’a été utilisé lors de la prise de ces images. 

Figure 54 : Démonstration d’une contention 
sur un perroquet de petite taille comme 

cette Callopsitte (N. hollandicus) vue de face 
(Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 55 : Démonstration d’une contention 
sur un perroquet de petite taille comme cette 

Callopsitte (N. hollandicus) vue de profil 
(Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 52 : Démonstration d’une contention 
sur un perroquet de taille moyenne comme 

cette Callopsitte (N. hollandicus) vue de face 
(Image : P. GRENTZINGER) 

Figure 53 : Démonstration d’une contention 
sur un perroquet de taille moyenne comme 

cette Callopsitte (N. hollandicus) vue de profil 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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Afin que la contention se passe au mieux pour l’oiseau, voici quelques règles à respecter : 

x Eviter d’attraper un oiseau à main nue : il y a alors plus de risques de griffures ou de pincements 
pour le manipulateur. De plus, l’oiseau peut associer la main à la capture et donc risquer de 
pincer à chaque fois que quelqu’un tend la main vers lui (même si c’est son propriétaire). 

x Ne pas trop serrer l’oiseau : il risque de ne plus pouvoir respirer et donc d’étouffer. En effet, les 
oiseaux n’ont pas de diaphragme et la respiration est possible grâce aux mouvements des 
muscles intercostaux et pectoraux. En les comprimant, le clinicien empêche donc les 
mouvements respiratoires (FRONEFIELD 2010). Attention à l’utilisation d’un linge trop épais qui 
peut gêner le praticien pour ressentir la pression exercée sur l’oiseau. 

x La contention physique doit être la plus courte possible.  De plus, il faut éviter de poser l’oiseau 
pour le ré-attraper car cela multiplie les risques et le stress liés à la capture. 

x Pendant la contention, ne pas hésiter à parler au perroquet d’une voix douce et calme. Cela 
peut servir à l’apaiser mais également à le distraire de l’examen (DAVIS 1999). 

x Si l’oiseau est trop stressé, il est possible de baisser la lumière de la salle de consultation ou de 
couvrir la tête de l’oiseau avec un linge. Dans ces cas-là, il faut bien évidemment vérifier 
régulièrement que l’oiseau respire correctement. 

x Il est globalement déconseillé d’utiliser des gants de contention pour les perroquets (perte de 
sensibilité et d’amplitude de mouvements pour le porteur) sauf pour les trop grands oiseaux 
(Aras sp. et grands Cacatuidés) (COLES 2007). 

x Si l’oiseau ne supporte pas la contention physique ou si la procédure à réaliser l’exige, le 
vétérinaire doit envisager d’utiliser une contention chimique (détaillée dans la partie I-E-1). 

x Pour ne pas se faire pincer en relâchant l’oiseau, il est conseillé de placer son bec devant un 
perchoir pour qu’il le saisisse. Le temps que l’oiseau se perche laisse alors le temps au 
vétérinaire de retirer sa main en toute sécurité. Quoiqu’il en soit, la tête doit toujours être 
libérée en dernier. 

Ici, la main gauche sert à maintenir le cou de l’oiseau tandis que la main droite bloque les pattes et les ailes 
dans un tissu. 

Figure 56 : Contention d’un Ara chloroptère (A. chloropterus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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La contention physique d’un perroquet n’est donc pas un exercice aisé au premier abord. Pour les plus 
gros perroquets, elle demande d’ailleurs un peu d’expérience au praticien afin de limiter les risques liés 
à la manipulation. Malgré tout, le propriétaire juge souvent les connaissances de son vétérinaire en 
fonction du comportement de ce-dernier vis-à-vis de son animal, et particulièrement pendant la 
contention. 

d- Examen rapproché : du bec à la queue 

L’examen rapproché doit être minutieux et rigoureux afin d’en tirer le plus d’informations 
possibles. Pour ne rien oublier, le vétérinaire doit avoir une routine qui lui est propre. Néanmoins, si 
l’état de santé de l’oiseau est trop instable à son arrivée à la clinique, celui-ci doit d’abord être stabilisé 
avant d’être manipulé. 

i. Peau et plumage 

L’examen rapproché est l’occasion d’observer la peau sur différentes régions du corps de 
l’oiseau, ainsi que le plumage plus en détail. Celui-ci est bien souvent le reflet de l’état de santé de 
l’oiseau : une mauvaise qualité de plumage peut signifier entre autres une maladie du plumage (PBFD = 
Psittacine Beak and Feather Disease = Maladie du bec et des plumes par exemple), une pathologie 
interne (hépatopathie, etc…) ou encore une baisse d’état général. 

¾ La peau : 

La peau de l’oiseau est beaucoup plus fine que celle des mammifères (FRONEFIELD 2010) mais est 
composée des mêmes couches (épiderme et derme). Les invaginations de la peau forment les follicules 
des plumes (PASS 1995). 

A l’inverse de la peau des mammifères cependant, celle des oiseaux ne contient pas de glandes, à 
l’exception des glandes des canaux auriculaires, uropygienne et du pourtour du cloaque (PASS 1995). 
L’anatomie de la peau sera détaillée dans la partie III-A de ce travail. 

Le vétérinaire doit rechercher minutieusement la présence de plaies, d’érythèmes, d’œdèmes ou même 
d’épaississements (particulièrement au niveau des pattes). 

¾ Le plumage : 

Pour examiner au mieux le plumage, il faut avant tout savoir comment sont formées les plumes et 
comment elles s’organisent. 

Tous les follicules de plumes sont formés lors de l’embryogénèse et sont conservés tout au long de la vie 
si le tissu cutané est préservé. La prolifération des cellules épithéliales basales du follicule forme le 
germe de la plume. La division cellulaire étant plus rapide du côté crânial de ce dernier, la plume pousse 
en direction caudale et la face crâniale du germe devient donc la face dorsale de la future plume. Dans 
le même temps, une différenciation cellulaire s’effectue au niveau de l’invagination de l’épiderme et 
forme un tube cylindrique autour de la plume qui restera présent jusqu’à la fin de la croissance de celle-
ci. Enfin, au centre de la plume se forme une pulpe cylindrique ayant une structure proche de celle du 
derme et possédant une artère en son axe. Celle-ci régresse au fur et à mesure de la pousse de la plume 
en laissant sur son passage des capuchons qui vont se désintégrer progressivement (PASS 1995). 
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La plume est donc constituée d’une pulpe (interne) et d’un épiderme (externe) qui se différencie 
progressivement en rachis, hyporachis, barbes et barbules (cf. figure 57) en formant ainsi la structure de 
la nouvelle plume (PASS 1995). 

Le calamus est la partie de la plume sur laquelle aucune barbe ne s’insère. Il est en continuité avec le 
rachis (en face dorsale) et l’hyporachis (en face ventrale) sur lesquels s’insèrent les barbes. L’ombilic 
correspond à la jonction entre calamus et rachis. Ces derniers forment la hampe de la plume qui lui 
confère sa tenue et sa rigidité (PASS 1995) (cf. figure 58). 

Les barbes s’insèrent sur le rachis et se divisent de part et d’autre en barbules proximales et distales. 
Ces-dernières sont équipées de crochets qui s’accrochent sur les barbules proximales de la barbe 
suivante, conférant ainsi sa solidité à la plume (cf. figure 58) : les barbules étant fixées les unes aux 
autres, les barbes sont maintenues entre elles et la plume peut donc s’appuyer sur l’air comme une voile 
(PASS 1995).  

 

  

Rachis 

Hyporachis 

Tube 

Niveau supérieur de l’ombilic 

Rémanence de l’artère axiale 

Couche cornée 
Couche granuleuse 

Epiderme 

Paroi du follicule 

Calamus 

Artère axiale 
Derme 

Pulpe 

Papille dermique 
Collier épidermique 

Ombilic inférieur 

Figure 57 : Schéma représentant une plume en pousse (PASS 1995). 
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Il existe différents types de plumes répartis sur le corps de l’oiseau (PASS 1995) :  

x Filoplumes : Ayant un rachis long équipé de quelques barbes à son extrémité distale, elles 
ressemblent à des poils. Elles sont réparties sur tout le corps de l’oiseau. 

x Vibrisses : Elles ont un rachis très long sans barbes excepté à l’extrémité proximale. Elles 
peuvent aussi ressembler à des poils et se trouvent généralement sur la face de l’oiseau, 
particulièrement autour des narines (cf. figure 59). 

x Tectrices : Petites, entièrement duveteuses (pas de barbules crochetées) et avec un rachis très 
court (cf. figure 60), elles sont réparties de manière uniforme sur le corps du perroquet. 
Certaines de ces plumes sont spécialisées à la formation de poudre kératinisée (ou poussière de 
plume) en se désagrégeant. La poussière tombe et recouvre le plumage, lui conférant ainsi son 
aspect lisse et son imperméabilité.  

x Semiplumes ou plumules : Elles sont presque entièrement duveteuses et ont un rachis assez 
long. Elles se trouvent principalement au niveau de l’abdomen et sur les pattes de l’oiseau. 

x Couvertures : Ce sont des petites plumes localisées principalement au niveau des ailes et de la 
queue et parfois aussi autour des oreilles. Elles sont constituées de barbes crochetées et 
duveteuses (cf. figure 60).  

x Pennes : Ce sont les plus grandes plumes de l’oiseau et elles se découpent en deux catégories : 
9 Rémiges : Situées au niveau des ailes, elles sont très longues et ont des vexilles 

asymétriques (cf. figure 60). Elles n’ont pas de partie duveteuse et ce sont sur elles que 
l’oiseau s’appuie en vol. Il existe des rémiges primaires, secondaires et tertiaires (cf. 
figure 61). 

Calamus 
Ombilic 

Rachis 

Partie duveteuse (barbes 
souples non crochetées) 

Lame (barbes 
raides crochetées) 

Vexille externe 

Vexille interne 

Hampe 

Rachis 

Hyporachis 

Barbes 
Barbules proximales 
Barbules distales 
Crochets 

Légende :  

Figure 58 : Anatomie d’une plume de type grande couverture de Ara bleu et jaune (A. ararauna) 
(réalisation personnelle d’après (PASS 1995)et (CHANNOY, ROCHER 2011)). 
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9 Rectrices : Ce sont les longues plumes de la queue qui peuvent être particulièrement 
longues chez certaines espèces de Psittacidés (Aras sp. par exemple). La partie 
duveteuse est également absente et les vexilles sont légèrement asymétriques. Elles 
participent aux changements de direction en vol. 

x Les plumes de contour : Ce sont les plus nombreuses. Elles recouvrent le corps de l’oiseau en se 
positionnant au-dessus des tectrices et des plumules. Elles possèdent des barbes crochetées 
(extrémité distale) et non crochetées. Leur forme et leur taille varient en fonction de leur 
localisation sur le corps de l’oiseau (cf. figure 60). 

On observe les vibrisses autour des narines. Les autres plumes visibles ici sont des plumes de contour. 

Figure 60 : Tête d’un Ara bleu et jaune (A. ararauna) (Image : P. GRENTZINGER). 

A B  C 
A 

D
A 

E F G 

Légende : une tectrice (A), quatre plumes de contour (B : cou, C : pourtour du cloaque, D : thorax, 
E : abdomen), une grande couverture (F) et une rémige (G). 

Figure 59 : Présentation de différentes plumes d’un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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Au niveau des ailes, les plumes sont réparties selon la figure 61 présentée ci-dessous : 

Le plumage est donc un organe complexe, tant par sa mise en place que par son organisation. 
Néanmoins, même si le détail n’est pas déterminant lors d’un examen clinique, le praticien se doit d’en 
comprendre le fonctionnement et la disposition. 

Lorsqu’il examine le plumage de l’oiseau, le vétérinaire doit prêter attention à la propreté, la 
pigmentation des plumes, des lésions ou des malformations éventuelles, aux zones anormalement sans 
plumes ou encore à la présence de parasites (FRONEFIELD 2010). L’absence de plumes dans des zones 
inhabituelles peut être due à de l’automutilation ou picage (le praticien pourra observer des restes de 
plumes coupées), une agression par un congénère (plumes cassées également accompagnées parfois de 
lésions cutanées), du parasitisme ou encore une malformation lors de la pousse (le vétérinaire pourra 
alors remarquer des anomalies structurales sur les jeunes plumes en pousse) (COLES 2007). 

¾ La mue : 

La mue est un phénomène physiologique qui consiste au remplacement des plumes existantes par de 
nouvelles et pouvant mener à des erreurs d’interprétation quant à la qualité du plumage. Elle a lieu au 
moins une fois par an et généralement au printemps (FRONEFIELD 2010). Dans les semaines qui la 
précèdent, le plumage est naturellement plus terne, ce qui peut tromper le clinicien. 

Lorsqu’elle a commencé, il est possible d’observer des plumes dites « en tube » qui sont en train de 
pousser (cf. figure 62). Comme vu plus haut, le tube protège la plume pendant sa pousse puis se 
désagrège progressivement en commençant par son extrémité distale. 

Scapulaires 

Petites couvertures 
Alula 

Rémiges primaires 

Grandes couvertures 
Moyennes couvertures 

Rémiges secondaires 

Rémiges tertiaires 

Figure 61 : Les différentes plumes de l’aile d’un oiseau (CHANNOY et ROCHER 2011). 
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Attention cependant aux oiseaux vivant en intérieur : la mue est un phénomène physiologique régulé 
entre autres par la luminosité et la température extérieures. Pour certains perroquets (vivant en maison 
par exemple), ces paramètres d’ambiance sont stables au cours de l’année, ce qui peut affecter la mue. 
Il est alors possible d’observer une mue plus discrète mais s’étalant sur toute l’année, voire des 
anomalies de la pousse des plumes (pousse plus lente, anarchique, impaction, etc…) (HOLLAND 1962). 

ii. Tête 

Lors de l’examen de la tête, le praticien doit prêter attention aux moindres détails et examiner 
chaque organe (œil, oreille, choanes, etc…) individuellement mais en vérifiant qu’ils sont bien 
symétriques entre eux. 

¾ La peau de la tête : 

Lors de l’examen cutané, une attention toute particulière doit être portée à la peau recouvrant la tête. 
En effet, la découverte d’un œdème ou d’un hématome évoque un choc ou un coup d’une certaine 
violence et doit inciter le praticien à réaliser un examen neurologique approfondi, voire des examens 
complémentaires (radiologies, scanner ou IRM) pour s’assurer de l’absence de lésions au niveau du 
crâne et de l’encéphale (TULLY et al. 2009). 

¾ Examen externe de l’œil et ses annexes : 

La cornée doit être claire, légèrement humide et brillante sans signe d’épiphora (vu par une souillure 
des plumes périorbitaires) (TULLY et al. 2009).  

Le clinicien doit également s’assurer qu’il n’y a pas de blépharospame, d’œdème des paupières ou de 
formations anormales sur celles-ci (comme des croûtes par exemple) (COLES 2007). Chez les oiseaux, les 
narines, les choanes, les sinus et les yeux sont anatomiquement reliés. Ainsi, une lésion sur l’un peut 
causer des symptômes sur les autres (TULLY et al. 2009). Un gonflement au niveau de l’œil n’est donc 
pas forcément lié à un problème strictement oculaire, mais peut aussi être le signe de rhinite ou de 
sinusite (observé d’ailleurs très souvent en cas d’hypovitaminose A) (COLES 2007). 

On remarque la présence de deux plumes en tube, signe que l’oiseau est actuellement en mue. 

Plumes en tube 

Figure 62 : Plumes caudales d’un Ara hyacinthe (Anodorhynchus hyacinthinus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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L’examen ophtalmologique sera détaillé plus loin. 

¾ L’oreille : 

Les oreilles des oiseaux ne sont pas facilement identifiables en raison de l’absence de pavillon externe. 
De nombreux propriétaires sont d’ailleurs surpris d’apprendre que leur perroquet possède bien des 
oreilles.  

Chez les perroquets, l’orifice de l’oreille est recouvert de plumes de couvertures modifiées. Le clinicien 
peut donc mettre à jour le conduit auditif en soufflant délicatement sur le côté de la tête de l’oiseau 
(COLES 2007). L’oreille se situe caudalement et ventralement au canthus latéral de l’œil (cf. figure 63) 
(TULLY et al. 2009). 

En raison de la petite taille du conduit auditif, il est impossible de réaliser un examen otoscopique chez 
la grande majorité des perroquets. Néanmoins, en raison de sa proximité anatomique avec l’œil, l’oreille 
peut être atteinte par toute lésion au niveau de ce dernier (COLES 2007). A l’examen, le conduit doit 
donc être propre, sec et sans signe d’inflammation apparent (œdème ou érythème principalement) 
(FRONEFIELD 2010). 

Le clinicien peut chercher des signes d’otites externes en observant le plumage entourant l’orifice de 
l’oreille (plumes collées ou souillées) (COLES 2007). Les otites sont les affections du système auditif les 
plus fréquentes, les tumeurs, polypes ou protrusions tympaniques étant des conditions plutôt rares chez 
les perroquets (TULLY et al. 2009). 

¾ Les narines et la cire : 

Les narines sont situées à la base de la partie maxillaire du bec et sont entourées chez certaines espèces 
par une bande de peau modifiée nommée la cire. Celle-ci est très visible chez les perruches ondulées 
(M. undulatus) par exemple. 

Sur le perroquet de gauche, le conduit auditif est visible en raison d’une alopécie autour de l’oreille. 
Le Cacatoès de droite ayant un plumage sain, l’oreille n’est pas visible. 

Figure 63 : Deux Cacatoès à huppe jaune (Cacatua galerita) (Image : P. GRENTZINGER). 
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Le clinicien doit rechercher des signes de jetage (caractérisés par des plumes autour des narines collées, 
souillées ou abimées), des déformations (particulièrement des abcès, très fréquents et souvent liés à 
une hypovitaminose A et nommés rhinolithes), d’une croissance excessive de la cire ou de traumatismes 
(COLES 2007).  

Toute anomalie doit faire l’objet d’investigations plus poussées, particulièrement le jetage pour lequel il 
est conseillé de réaliser des écouvillons pour culture ou cytologie. En effet, même si ce-dernier est 
souvent une conséquence d’une hypovitaminose A, il peut aussi signer une surinfection bactérienne ou 
fongique au niveau de voies respiratoires supérieures (TULLY et al. 2009). L’agent causal doit donc être 
identifié afin d’optimiser le traitement. 

¾ Le bec : 

Le bec est une structure kératinisée qui pousse et évolue constamment. Chez les Psittacidés, il est 
caractérisé par une partie maxillaire proéminente recourbée vers le bas. Les perroquets s’usent leur bec 
naturellement sur des perchoirs par exemple, mais il est conseillé de leur mettre à disposition des 
branches ou des os de sèche (HOLLAND 1962). 

Le clinicien doit examiner le bec à la recherche de fêlures ou de fractures (cf. figue 64) qui peuvent 
refléter d’autres blessures internes comme des fractures de la mandibule par exemple. Le bec peut aussi 
présenter des anomalies lors de la pousse : il sera alors trop long (cf. figure 65) ou les deux parties ne 
seront plus alignées (COLES 2007). La couleur, la texture et la symétrie du bec doivent également être 
évaluées : il doit être brillant, sauf chez les Cacatoès où une fine poudre blanche doit être visible (TULLY 
et al. 2009). 

Ici, la partie maxillaire du bec est cassée à son extrémité distale et sur sa face supérieure et la partie 
mandibulaire présente une fracture sur sa partie droite. 

Figure 64 : Ara bleu et jaune (Ara ararauna) présentant de multiples lésions du bec (Image : P. GRENTZINGER). 
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Le vétérinaire doit donc veiller à ce que ces anomalies ne gênent pas le perroquet dans sa prise de 
nourriture. Si c’est le cas, des mesures correctrices doivent être mises en place afin de redonner un 
confort de vie à l’oiseau (cf. parties I-E-5 et I-5-6 de ce travail). 

¾ Intérieur de la cavité buccale : 

Pour examiner l’intérieur de la cavité buccale d’un perroquet en toute sécurité, un spéculum est 
nécessaire. De plus, un otoscope canin peut être utilisé pour éclairer la cavité. 

Des abcès ou des lésion ponctiformes sur la langue peuvent être le signe d’une hyperkératose de 
l’épithélium des glandes sécrétrices de mucus, conséquence d’une hypovitaminose A parfois 
compliquée par une candidose (TULLY et al. 2009). 

De même, le clinicien peut parfois observer une membrane blanche et crémeuse recouvrant 
l’oropharynx et le palais. Cette lésion doit évoquer une trichomonose voire une candidose, toutes 
deux pouvant être prédisposées par une hypovitaminose A (COLES 2007). 

Chez les oiseaux, la glotte a une forme de fente et se situe caudalement au sommet de la langue 
(COLES 2007). Cette dernière étant très épaisse chez les Psittacidés (cf. figure 66), il n’est pas 
toujours facile d’observer l’entrée de la trachée sur un oiseau visible. L’examen est pourtant 
essentiel puisque des masses ou des dépôts à l’entrée de la trachée peuvent être le signe 
d’affections de l’arbre respiratoire haut ou peuvent obstruer la trachée, créant ainsi des difficultés 
respiratoires (FRONEFIELD 2010). 

  

Figure 65 : Gris du Gabon (P. erithacus) présentant un bec maxillaire anormal due 
à un défaut d’usure (Image : P. GRENTZINGER). 
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¾ Les choanes : 

Lorsqu’il examine l’intérieur de la cavité buccale, le vétérinaire doit prêter attention aux choanes qui 
correspondent à la jonction entre la cavité nasale et l’oropharynx. A leur bord caudal se trouvent des 
petites papilles ponctiformes qui doivent être fermes et en pointe. Ces papilles sont considérées comme 
étant anormales si elles sont inflammées, émoussées ou même absentes. Si tel est le cas, le clinicien doit 
pousser les investigations afin d’en déterminer la cause (FRONEFIELD 2010).  

De même, en cas d’inflammation ou de jetage au niveau des choanes, le praticien se doit de réaliser des 
prélèvements grâce à un écouvillon et d’en observer le résultat au microscope pour en faire une analyse 
cytologique (TULLY et al. 2009). 

iii. Le cou 

Le cou s’étend de la mandibule jusqu’à l’entrée du thorax et comprend l’œsophage, le jabot, la 
trachée, les thyroïdes et la musculature et les vertèbres cervicales (FRONEFIELD 2010). 

Le praticien doit prendre le temps d’examiner et de palper le cou de l’oiseau à la recherche d’un 
gonflement anormal qui pourrait signifier la présence d’un corps étranger impacté dans l’œsophage, 
une impaction du jabot ou encore une hypertrophie des thyroïdes ou du thymus. Cet examen est 
particulièrement important si des vomissements ou des régurgitations ont été observés (COLES 2007). 

Dans la plupart des cas, le jabot sera vide au moment de la consultation ou peu rempli. Seuls les jeunes 
peuvent avoir le jabot plein s’ils ont été nourris peu de temps avant d’être présentés au praticien. Ainsi, 
si un perroquet adulte a son jabot plein en consultation, il est impératif d’investiguer afin d’en 
déterminer la cause. Le clinicien devra alors manipuler l’oiseau avec soins afin de limiter le risque de 

Bec maxillaire 

Langue 
Bec mandibulaire 

Figure 66 : Ara militaire (Ara militaris) sur lequel on peut observer l’épaisseur de la langue 
chez les Psittacidés (Image : P. GRENTZINGER). 
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régurgitations et de vomissements qui pourraient causer une fausse déglutition (FRONEFIELD 2010). Des 
écouvillons du jabot et de l’œsophage peuvent être réalisés puis observés au microscope après 
coloration May-Grünwald Giesma. Le praticien pourra alors y rechercher des Trichomonas sp., des 
protozoaires ou encore une mégabactériose, etc. (cf. partie IV-A) (TULLY et al. 2009). 

La trachée peut être examinée par transillumination à l’aide d’une source lumineuse puissante (lumière 
de l’endoscope par exemple) à la recherche de masses, granulomes ou corps étrangers (TULLY et al. 
2009). 

iv. Auscultations cardiaque, pulmonaire et sacculaire 

L’auscultation cardio-pulmonaire d’un Psittacidé vigile est loin d’être un exercice aisé, la plupart 
du temps parce que celui-ci crie et se débat en réaction à la contention physique (FRONEFIELD 2010). De 
plus, les fréquences cardiaque et respiratoire sont souvent trop élevées pour que le clinicien puisse 
détecter des bruits anormaux (cf. tableau 8) (COLES 2007), sauf si la pathologie est à un stade avancée  
(TULLY et al. 2009). Afin d’optimiser l’auscultation, le vétérinaire peut s’équiper d’un stéthoscope 
pédiatrique ou NAC ayant un pavillon de petite taille. 

Tableau 9 : Quelques exemples de fréquences cardiaques et respiratoires moyennes chez quelques 
espèces de Psittaciformes (réalisation personnelle d’après (COLES 2007)et (LONGLEY 2008)). 

Espèce 
Fréquence cardiaque Fréquence respiratoire 
Battements par minute 
 (= bpm) 

Mouvements par minute  
(= mpm) 

Aras Ara sp. 120 - 230 8 - 25 
Cacatoès à huppe jaune Cacatua galerita 180 - 300 8 - 25 
Gris du Gabon Psittacus erithacus 250 - 500 20 - 40 
Amazones Amazona sp. 200 - 500 14 - 45 
Inséparables de Fisher Agapornis fischeri 450 - 600 55 - 75 
Perruche ondulée Melopsittacus undulatus 350 - 600 55 - 75 
 

Le cœur est audible au niveau des faces dorsale et ventrale du thorax, et particulièrement ventralement 
à la base des ailes. Chez les plus gros oiseaux, le bréchet et les muscles pectoraux peuvent gêner à 
l’auscultation. Si le clinicien a un doute quant à l’auscultation cardiaque (arythmies, fréquence cardiaque 
anormale…), il peut s’aider d’un électrocardiogramme en utilisant une vitesse de papier de 
100mm/seconde (TULLY et al. 2009). 

Les poumons sont auscultés au niveau de la face dorsale du thorax (FRONEFIELD 2010). L’aire 
d’auscultation pulmonaire est plus petite que celle des mammifères par rapport à la surface du corps 
(TULLY et al. 2009). Les sacs aériens le sont au niveau de l’entrée du thorax entre les clavicules (sacs 
aériens cervicaux), la face ventrale du thorax sous l’insertion des ailes (sacs aériens thoraciques crâniaux 
et caudaux) et au niveau de l’abdomen (sacs aériens abdominaux). La présence de bruits respiratoires 
augmentés ou anormaux (crépitements, sifflements, etc…) indique une pathologie des voies 
respiratoires inférieures (FRONEFIELD 2010) et doit être investiguée. 

La pathologie respiratoire sera développée dans la partie III-D. 
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v. Abdomen 

L’abdomen doit être palpé avec minutie afin de mettre en évidence la présence d’une distension 
abdominale et de déterminer s’il s’agit d’une masse cœlomique, d’une organomégalie ou d’un 
épanchement, particulièrement en cas de dyspnée. Si un épanchement est constaté, une paracentèse 
doit être réalisée afin de faire une analyse cytologique. S’il y a une masse ou une organomégalie, il est 
indispensable d’effectuer des examens complémentaires (radiographie ou endoscopie notamment) 
(TULLY et al. 2009) afin d’en déterminer l’origine. 

Attention, une distension abdominale est un facteur de risques important lors de la contention physique 
à cause de l’écrasement potentiel de l’appareil respiratoire (FRONEFIELD 2010). Pour la même raison, la 
palpation abdominale sur les très petits oiseaux doit être très délicate (COLES 2007). 

vi. Cloaque 

Le cloaque doit être examiné avec attention. Le vétérinaire peut par exemple y trouver un 
prolapsus, des cristaux urates impactés ou encore des calculs. Si possible sur les oiseaux assez grands, il 
est conseillé d’effectuer un toucher cloacal. De même, l’état des plumes entourant le sphincter cloacal 
peut orienter le diagnostic du praticien : une souillure verte des plumes associée à une masse constituée 
principalement de selles doit évoquer une diarrhée, alors que des concrétions blanchâtres indiquent 
plutôt un problème rénal (COLES 2007). Les causes d’une souillure chronique du plumage péri-cloacal 
sont très variées : cloacite (inflammation de la muqueuse du cloaque), urolithiases cloacales, papillome 
ou tumeur cloacal, diarrhée ou encore PUPD. Le clinicien doit donc être vigilant lors de l’examen de 
cette zone (TULLY et al. 2009). 

La température de l’oiseau peut également être évaluée au niveau du cloaque grâce à un thermomètre 
classique, à condition que celui-ci puisse atteindre des valeurs suffisamment élevées. En effet, la plupart 
des oiseaux ont une température corporelle évoluant entre 40°c et 42°c. Néanmoins, il existe de 
grandes variations physiologiques de la température d’un oiseau en fonction de l’espèce, du moment de 
la journée et aussi du stress. Ce n’est donc pas un paramètre très fiable pour le praticien et c’est 
pourquoi il est peu évalué en clinique (COLES 2007). 

vii. Glande uropygienne 

La glande uropygienne est une glande cutanée bilobée située crânialement à la base de la queue 
en face dorsale. Elle est facilement identifiable pour le praticien car elle est en relief et possède une 
papille entourée par une petite touffe de plumes appelée « mèche uropygienne »). Elle sécrète un 
sébum lipoïde que l’oiseau répartit sur ses plumes en se nettoyant, ce qui confère au plumage 
résistance, brillance et imperméabilité (FRONEFIELD 2010). En cas de mauvaise qualité du plumage, le 
clinicien doit donc examiner cette glande avec attention, à la recherche de dissymétrie, gonflement ou 
inflammation. 

Les affections pouvant toucher cette glande sont principalement des impactions, des infections 
bactériennes ou fongiques ou encore des néoplasies (TULLY et al. 2009). 

Attention, certaines espèces ne possèdent pas de glande uropygienne, comme par les exemples les 
Amazones (Amazona sp.), les Aras hyacinthes (Anodorhynchus hyacinthinus) ou les Cacatoès noirs 
(Probosciger aterrimus) (FRONEFIELD 2010). 
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e- Estimation de la NEC (Note d’Etat Corporel) 

L’estimation de la NEC est primordiale lors de l’examen clinique d’un perroquet puisqu’elle 
donne de nombreuses indications quant à son état général et son mode de vie. Elle peut se faire de 
deux façons : soit en comparant le poids de l’oiseau aux normes de l’espèce (peu fiable car il existe de 
grandes variations individuelles intra-spécifiques quant au poids et à la taille des oiseaux), soit en 
palpant les muscles pectoraux aussi appelés « muscles du bréchet » et en les comparant à la carène du 
bréchet (cf. figure 67).  

La palpation est obligatoire pour évaluer la NEC d’un oiseau en raison du plumage qui peut masquer 
même un état de cachexie avancé. Chez les oiseaux obèses, la carène n’est pas facilement palpable et la 
peau peut prendre une couleur jaunâtre associée aux dépôts adipeux sous-cutanés. Chez les oiseaux 
amaigris, la carène est proéminente et très facilement palpable, témoignant d’une fonte musculaire de 
part et d’autre de la carène du bréchet (TULLY et al. 2009). 

L’importance d’une perte musculaire au niveau du bréchet donne une bonne indication sur la sévérité et 
la chronicité de l’amaigrissement (TULLY et al. 2009). Par exemple, l’oiseau présenté sur la figure 68 
présente une cachexie avancée (cette Callopsitte pèse 68g pour un poids de référence compris entre 80 
et 100g chez cette espèce) accompagnée d’une perte musculaire importante au niveau du bréchet (cf. 
figure 68). Un amaigrissement chronique est donc à suspecter en priorité pour cet animal. 

Légende : 
Muscles pectoraux superficiels 
Muscles supra-coroïdiens 
Bréchet 

A B C 

A : cachexie avec fonte musculaire (muscles pectoraux creusés de part et d’autre du bréchet) ; B : état 
d’embonpoint normal ; C : obésité (muscles pectoraux bombés de part et d’autre du bréchet). 

Figure 67 : Schéma du bréchet et des muscles pectoraux vus en coupe transverse montrant les critères 
d’évaluation de l’état d’embonpoint d’un oiseau (réalisation personnelle). 
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f- Examen orthopédique 

L’examen orthopédique doit être effectué avec minutie afin de ne rien manquer, 
particulièrement en cas de suspicion de choc. Néanmoins, il nécessite de sortir chaque membre l’un 
après l’autre du tissu qui maintien le corps de l’oiseau. Le perroquet va alors avoir tendance à se 
débattre en faisant de grands mouvements avec le membre libre, en risquant donc de se blesser. Le 
clinicien doit donc y être extrêmement vigilant. 

i. Les ailes : membres thoraciques 

La mobilité et l’intégrité des ailes doivent être évaluées. Elles sont constituées de trois os longs 
(humérus, radius et ulna) et des os de la main comme le montre la figure 69. 

  

Ici, la carène du bréchet fait saillie entre les doigts du praticien (importante fonte musculaire). 

Figure 68 : Callopsitte (N. hollandicus) en état de cachexie avancé (Image : P. GRENTZINGER). 
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Les ailes doivent être étirées puis relâchées pour vérifier que l’oiseau la rabat correctement. Si l’aile 
reste pendante ou si l’oiseau ne la rabat pas entièrement, cela peut évoquer une fracture, une luxation 
ou encore un déficit neurologique (FRONEFIELD 2010). Ensuite, le clinicien doit palper et mobiliser 
chaque segment osseux et chaque articulation en allant de l’extrémité proximale à l’extrémité distale de 
l’aile (cf. figure 70) : 

x L’attache de l’aile : composée de la clavicule, du coracoïde, de la scapula (cf. figure 71) et de 
l’articulation de l’épaule. 

x Le bras, qui correspond à l’humérus et allant jusqu’au coude (cf. figure 69). 
x L’avant-bras : allant de l’articulation du coude à celle du carpe, il comprend le radius et l’ulna (cf. 

figure 69). 
x La main : elle débute à l’articulation du carpe et comprend le doigt alulaire, les métacarpiens et 

les phalanges (cf. figure 69). 

Epaule Coude Carpe 

Bras Avant-bras Main 

Figure 69 : Schéma représentant d’anatomie du membre thoracique de l’oiseau 
(d’après (OROSZ 2002)). 
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Il est conseillé de comparer la structure et la mobilité des deux ailes afin de faciliter la détection 
d’anomalies. Le praticien peut réaliser l’examen seul si l’oiseau est suffisamment petit (cf. figure 70) ou 
se faire aider par une personne qui assurera la contention du perroquet (cf. figure 71). 

 

  

Humérus Scapula 

Ulna Radius Sternum Carène Coracoïde Clavicules 

Figure 71 : Schéma représentant l’attache du membre thoracique chez l’oiseau (d’après (OROSZ 2002)). 

Ici, le clinicien tient l’oiseau de sa main droite et examine l’aile avec sa main gauche. 

Figure 70 : Examen orthopédique de l’aile gauche d’une Conure soleil (A. solstitialis) 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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Le clinicien doit également écarter les plumes (en les humidifiant ou en soufflant dessus) afin d’observer 
les tissus mous constituant l’aile. Il pourra ainsi repérer des œdèmes, des hématomes (bleus violacés si 
récents et tournant au vert avec le temps) ou des plaies auparavant masqués par les plumes (OROSZ 
2002). 

Une autre structure importante à évaluer car indispensable au vol est le patagium. Celui-ci est composé 
de fibres musculaires (muscle tensor propatagialis) et ligamentaires (tendons tensor propatagialis pars 
longus et tensor propatagialis pars brevis) reliant la clavicule à l’articulation du carpe et au radius 
proximal où il forme le ligament inter-rémige (ligament élastique qui assure la bonne disposition des 
rémiges lors du vol). Une lésion du patagium se traduit notamment par un raccourcissement de l’aile 
lorsque celle-ci est étendue (OROSZ 2002). 

Chez les oisillons, une attention particulière doit être accordée à la forme des os longs. En effet, les 
jeunes oiseaux ayant un régime alimentaire avec un rapport phosphocalcique inadapté présenteront 
souvent une déformation des os longs due à une maladie métabolique des os (Metabolic Bone Disease) 
(COLES 2007). 

S’il constate la moindre anomalie, le vétérinaire doit réaliser une radiographie des ailes afin d’en 
déterminer la nature (fracture, luxation, etc.), la gravité et donc le pronostic.   

ii. Les pattes : membres pelviens 

Tout comme pour les ailes, chaque segment osseux et chaque articulation doivent être manipulés et 
examinés. 

L’examen comprend (OROSZ, ENSLEY, HAYNES 1992): 

x Le bassin et l’insertion du membre : palpation souvent difficile en raison de la masse musculaire 
entourant le fémur (COLES 2007). 

Le vétérinaire (à gauche sur la photo) est aidé par une seconde personne (à droite) qui assure la 
contention de l’oiseau. 

Figure 72 : Examen orthopédique de l’aile gauche d’un Ara chloroptère (A. chloropterus) 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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x Les articulations du grasset, du tarse et du métatarse (cf. figure 73) : Il est important de bien les 
examiner en recherchant d’éventuels œdèmes ou dépôts blancs évoquant une goutte articulaire 
(TULLY et al. 2009). 

x Les doigts : chacun devant être manipulé individuellement à la recherche de fracture ou 
luxation. De même, la force des doigts quand ils s’agrippent à un objet doit être évaluée 
(FRONEFIELD 2010). 

x Les os longs : fémur, tibiotarse (issu de la fusion du tibia et des os proximaux du tarse), fibula et 
tarsométatarse (correspondant à la fusion entre les os distaux du tarse et les trois principaux 
métatarsiens) (COLES 2007) (cf. figure 73) : sites préférentiels de fractures. Chez les jeunes 
oiseaux, ils peuvent également être déformés en cas de Metabolic Bone Disease (TULLY et al. 
2009). 

Crête cnémiale latérale 

Condyle tibial latéral 

Ilium 

Trochanter du fémur 
Acétabulum 
Foramen iliosciatique 
Foramen obturateur 
Fémur 
Ischium 
Pubis 

Condyle fémoral latéral 

Fibula 

Tibiotarse 

Tarsométatarse 

Trochlée 

Le membre représenté ici est celui d’un rapace mais l’anatomie du membre pelvien des Psittacidés 
est similaire, hormis le positionnement des doigts (les perroquets sont zygodactyles à l’inverse des 

rapaces qui sont anisodactyles). 

Grasset 

Tarse 

Métatarse 

Figure 73 : Anatomie du membre pelvien de l’oiseau (d’après (OROSZ, ENSLEY, HAYNES 1992)). 
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De plus, une attention particulière doit être portée à la qualité de la peau recouvrant le membre 
pelvien. Le clinicien doit rechercher des signes d’œdèmes, de cicatrices, d’ulcération ou 
d’épaississement pouvant évoquer un prurit intense, une auto-mutilation ou encore des troubles 
cutanés (gale des pattes par exemple). De même, il doit aussi examiner avec minutie la peau située en 
face palmaire et vérifier l’absence de signes de podagre (épaississement et/ou noircissement de la peau, 
abcès, etc.). Si des abcès sont observés, des radiographies doivent être réalisées afin de s’assurer de 
l’absence d’ostéolyse des os sous-soujacents (COLES 2007).  

g- Examens particuliers 

i. Examen neurologique 

Le but de l’examen neurologique est de déterminer si les symptômes observés ont pour origine 
une lésion neurologique et, si c’est le cas, d’essayer de localiser au mieux cette lésion au niveau du 
cerveau ou sur l’une des quatre divisions de la moelle épinière (à savoir chez l’oiseau les plexus cervical, 
brachial, thoracique et lombosacré) afin de mettre en place les tests diagnostiques et le traitement 
adéquats et d’en déterminer le pronostic (HUNT 2015). Il est donc complémentaire de l’examen clinique 
et doit être interprété en fonction de ce dernier (par exemple, un oiseau ayant une fracture au niveau 
d’une aile sera incapable de ramener cette-dernière contre son corps en position physiologique, sans 
qu’il y ait pour autant forcément une lésion nerveuse). Il peut être fait en routine à chaque consultation. 

Même s’il existe de nombreuses différences entre les oiseaux et les mammifères, l’anatomie, 
l’architecture et le fonctionnement des structures nerveuses sont similaires entre ces deux ordres 
(OROSZ, BRADSHAW 2007). Ainsi, la procédure d’un examen neurologique d’un oiseau est similaire à 
celle réalisée pour les mammifères (contrôle de la posture et des déplacements, des réactions 
posturales, du fonctionnement des nerfs crâniens, etc.). Néanmoins, l’interprétation des résultats d’un 
examen neurologique chez l’oiseau peut être plus ardue que chez les mammifères en raison de 
l’absence de certains réflexes chez l’oiseau ou de l’absence de données bibliographiques les concernant 
(HUNT 2015). 

¾ Considérations anatomiques (OROSZ, BRADSHAW 2007) : 

L’organisation du système nerveux central des oiseaux est représenté sur la figure 74. 
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La moelle épinière quant à elle mesure environ la même taille que la colonne vertébrale, les oiseaux 
n’ayant pas de queue de cheval. Ceci implique qu’un segment de moelle est au même niveau que le 
segment vertébral auquel il correspond ce qui peut aider à localiser une lésion. Les oiseaux possèdent 
deux élargissements de leur moelle épinière : cervical (plus développé chez les oiseaux qui ont la 
capacité de voler, dont les perroquets) et lombosacré desquels partent les nerfs formant 
respectivement les plexus brachial et lombosacré. Le premier innerve la paroi thoracique et les ailes 
quand le second innerve la paroi coelomique caudale, les pattes, l’anus et la queue. 

La structure interne de la moelle épinière des oiseaux (répartition matière blanche, matière grise,…) est 
similaire à celle des mammifères comme le montre le tableau 9 présenté ci-dessous. 

Contrairement aux mammifères, la duremère des oiseaux est séparée du périoste par un espace 
épidural en régions cervicale et thoracique rempli d’un tissu gélatineux agissant comme un absorbeur de 
choc et permettant une grande flexibilité du cou plus importante que chez les mammifères (les oiseaux 
pouvant presque tous tourner leur tête à plus de 360°). 

De plus, le plexus veineux vertèbral interne court sur tout le long de la moelle épinière et est 
directement connecté aux vaisseaux sanguins drainant les reins, créant une voie de transmission 
d’agents pathogènes ou de cellules tumorales pouvant se faire dans les deux sens. 

  

XI 

X 
IX 

V : Branche ophtalmique 

III 

I 

II 

VI 

IV 

V : Branche maxillaire 
V : Branche mandibulaire 

VII 
VIII 

XII 

C1 

C2 

Hémisphère cérébral 

Lobe optique 

Medulla oblongata 

Les nerfs crâniens sont représentés en rouge et les premiers nerfs spinaux cervicaux en vert. 

Figure 74 : Vue ventrale du système nerveux central d’une poule domestique (Gallus gallus) 
(d’après (OROSZ, BRADSHAW 2007)). 
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¾ Statut mental et état de conscience : 

Il est difficile de juger de l’état de conscience d’un oiseau en consultation en raison du stress 
auquel il est soumis à ce moment précis. La prise de commémoratifs précis est donc importante, 
d’autant plus que les propriétaires connaissent souvent bien leur oiseau et sont les mieux placés pour 
détecter des pertes de conscience chez leur compagnon ou des changements de personnalité (JONES, 
OROSZ 1996). 

Une atteinte de l’état de conscience (stupeur, coma, …) indique une atteinte du cortex cérébral. 
Néanmoins, elle peut parfois être difficile à constater car peut être masquée par des stéréotypies 
(anomalies comportementales), une forte dépression ou une léthargie qui peuvent également avoir 
pour causes des anomalies métaboliques ou systémiques (malnutrition, hypoglycémie, manque de 
sommeil, …) (CLIPPINGER, BENNETT, PLATT 2007). 

¾ Réactions posturales et déplacements : 

Les réactions posturales sont des mouvements volontaires ou non permettant le maintien d’une 
posture en prenant en compte les stimuli extérieurs détectés par le corps (par exemple, ne pas tomber 
d’un perchoir même quand celui-ci est en mouvement). Elles nécessitent donc des voies nerveuses 
motrices et sensitives intactes ainsi qu’une bonne intégration centrale de l’information.  

La proprioception est la capacité du patient à connaitre la position et le mouvement de ses membres 
sans informations visuelles. Pour les perroquets, elle peut être testée de différentes manières 
(CLIPPINGER, BENNETT, PLATT 2007) : 

x Placers proprioceptifs : placer la face dorsale d’une patte contre un perchoir et observer si 
l’oiseau se saisit du perchoir ou non.  

x Sautillements : en soutenant l’oiseau, déposer une de ses pattes sur un feuille ou un tissu et 
déplacer ce-dernier sur le côté et en avant/arrière. S’assurer que l’oiseau remet son membre en 
place progressivement. Faire une patte après l’autre. 

x Pour les ailes : étirer chaque aile (une à la fois) et la relâcher. Vérifier que l’oiseau la ramène 
complètement contre son corps. 

x Extension des membres pelviens : à l’approche d’une surface, l’oiseau doit normalement étirer 
légèrement ses pattes pour supporter le poids de son corps jusqu’à une position physiologique. 

Les déplacements de l’oiseau doivent également être observés afin de déceler une éventuelle ataxie 
(perte de l’équilibre, voire chutes), une dysmétrie, une parésie ou une paralysie d’un membre (JONES, 
OROSZ 1996). Pour les pattes, il suffit de laisser l’oiseau marcher sur la table de consultation ou mieux, 
dans une cage où il pourra également grimper aux barreaux. Pour les ailes, le vétérinaire peut faire voler 
l’oiseau pour observer la symétrie et la qualité du vol ou simuler une chute en maintenant les deux 
pattes de l’oiseau et en libérant les deux ailes. Une ataxie peut être d’origine (JONES, OROSZ 1996) :  

x Cérébelleuse : elle pourra alors être accompagnée d’une dysmétrie (hyper ou hypométrie) plus 
marquée lorsque l’oiseau a les yeux bandés et des tremblements. 

x Vestibulaire : parfois associée à une inclinaison de la tête et des chutes ou encore un vol sur le 
cercle, généralement du côté de la lésion. 
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¾ Réflexes spinaux : 

L’examen des réflexes spinaux aident le vétérinaire à localiser une lésion dans une des quatre 
régions de la moelle épinière : cervicale, plexus brachial, thoracique et plexus lombosacré. Même si l’arc 
réflexe en lui-même n’implique pas le système nerveux central, ce-dernier peu moduler l’intensité du 
réflexe. Ainsi, une lésion de type motoneurone central (MNC) entraine des réflexes augmentés alors 
qu’ils sont diminués voire absents en cas de lésion de type motoneurone périphérique. 

Malheureusement, l’interprétation de l’examen des réflexes spinaux nécessite de placer l’animal en 
décubitus latéral, position que peu d’oiseaux tolèrent, en particulier les Psittacidés. Si le vétérinaire y 
parvient il peut, comme chez les mammifères, évaluer les réflexes anal, de flexion (du membre 
postérieur et de l’aile) et d’extension croisée. 

Le tableau 11 ci-dessous présente les signes observés en fonction de la localisation des régions. 

Tableau 11 : Localisation de la lésion en fonction des signes neurologiques observés (réalisation 
personnelle d’après (JONES, OROSZ 1996) et (CLIPPINGER, BENNETT, PLATT 2007)). 

Réflexes spinaux Localisation de la lésion 
Ailes Augmentés 

Région cervicale Pattes Augmentés 
Sphincter anal Augmentés 
Ailes Diminués à absents 

Plexus brachial Pattes Augmentés 
Sphincter anal Augmentés 
Ailes Diminués à absents 

Nerfs périphériques des ailes Pattes Aucun signe 
Sphincter anal Aucun signe 
Ailes Aucun signe 

Région thoracique Pattes Augmentés 
Sphincter anal Augmentés 
Ailes Aucun signe 

Plexus lombosacré Pattes Diminués à absents 
Sphincter anal Diminués à absents 
Ailes Aucun signe 

Nerfs périphériques des pattes Pattes Diminués à absents 
Sphincter anal Aucun signe 
Ailes Aucun signe 

Nerfs du sphincter anal Pattes Aucun signe 
Sphincter anal Diminués à absents 

 
¾ Sensibilité cutanée : 

Chez les oiseaux, le réflexe panniculaire est absent car il n’existe pas de muscle cutané. Il ne 
peut donc pas être utilisé pour déterminer plus précisément la localisation d’une lésion. Le clinicien peut 
donc essayer de situer cette-dernière en recherchant les zones où il n’y a plus de nociception en épilant 
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quelques plumes à différentes hauteurs du corps. L’oiseau réagira en essayant de se débattre, de 
mordre ou en regardant la zone épilée (CLIPPINGER, BENNETT, PLATT 2007). Ce test est néanmoins très 
difficile à interpréter car un perroquet soumis à une contention physique n’attend pas qu’on lui enlève 
ses plumes pour se débattre et essayer de mordre. De plus, comme il consiste à évaluer la réponse à un 
stimulus douloureux, ce test ne doit être réalisé que si une lésion médullaire est suspectée. 

La nociception implique une intégration corticale du stimulus douloureux. De plus, les fibres 
transmettant une information douloureuse sont localisées profondément dans la moelle épinière. Une 
perte de nociception implique donc une lésion profonde de la moelle et donc un pronostic sombre 
(CLIPPINGER, BENNETT, PLATT 2007). 

¾ Examen des nerfs crâniens : 

L’examen des nerfs crâniens est primordial pour déterminer si la lésion atteint les structures cérébrales 
et notamment le tronc cérébral. En effet, les oiseaux ayant une lésion d’un nerf crânien ne présenteront 
généralement pas de symptômes généraux comme une ataxie ou une perte de conscience alors que 
ceux-ci seront présents en cas d’affection touchant le tronc cérébral par exemple (JONES, OROSZ 1996). 

Cet examen se déroule de la même manière que pour les mammifères même s’il existe quelques petites 
différences entre ceux-ci et les oiseaux (cf. tableau 11). A l’inverse des mammifères cependant, 
l’examen des nerfs crâniens est beaucoup plus difficile à interpréter chez les oiseaux, et 
particulièrement chez les Psittacidés, et ce pour plusieurs raisons : 

x Mêmes s’il en existe de plus en plus, les données bibliographiques sont encore peu nombreuses. 
x Certains réflexes peuvent être très difficilement examinés chez les oiseaux, comme par exemple 

le réflexe pupillaire. En effet, les oiseaux ont des mouvements volontaires de contraction de la 
pupille. Ainsi, celle-ci peut être en myosis ou en mydriase sans rapport avec l’éclairage. 

x De plus, les oiseaux ont tendance à rester stoïques lorsqu’ils sont stressés et à ne pas réagir aux 
stimuli (HUNT 2015). Ainsi, un patient qui ne réagit pas à un bruit fort n’est pas forcément 
sourd, mais est peut-être tout simplement stressé.  

x De même, lorsqu’ils sont soumis à une contention physique, les perroquets ont une forte 
tendance à se débattre et à crier, ce qui peut compliquer l’examen. 

Remarque : Il est très difficile de déterminer si un oiseau est aveugle ou non. En effet, s’il perd le sens 
de la vue, l’oiseau a tendance à moins se déplacer. Le clinicien bénéficie cependant de quelques indices : 
par exemple, un oiseau aveugle d’un œil aura tendance à garder son œil fonctionnel du côté du clinicien 
(HUNT 2015).  

Les rôles, les caractéristiques anatomiques et les méthodes d’examen des différents nerfs crâniens sont 
rappelés dans les tableaux 12 à 15.  
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Tableau 12 : Exam

en neurologique des nerfs crâniens des oiseaux (partie 1/4) (réalisation personnelle d’après (CLIPPIN
GER, BEN

N
ETT, PLATT 2007) ; 

(JO
N

ES, O
RO

SZ 1996) ; (O
RO

SZ, BRADSHAW
 2007) et (HU

N
T 2015)). 

N
erfs crâniens 

Rôles 
Considérations 
anatom

iques 
Exam

en 
Réponse attendue 

Sym
ptôm

es 
associés 

à 
une 

lésion du nerf 

I - N
erf olfactif 

O
lfaction (relativem

ent peu 
développée 

chez 
les 

Psittacidés) 
Sensitif 

Sortie 
du 

crâne 
par 

le 
foram

en olfactif 

Placer 
un 

coton 
im

bibé 
d'alcool devant l'oiseau après 
lui avoir bandé les yeux. 

Doit détourner la tête.  

Appétit 
dim

inué 
(difficile à associer 
directem

ent à une 
lésion nerveuse). 

II - N
erf optique 

Vision (plus développé que 
chez les m

am
m

ifères) 
Sensitif 

Les 
fibres 

m
yélinisées 

quittent l'œ
il, passent par le 

foram
en 

optique. 
Puis 

presque 
toutes 

décussent 
en 

form
ant 

le 
chiasm

a 
optique. 

Elles 
rejoignent 

ensuite les lobes optiques 
(rostraux 

au 
cervelet) 

où 
l'inform

ation 
visuelle 

est 
traitée. 

Déplacer des objets autour 
de l'oiseau ou réflexe à la 
m

enace. 
Attention, 

les 
oiseaux 

peuvent 
percevoir 

d'infim
es m

ouvem
ents d'air 

et 
donc 

cligner 
de 

l'œ
il 

m
êm

e s'ils ne voient pas. 

Regarde les objets. Attention 
chez l'oiseau les m

ouvem
ents 

oculaires sont naturellem
ent 

très lim
ités m

êm
e sans lésion 

nerveuse. De m
êm

e ils auront 
tendance à garder leur regard 
fixe sur le clinicien ou leur 
propriétaire. 

Difficulté 
d'éviter 

des 
obstacles 

et 
réticence 

à 
se 

déplacer 
(notam

m
ent 

à 
voler). 

Clignem
ent à la m

enace 
Clignem

ent des paupières 
Placer 

un 
perchoir 

à 
disposition ou des objets sur 
son chem

in. 

L'oiseau 
a 

tendance 
à 

se 
percher 

et 
doit 

éviter 
les 

objets. 

III - N
erf oculom

oteur 
M

obilité 
de 

l'œ
il 

(lim
itée 

chez l'oiseau) et m
oteur de 

l'iris 
M

oteur 

Son 
origine 

dans 
le 

m
ésencéphale 

se 
situe 

à 
proxim

ité de l'aqueduc de 
Sylvius et des fibres blanche 
ascendantes 

et 
descendantes de la m

oelle 
épinière. 

Il 
innerve 

les 
m

uscles 
extrinsèques 

et 
intrinsèques 

de 
l'œ

il 
ainsi 

que la paupière supérieure. 

Déplacer des objets autour 
de l'oiseau ou réflexe à la 
m

enace. 

Le 
patient 

doit 
suivre 

les 
objets 

des 
yeux. 

Attention, 
les oiseaux peuvent percevoir 
d'infim

es 
m

ouvem
ents 

d'air 
et donc suivre un objet des 
yeux m

êm
e s'ils ne le voient 

pas. 

Déviation 
ventro-

latérale 
du 

globe 
oculaire (difficile à 
percevoir chez les 
perroquets). 

Réflexe pupillaire 

Très 
peu 

fiable 
car 

la 
contraction 

de 
l'iris 

a 
une 

com
posante volontaire chez 

l'oiseau qui peut donc passer 
de m

ydriase à m
yosis m

algré 
l'éclairage. 

M
ydriase 

trop 
im

portante 
et 

absence de phases 
de m

yosis plus ou 
m

oins im
portant. 



133 
 

Tableau 13 : Exam
en neurologique des nerfs crâniens des oiseaux (partie 2/4) (réalisation personnelle d’après (CLIPPIN

GER, BEN
N

ETT, PLATT 2007) ; 
(JO

N
ES, O

RO
SZ 1996) ; (O

RO
SZ, BRADSHAW

 2007) et (HU
N

T 2015)). 

N
erfs crâniens 

Rôles 
Considérations 
anatom

iques 
Exam

en 
Réponse attendue 

Sym
ptôm

es 
associés 

à 
une 

lésion du nerf 

IV - N
erf Trochléaire 

M
obilité 

de 
l'œ

il 
(lim

itée 
chez l'oiseau) 

M
oteur 

Issu du m
ésencéphale puis 

décusse avant de passer par 
le foram

en trochléaire. Puis 
innerve 

les 
m

uscles 
extrinsèques de l'œ

il. 

Déplacer des objets autour 
de l'oiseau. 

Regarde les objets. Attention 
chez l'oiseau les m

ouvem
ents 

oculaires sont naturellem
ent 

très lim
ités m

êm
e sans lésion 

nerveuse.  

Déviation 
dorsale 

du globe oculaire 
(difficile 

à 
percevoir chez les 
perroquets) 

V - N
erf crânial 

Branche ophtalm
ique 

Sensibilité de l'œ
il, de la 

paupière 
supérieure, 

du 
front, des cavités nasales, 
du 

palais 
dur 

et 
du 

bec 
m

axillaire 

Sensitif 

Issu 
du 

tronc 
cérébral 

caudalem
ent 

et 
ventralem

ent 
aux 

lobes 
optiques 

puis 
rejoint 

les 
nerfs crâniens II et III. 

Réflexe palpébral 
Clignem

ent des paupières 
Pas de réponse 

Réaction 
au 

toucher 
de 

la 
face avec les yeux bandés. 

L'oiseau 
se 

tourne 
vers 

la 
zone touchée, généralem

ent 
pour pincer le clinicien. 

Pas de réponse. 

Branche m
axillaire 

Sensibilité et m
otricité des 

paupières 
et 

des 
parties 

latérales du bec 

Sensitif 
et 
m

oteur 

Issus 
du 

tronc 
cérébral 

caudalem
ent 

et 
ventralem

ent 
aux 

lobes 
optiques 

puis 
sort 

par 
le 

foram
en 

m
axillo-

m
andibulaire où il se divise 

en nerfs infra-orbital, supra-
orbital et nasopalatin. 

Clignem
ent à la m

enace 

Clignem
ent 

des 
paupières. 

Attention à ne pas créer de 
m

ouvem
ent d’air que l’oiseau 

pourrait ressentir. 

Pas de réponse. 

Placer un objet fin dans le 
bec de l'oiseau 

L'oiseau se saisit de l'objet 
avec son bec 

Incapacité 
à 

ferm
er 

com
plètem

ent 
le 

bec. 

Branche m
andibulaire 

M
ouvem

ents et sensibilité 
du bec m

andibulaire et de 
l'oropharynx 

(texture 
des 

alim
ents). Chez les oiseaux 

il 
perm

et 
égalem

ent 
certaines 

expressions 
faciales. 

Sensitif 
et 
m

oteur 

Issus 
du 

tronc 
cérébral 

caudalem
ent 

et 
ventralem

ent 
aux 

lobes 
optiques 

puis 
sort 

par 
le 

foram
en 

m
axillo-

m
andibulaire. 

Placer un objet fin dans le 
bec de l'oiseau 

L'oiseau se saisit de l'objet 
avec son bec 

Incapacité 
à 

se 
saisir de l'objet et 
des alim

ents d’où 
une dim

inution de 
la 

prise 
alim

entaire. 

VI - N
erf abducens 

M
obilité 

des 
m

uscles 
extrinsèques 

des 
yeux 

et 
des m

uscles quadratus et 
pyram

idalis des paupières. 

M
oteur 

Passe 
par 

le 
foram

en 
abducent 

puis 
court 

derrière les lobes oculaires. 

O
bserver le positionnem

ent 
des globes oculaires. 

Sym
étriques et centrés. 

Déviation 
m

édiale 
du globe oculaire 
(difficile 

à 
percevoir chez les 
perroquets). 



134 
 Tableau 14 : Exam

en neurologique des nerfs crâniens des oiseaux (partie 3/4) (réalisation personnelle d’après (CLIPPIN
GER, BEN

N
ETT, PLATT 2007) ; 

(JO
N

ES, O
RO

SZ 1996) ; (O
RO

SZ, BRADSHAW
 2007) et (HU

N
T 2015)). 

N
erfs crâniens 

Rôles 
Considérations 
anatom

iques 
Exam

en 
Réponse attendue 

Sym
ptôm

es 
associés 

à 
une 

lésion du nerf 

VII - N
erf facial 

M
obilité 

des 
m

uscles 
faciaux 

(peu 
développés 

chez l'oiseau), du m
uscle 

abaisseur de la m
andibule 

(m
astication), 

goût, 
innervation 
parasym

pathique 
des 

m
icroglandes 

salivaires 
et 

des 
glandes 

lacrym
ales, 

nasales et de la m
em

brane 
nictitante. 

M
oteur 

et 
sensitif 

Passe 
par 

le 
foram

en 
du 

nerf facial. 
O

bservation de la face. 
  

Asym
étrie 

de 
la 

face, 
dim

inution 
de 

la 
prise 

alim
entaire 

(perte 
du 

goût), 
cavité 

buccale 
sèche 

ou 
kératite sèche par 
dim

inution 
des 

sécrétions. 

VIII 
- 

N
erf 

vestibulocochléaire 

Branche vestibulaire 

Déterm
ination 

de 
la 

position 
de 

l'oiseau 
dans 

l'espace tridim
ensionnel et 

ajustem
ent du port de tête 

en fonction de la position 
du corps. 

Sensitif 
Transm

ission 
de 

l'inform
ation 

jusqu'au 
cervelet. 

Réflexe 
oculocéphalique 

(tourner la tête de droite à 
gauche) 

N
ystagm

us 
physiologique 

pour corriger la position du 
globe oculaire pour suivre le 
m

ouvem
ent 

de 
la 

tête 
(difficile à percevoir chez les 
perroquets) 

Tête 
penchée, 

nystagm
us, 

posture anorm
ale, 

chutes 
du 

perchoir, etc. 

Branche cochléaire 
Audition (très développée 
chez l'oiseau) 

Sensitif 

Transm
ission 

de 
l'inform

ation jusqu'au tronc 
cérébral puis au thalam

us et 
enfin au télencéphale où la 
discrim

ination 
des 

sons 
reçus est plus im

portante 
que chez les m

am
m

ifères. 

Faire 
un 

bruit 
fort 

(taper 
dans 

les 
m

ains) 
derrière 

l'oiseau 

Il 
doit 

se 
retourner 

pour 
observer la source du bruit. 
Attention, s'il est trop stressé, 
le perroquet restera stoïque. 

Aucune 
réaction 

aux 
sons, 

m
êm

e 
chez 

son 
propriétaire. 

IX - N
erf glossopharyngien 

Sensibilité de la langue et 
goût, 

déglutition, 
m

oteur 
du jabot (avec le nerf X) et 
de la syrinx (avec le nerf XI) 

Sensitif 
et 
m

oteur 

Passe 
par 

le 
foram

en 
glossopharyngien 

m
ais 

com
porte 

de 
nom

breuses 
anastom

oses avec les nerfs 
X et XI. Il est donc difficile 
de les différencier les uns 
des autres lors de l'exam

en 
neurologique. 

Réflexe 
de 

déglutition 
(possibilité 

de 
déposer 

quelques gouttes d'eau dans 
la cavité buccale) 

L'oiseau doit déglutir. S'il est 
trop stressé l'oiseau va plutôt 
crier et secouer la tête pour 
recracher le liquide. 

Pas de déglutition, 
dim

inution 
de 

la 
prise alim

entaire 

Evaluation de la voix 

Toute m
odification de la voix 

(m
odulation 

on 
dim

inution 
du chant) rapportée par le 
propriétaire est suspecte. 

M
odification de la 

voix. 
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Tableau 15 : Exam
en neurologique des nerfs crâniens des oiseaux (partie 4/4) (réalisation personnelle d’après (CLIPPIN

GER, BEN
N

ETT, PLATT 2007) ; 
(JO

N
ES, O

RO
SZ 1996) ; (O

RO
SZ, BRADSHAW

 2007) et (HU
N

T 2015)). 

N
erfs crâniens 

Rôles 
Considérations 
anatom

iques 
Exam

en 
Réponse attendue 

Sym
ptôm

es 
associés 

à 
une 

lésion du nerf 

X - N
erf vague 

Sensibilité et m
otricité des 

viscères 
(jabot 

et 
œ

sophage notam
m

ent), du 
larynx et du pharynx 

Sensitif 
et 
m

oteur 

Passe par le foram
en vagal 

puis rejoint le pharynx, le 
larynx, 

le 
thym

us, 
les 

thyroïdes, 
les 

parathyroïdes, 
l'œ

sophage, 
le jabot, la trachée et 

la 
syrinx. 

Com
porte 

de 
nom

breuses 
anastom

oses 
avec les nerfs IX et XI. 

Réflexe 
de 

déglutition 
(possibilité 

de 
déposer 

quelques gouttes d'eau dans 
la cavité buccale) 

L'oiseau doit déglutir. Encore 
une fois, s'il est trop stressé 
l'oiseau 

va 
plutôt 

crier 
et 

secouer 
la 

tête 
pour 

recracher le liquide. 

Pas de déglutition, 
dim

inution 
de 

la 
prise alim

entaire 

Réflexe 
oculo-cardiaque 

(appuyer légèrem
ent sur les 

deux 
globes 

oculaires 
sim

ultaném
ent). 

A 
ne 

pas 
réaliser 

chez 
les 

oiseaux 
débilités 

ou 
déjà 

en 
bradycardie. 

Dim
inution de la fréquence 

cardiaque lorsqu’on appui sur 
les globes oculaires (difficile à 
percevoir chez les perroquets 
en 

raison 
de 

la 
fréquence 

cardiaque physiologique très 
élevée). Très peu fiable. 

Pas de réponse 

XI - N
erf accessoire 

M
obilité 

des 
m

uscles 
du 

cou 
M

oteur 

Passe 
par 

le 
foram

en 
m

agnum
. 

N
om

breuses 
anastom

oses avec les nerfs 
IX et X. Innerve les m

uscles 
cucularis 

(correspondant 
aux 

trapèzes 
chez 

les 
m

am
m

ifères) 

O
bservation 

des 
m

ouvem
ents 

du 
cou 

en 
changeant 

la 
position 

du 
corps. Sinon, positionner sa 
m

ain 
à 

différents 
endroits 

autour 
de 

la 
tête 

(m
êm

e 
derrière celle-ci) et s'assurer 
que 

l'oiseau 
la 

suive 
et 

essaye de l'attraper. 

L'oiseau adapte la position de 
sa tête à celle de son corps et 
essaye d'attraper 

les m
ains 

du 
clinicien. 

Attention 
aux 

oiseaux qui restent stoïques à 
cause du stress. 

Port de tête bas, 
réticence 

à 
se 

percher, 
m

auvais 
plum

age 
par 

m
anque 

de 
nettoyage, 

perte 
d'équilibre 

voire 
chutes du perchoir 

XII - N
erf hypoglosse 

  

M
obilité de la langue et de 

la syrinx et déglutition. 
M

oteur 

Dès la sortie du crâne, se 
com

bine 
avec 

les 
1er 

et 
2èm

e nerfs cervicaux pour 
form

er 
le 

nerf 
hypoglossocervical 

qui 
s'anastom

ose ensuite avec 
les nerfs X et XI. Les fibres 
innervent 

ensuite 
les 

m
uscles intrinsèques de la 

langue, 
la 

trachée 
et 

les 
m

uscles de la syrinx. 

O
uvrir le bec ou proposer à 

m
anger à l'oiseau et observer 

les m
ouvem

ents de langue. 
  

Les perroquets "testent" tout 
nouvel 

objet 
à 

leur 
disposition avec leur langue 
en le touchant et le tapotant. 

Dim
inution 

du 
tonus de la langue, 
dim

inution 
de 

la 
prise 

alim
entaire, 

déviation 
de 

la 
langue ou encore 
m

odification de la 
voix. 
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¾ Localisation de la lésion : 

Après avoir réalisé l’examen neurologique dans son intégralité, le vétérinaire doit être en 
mesure de localiser une lésion, qu’elle soit diffuse ou non. Voici quelques exemples (JONES, OROSZ 
1996) : 

x Si l’état de conscience n’est pas altéré, la lésion est certainement extra-crânienne. 
x Si les mouvements des membres présentent des anomalies, la lésion est située caudalement 

au mésencéphale. Auquel cas, les réactions posturales et les réflexes spinaux donnent plus 
d’indications sur la localisation de la lésion comme vu plus haut. 

x Si l’état de conscience de l’oiseau est altéré et si l’examen des nerfs crâniens III à XII présente 
des anomalies, la lésion touche le tronc cérébral. Si c’est l’examen des nerfs crâniens I et II 
qui est anormal, la lésion se trouve plutôt au niveau du télencéphale ou du diencéphale. 

Remarque : Attention aux intoxications au plomb ou au zinc qui peuvent causer des troubles 
neurologiques (ataxie, stupeur, voire coma, …) sans qu’il n’y ait de lésion du système neurologique. Il 
en va de même pour certaines maladies comme la Psittacine Beak and Feather Disease (PBFD) ou la 
Chlamydophilose. Ces maladies seront détaillées plus loin dans ce travail. 

Une fois la lésion localisée, le clinicien peut déterminer les tests diagnostiques à réaliser. La 
radiographie permet de vérifier l’absence de fracture ou de luxation (du crâne ou de la colonne 
vertébrale par exemple) et de l’absence d’objets de radio-opacité métallique dans le corps de 
l’oiseau qui pourraient faire suspecter une intoxication aux métaux lourds. Si possible, le clinicien 
peut aussi réaliser un scanner ou un IRM plus adaptés pour observer les tissus mous même s’ils sont 
peu fiables (trop peu de données bibliographiques disponibles et interprétation dépendant de 
l’expérience du clinicien). 

La récolte de liquide céphalo-rachidien est très difficile chez les oiseaux en raison de la taille des 
structures. Elle peut se faire au niveau du foramen magnum mais n’est pas recommandée aux 
praticiens non expérimentés. 

Ces examens complémentaires permettent de déterminer la localisation précise de la lésion, sa 
nature (hématome, hernie discale, etc.), d’en suivre l’évolution et également de donner un pronostic 
de récupération. 

ii. Examen ophtalmologique 

En raison de la petite taille de leur globe oculaire (comparé à celui des rapaces par exemple), 
l’examen ophtalmologique peut être très difficile à réaliser chez les Psittacidés. Néanmoins, il est 
important d’examiner l’œil avec attention et particulièrement en cas de choc au niveau de la tête 
(oiseau qui percute une vitre en vol par exemple). 

¾ Considérations anatomiques (WILLIAMS 2012) : 

Les paupières sont toutes les deux mobiles, même si la paupière inférieure a une plus grande 
mobilité que la supérieure. La glande lacrymale est située ventralement et latéralement au globe 
oculaire et est secondée par la glande de Harder située à la base de la membrane nictitante 
(WILLIAMS 2012). 
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Cette-dernière recouvre la cornée à chaque clignement ou en réponse à une menace (exemple du 
clignement à la menace) grâce aux muscles pyramidaux. Ceux-ci s’insèrent postérieurement à la 
sclère où ils s’enroulent autour du nerf optique en formant ainsi le muscle quadratus (WILLIAMS 
2012). 

Chez les oiseaux, l’ouverture de l’orbite est relativement petite par rapport à la taille du globe 
oculaire (JONES, PIERCE, WARD 2007). Ajouté au fait que les muscles extra-oculaires sont peu 
développés, ceci explique que les mouvements oculaires sont très limités chez les oiseaux (entre 2 et 
5 degrés seulement), et notamment chez les perroquets (WILLIAMS 2012).  

L’orbite est également très proche anatomiquement des voies respiratoires supérieures (narines et 
choanes notamment) ainsi que du sinus infra-orbitaire (cf. figure 75). Ainsi, une atteinte de ces 
structures (sinusite, abcès, etc.) peut mener à de nombreuses affections de l’œil : gonflement péri-
orbital, compression orbitale, exophtalmie ou même inflammation intraoculaire (WILLIAMS 2012). Le 
clinicien doit donc garder à l’esprit que des signes oculaires peuvent avoir pour origine une 
pathologie respiratoire. 

Chez les oiseaux, la forme du globe oculaire varie en fonction des espèces (JONES, PIERCE, WARD 
2007). Chez les Psittacidés, il est sphéroïde associé à une chambre postérieure hémisphérique (cf. 
figure 76). La chambre antérieure des perroquets est beaucoup moins profonde que chez les 
mammifères ou les rapaces nocturnes (WILLIAMS 2012). 

Diverticule pré-orbital 

Diverticule post-orbital 

Sinus infra-orbital 

Sac aérien cervico-céphalique 
Diverticule mandibulaire 

Diverticule rostral 

Narines 

Figure 75 : Position anatomique des sinus autour des yeux chez les perroquets (WILLIAMS 2012). 
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La cornée des oiseaux est similaire à celle des mammifères mais est beaucoup plus fine. A la 
différence de ces-derniers cependant, des osselets scléreux sont présents chez les oiseaux offrant 
une zone d’insertion solide aux muscles de Crampton et de Brucke qui permettent l’accommodation 
(adaptation de la longueur focale de la lentille) (cf. figure 76). Celle-ci est d’ailleurs extrêmement 
rapide chez l’oiseau. Ceci est renforcé par la présence chez les oiseaux d’un anneau entourant la 
pupille et sur lequel s’attachent ces-mêmes muscles (WILLIAMS 2012). 

La différence majeure par rapport aux mammifères est que l’iris des oiseaux est composée de 
muscles striés squelettiques. Ainsi, l’atropine utilisée chez les mammifères pour provoquer une 
mydriase n’a aucun effet chez les oiseaux, ce qui peut compliquer l’examen. De même, la contraction 
ou la dilatation de la pupille est consciente chez les oiseaux, ce qui complique l’examen des réflexes 
pupillaires. En effet, une luminosité intense peut causer un myosis mais celui-ci peut également être 
présent dans d’autres circonstances (COLES 2007). 

La rétine quant à elle est aussi très différente de celle des mammifères : il n’existe pas de vaisseaux 
sanguins rétiniens ou de choriocapillaires permettant un apport constant d’oxygène et de nutriments 
aux photorécepteurs. Ces apports sont assurés par le pecten qui correspond à une portion de la 
choroïde faisant protrusion dans l’humeur vitrée de la chambre postérieure de l’œil. Celui-ci est agité 
par des mouvements de torsion continus du globe oculaire (non percevables pour l’œil humain 
(WILLIAMS 2012).  

De plus, il a été démontré que la vision des oiseaux est bien plus élaborée que celle de l’Homme 
(considérée pourtant par certains comme l’une des plus pointue), et ce pour trois raisons : 

x Pour ce qui est de l’acuité visuelle, une zone de la rétine possède une densité plus 
importante de photorécepteurs offrant une meilleure résolution visuelle : c’est la fovéa (cf. 
figure 76) (WILLIAMS 2012). De plus, les oiseaux diurnes (donc les perroquets) ont une 
prépondérance de cônes (responsables de l’acuité visuelle et de la vision des couleurs) que 
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Figure 76 : Schéma d’une coupe transversale d’un œil de perroquet (TULLY et al. 2009). 
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de bâtonnets (visualisation à basse luminosité). Certaines cellules bipolaires sont reliées à un 
seul cône d’un côté et à un ganglion de l’autre. Ces relations de types « un à un » permettent 
d’optimiser l’acuité visuelle des oiseaux (COLES 2007). Ceci est encore renforcé par la 
présence de gouttelettes lipidiques au sein des cônes qui augmentent les contrastes entre un 
objet et son arrière-plan. Il en résulte que les oiseaux ont une vision précise plus étendue 
que l’Homme et qu’ils peuvent plus facilement identifier de petits stimuli dans un large 
panorama (repérer des fruits en volant au-dessus d’une forêt par exemple) (JONES, PIERCE, 
WARD 2007). 

x Les oiseaux diurnes sont capables de voir des clignements à une fréquence bien plus élevée 
que l’Homme (140 flashs par seconde chez la perruche ondulée M. undulatus contre 
70/seconde pour l’Homme) (COLES 2007). 

x Pour la vision en couleur le spectre lumineux détecté par les oiseaux est plus étendu que 
chez les primates : là où l’Homme a une vision trichromatique (c’est-à-dire qu’il détecte les 
lumières rouges, vertes et bleues), l’oiseau voit, en plus de ces trois longueurs d’ondes, les 
ultra-violets. Par exemple, les photorécepteurs de l’étourneau (Sturnus vulgaris) perçoivent 
les longueurs d’ondes de 370 nm, 450 nm, 540 nm et 610 nm (contre 430 nm, 530 nm et 560 
nm pour l’Homme) (WILLIAMS 2012). Même si l’étourneau n’est pas un Psittacidé, cet 
exemple illustre le fait que les oiseaux voient certaines couleurs que l’œil humain est 
incapable de détecter. 

Cette vision très élaborée leur sert dans la nature à la localisation de nourriture, mais aussi pendant 
la période de reproduction lors des parades (et ce particulièrement chez les Psittacidés qui ont un 
plumage déjà très coloré). Cependant, comme chez les mammifères, la vision des oiseaux varie 
grandement d’une espèce à l’autre et il serait illusoire d’essayer d’énoncer des généralités. 

¾ Examen de l’œil : 

La principale difficulté de l’examen ophtalmologique des Psittacidés est la petite taille du 
globe oculaire et de l’orbite (quelques millimètres à peine) qui limite grandement les actes 
réalisables par le praticien. 

Les bandelettes utilisées pour réaliser le test de Schirmer (évaluation de la production lacrymale) par 
exemple sont bien trop épaisses pour être utilisées chez les Psittacidés. Elles peuvent donc être 
coupées en deux dans le sens de la longueur mais il n’existe pas de données indiquant si cela a une 
influence sur le test ou non (WILLIAMS 2012). 

La pression intraoculaire (PIO) peut être mesurée grâce à un tonomètre. Il existe très peu de données 
bibliographiques concernant les valeurs physiologiques de la PIO chez les Psittacidés. Certaines de 
ces données sont présentées dans le tableau 16 ci-dessous. S’il le peut, le clinicien peut donc 
mesurer la PIO des congénères du patient afin d’avoir des valeurs de référence (WILLIAMS 2012). 
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Tableau 16 : Pression intraoculaire moyenne donnée avec le score de déviation de différentes espèces 
de Psittacidés (KORBEL, REESE, HEGNER 1998). 

Espèce n Pression intraoculaire (mmHg) 
Œil droit Œil gauche Moyenne des deux yeux 

Aras (Ara sp.) 10 10,6 ± 1,5 9,8 ± 1,8 10,2 ± 1,7 
Psittacula sp. 8 13,9 ± 1,6 14,7 ± 1,9 14,3 ± 1,8 
Amazones (Amazona sp.) 29 12,5 ± 2,5 12,3 ± 2,4 12,4 ± 2,5 
Gris du Gabon (P. erithacus) 9 11,5 ± 2,3 11,4 ± 2,0 11,5 ± 2,1 
Divers cacatoès (Cacatua sp.) 14 12,7 ± 2,3 12,4 ± 2,5 12,5 ± 2,4 

Si nécessaire, le vétérinaire peut également réaliser des analyses cytologiques (prélèvements à 
réaliser à l’aide d’une cytobrosse) ou bactériologiques (grâce à un écouvillon). 

Chez les oiseaux ayant les plus gros globes oculaires (rapaces nocturnes notamment), il est possible 
de réaliser des gonioscopies ou des échographies de l’œil afin d’examiner les structures internes de 
l’œil (KORBEL, REESE, HEGNER 1998). Malheureusement, la taille de l’orbite des Psittacidés rend cet 
examen impossible. 

C) Procédures fréquentes 

D’après notre expérience, il existe des procédures faisant partie intégrante de la médecine 
des Psittacidés car très souvent réalisées. Certaines sont nécessaires (comme l’anesthésie par 
exemple) alors que d’autres peuvent s’effectuer à la demande du propriétaire (sexage, taille des 
rémiges, etc.). Quoiqu’il en soit, un vétérinaire souhaitant développer une activité aviaire se doit de 
les maitriser. 

1) Anesthésie et analgésie des Psittacidés 

a- Anesthésie 

Comme nous allons le voir, l’anesthésie des Psittacidés comporte quelques particularités par 
rapport à celle des mammifères. De plus, si elle est primordiale pour les chirurgies, elle est aussi 
beaucoup utilisée pour des procédures courantes qui seraient impossible sans endormir l’oiseau 
(radiographies, prises de sang, etc.). En effet, ces examens occasionnent alors un grand stress pour le 
patient qui, en se débattant, rend l’examen impossible ou risque de se blesser. De même, le praticien 
peut décider d’avoir recours à une sédation ou à une anesthésie rapide dans le cas où le patient 
tolère très mal la contention physique. 

i. Considérations anatomiques et physiologiques et leurs applications 
pour l’anesthésie des oiseaux 

Les oiseaux possèdent quelques particularités anatomiques qui peuvent influencer 
l’anesthésie, ou en tout cas différer de ce que le praticien connait de l’anesthésie des mammifères. 

¾ Appareil respiratoire : 

Quand le bec est fermé, l’air rentre par les narines, rejoint les choanes qui s’ouvrent sur le palais au 
niveau de la glotte et de l’oropharynx, puis entre dans la trachée. La respiratoire peut également se 

« n » représente le nombre d’individus ayant participé à l’étude. 
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faire par le bec, particulièrement lorsque l’oiseau est stressé ou si les voies respiratoires supérieures 
sont obstruées (rhinolithes dans les narines, sinusite, abcès…) (LONGLEY 2008). Les oiseaux n’ont pas 
d’épiglotte mais la glotte est facilement visible derrière la langue. Chez les Psittacidés cependant, 
cette-dernière est très épaisse car très musculeuse et peut donc masquer la glotte quand l’oiseau est 
vigile. Cependant, une fois celui-ci endormi, il est facile de la déplacer pour accéder à la glotte, ce qui 
rend l’intubation facile (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Attention, l’absence d’épiglotte implique 
que le risque de fausse déglutition est augmenté chez l’oiseau par rapport aux mammifères 
(LONGLEY 2008). 

La trachée est en moyenne 2,7 fois plus longue et 1,3 fois plus large que celle des mammifères de 
même taille, ce qui crée un flux d’air similaire chez ces deux ordres. Néanmoins, contrairement aux 
mammifères, les anneaux trachéaux des oiseaux sont complets. Ainsi, le vétérinaire doit veiller à ne 
pas intuber l’oiseau avec une sonde ayant un diamètre trop important au risque de créer 
d’importantes lésions à la trachée. De même, il est recommandé de ne pas utiliser de sondes 
endotrachéales avec ballonnet pour intuber les oiseaux (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

L’espace-mort trachéal des oiseaux équivaut environ à 4 fois celui d’un mammifère de taille 
équivalente. Ceci est compensé par un volume tidal plus large et une fréquence respiratoire plus 
lente chez les oiseaux en bonne santé. Par exemple, un oiseau de 100g aura une fréquence 
respiratoire d’en moyenne 60 mouvements par minute, soit le tiers de celle d’un mammifère de 
poids équivalent. Chez les oiseaux, le taux de ventilation pulmonaire à la minute est donc en 
moyenne 1,5 à 1,9 fois supérieur à celle d’un mammifère. Ainsi, la dépression respiratoire engendrée 
par une anesthésie augmente cet espace mort ce qui peut engendrer une insuffisance ventilatoire et 
donc une hypoxie (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

La syrinx est l’organe produisant sons et parole chez les oiseaux et particulièrement chez les 
Psittacidés. Elle correspond à deux bandes musculaires et cartilagineuses situées de part et d’autre 
de la jonction trachée-bronchique (LONGLEY 2008). 

Contrairement aux mammifères, les compartiments ventilatoires et d’échanges gazeux sont 
complètement séparés chez les oiseaux. En effet, en plus des voies aérifères (trachée, bronches…), 
des muscles et du squelette thoracique, les oiseaux possèdent des sacs aériens constituant le 
compartiment ventilatoire et permettant la circulation de l’air (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Il existe quatre paires de sacs aériens (cervicaux, thoraciques crâniaux, thoraciques caudaux et 
abdominaux) ainsi qu’un sac simple (inter-claviculaire) qui s’étend le long de la cavité cœlomique. De 
ces sacs partent des diverticules qui rejoignent les côtes, le sternum, l’humérus, le pelvis, le fémur, 
les vertèbres cervicales et quelques vertèbres thoraciques. Le clinicien doit donc garder en 
permanence à l’esprit que ces structures sont en relation directe avec les voies respiratoires. Par 
exemple, une fracture de l’humérus a un pronostic beaucoup plus sombre qu’une fracture similaire 
du radius. En effet, elle peut constituer une voie d’entrée de germes et de fluides (sang, liquides de 
rinçage utilisés lors d’une éventuelle chirurgie reconstructive, etc.) qui peuvent très rapidement 
atteindre l’arbre respiratoire et devenir fatals pour l’animal (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 
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La paroi des sacs aériens est très peu vascularisée et ne participe donc pas ou peu (moins de 5%) aux 
échanges gazeux (LONGLEY 2008). Les sacs correspondent donc à un soufflet mécanique servant à 
créer le flux tidal et donc à ventiler les poumons en créant un double circuit respiratoire (JONES, 
EFFMANN, SCHMIDT-NIELSEN 1981). Comme le montre la figure 77, ce-dernier permet un flux d’air 
frais continu et unidirectionnel dans les poumons. En effet, 50% de l’air inhalé à la première 
inspiration rejoint les sacs aériens caudaux (LONGLEY 2008). A la première expiration, il file jusqu’au 
poumon où se font les échanges gazeux. La deuxième inspiration permet le début d’un autre cycle et 
propulse cet air vers les sacs aériens crâniaux. A la deuxième expiration, cet air est complètement 
expulsé via la trachée (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Les 50% restants de l’air inhalés initialement 
rejoignent immédiatement les poumons où ils participent directement aux échanges gazeux 
(LONGLEY 2008). Ainsi, deux cycles complets d’inspiration/expiration sont nécessaires pour expulser 
complètement le gaz inhalé. Les échanges gazeux sont donc plus importants que chez les 
mammifères où ils n’ont lieu qu’en fin d’inspiration (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

POUMONS 

Tissus parabronchiques 
Sacs aériens caudaux 

Sacs aériens crâniaux 

Flux d’air inspiré à l’inspiration 0 

TRACHEE 

Légende :  

On observe qu’un flux d’air unidirectionnel est constamment présent dans les poumons où se font les 
échanges gazeux avec le sang. 

Figure 77 : Représentation schématique du double cycle respiratoire des oiseaux (réalisation personnelle d’après 
(WEST, HEARD, CAULKETT 2007)et (JONES, EFFMANN, SCHMIDT-NIELSEN 1981)). 
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De plus, la présence de sacs aériens peut être d’une grande aide au le vétérinaire : un oiseau 
présentant des difficultés respiratoires importantes causées par une obstruction des voies aériennes 
supérieures peut ventiler correctement si on canule un sac aérien caudal (thoracique caudal ou 
abdominal) avec l’extérieur (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). De même, si le praticien doit intervenir 
au niveau de la trachée ou de la cavité buccale, il peut canuler un de ces sacs aériens et y faire alors 
passer le gaz anesthésique : il pourra donc travailler sans être gêné par une sonde endotrachéale 
(LONGLEY 2008). La procédure pour canuler un sac aérien sera expliquée dans la partie II-C. 

Si on les compare à ceux de mammifères de même taille, les poumons des oiseaux sont plus petits en 
taille. Néanmoins, la surface d’échanges est plus importante chez les oiseaux grâce notamment à une 
circulation capillaire plus dense et à une barrière entre le sang et les alvéoles plus fine (WEST, 
HEARD, CAULKETT 2007). 

Les poumons des oiseaux sont fermement attachés aux côtes et à la colonne vertébrale et 
s’attachent caudalement aux surrénales et au pôle crânial des reins. Il en résulte qu’ils ne peuvent 
pas se dilater en fonction du flux d’air : ce sont les sacs aériens qui varieront de volume (LIERZ, 
KORBEL 2012). Les poumons parabronchiques constituent les sites privilégiés d’échanges gazeux et 
sont constitués de deux types de tissus s’organisant en capillaires aériques dont le diamètre est trois 
fois plus petit que celui des alvéoles des mammifères (LONGLEY 2008) : 

x Tissu parabronchique paléo-pulmonaire : constituant un réseau de capillaires aériques 
parallèles les uns aux autres et où le flux d’air est unidirectionnel.  

x Tissu parabronchique néo-pulmonaire (20 à 25% des tissus parabronchiques chez les 
Psittacidés) : capillaires aériques formant des impasses raccordées de manière anarchiques 
au tissu paléo-pulmonaire et comportant un flux d’air bidirectionnel.  

Chez les oiseaux, il n’y a pas de diaphragme séparant les cavités thoraciques et abdominales 
(appelées ainsi par analogie avec les mammifères, même si la cavité corporelle de l’oiseau est 
nommée cavité cœlomique). Les mouvements respiratoires (expiration comprise) sont donc rendus 
possibles par les mouvements actifs du sternum et des côtes, et ce grâce aux muscles cervicaux, 
thoraciques, intercostaux et abdominaux (LONGLEY 2008). Ainsi, il est primordial de ne pas trop 
serrer une contention physique au risque d’étouffer l’oiseau. De même, certains auteurs évoquent la 
possibilité que le décubitus dorsal augmente les risques d’hypoventilation à cause de la compression 
exercée par les viscères sur les sacs aériens. Cette position est donc à limiter le plus possible si la 
procédure le permet (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Malgré la circulation d’air continue dans les poumons et la présence d’une réserve d’air dans les sacs 
aériens, la capacité résiduelle fonctionnelle (volume d’air restant dans les poumons à la fin d’une 
expiration) est faible chez les oiseaux (10% du volume inspiratoire environ) (LONGLEY 2008). En cas 
d’apnée, la PaO2 (= pression artérielle en O2) chute donc rapidement. Ainsi, toute apnée (même 
courte) doit être traitée chez les oiseaux (ventilation assistée, etc.) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007).  

De même, la PaCO2 (= pression artérielle en CO2) est physiologiquement plus basse chez les oiseaux 
que chez les mammifères. Les oiseaux sont donc plus sensibles aux hypercapnies. Le clinicien doit 
donc assurer un flux d’air plus important pour ces derniers au cours d’une anesthésie, soit environ 
800 mL/min/kg (LONGLEY 2008). 
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Le contrôle nerveux de la respiration est à la fois central (medulla oblongata) et périphérique (rachis) 
mais également via des chimiorécepteurs périphériques (notamment carotidiens et pulmonaires) 
sensibles aux variations de la PCO2 (= pression partielle en CO2), et ce de manière similaire aux 
mammifères (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

¾ Appareil cardio-vasculaire : 

L’appareil cardio-vasculaire des oiseaux est adapté aux demandes métaboliques importantes liées au 
vol : le cœur est plus volumineux, la résistance vasculaire périphérique est diminuée, le débit 
cardiaque est plus élevé et le volume d’éjection systolique est plus important que chez les 
mammifères de même poids (LONGLEY 2008). Comme on a pu le voir, la fréquence cardiaque au 
repos varie d’une espèce à l’autre et évolue en moyenne entre 120 et 800 battements par minute (= 
bpm). Elle est donc très difficile à monitorer (même avec des électrocardiographes qui ne montent 
souvent pas au-delà de 250 bpm) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Le cœur est composé de quatre cavités (2 oreillettes et 2 ventricules) et repose ventralement dans la 
cavité thoracique proche du sternum. Il est en contact caudalement avec les lobes du foie. Le 
péricarde s’attache dorsalement au sternum et contient physiologiquement une petite quantité de 
liquide péricardique (LONGLEY 2008). 

L’organisation du myocarde et des structures nerveuses permet de maintenir un rythme aussi 
soutenu. Par exemple, les fibres de Purkinje du myocarde pénètrent complètement dans le 
myocarde ventriculaire jusqu’à l’endocarde ce qui facilite la synchronisation des battements 
auriculaires et ventriculaires (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). De plus, des catécholamines 
endogènes sont libérées en cas de stress ou de douleur, permettant une augmentation très rapide de 
la fréquence cardiaque. Le clinicien doit donc veiller à gérer convenablement l’analgésie pour limiter 
le risque d’apparition d’arythmies induites par les catécholamines (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 
De même, il doit être vigilent lors de l’utilisation d’anesthésiques volatiles qui sensibilisent le 
myocarde aux effets des catécholamines (LONGLEY 2008). 

Enfin, il existe chez les oiseaux un système porte rénal. En effet, des fibres musculaires lisses forment 
une valve à l’intérieur de la veine iliaque externe à sa jonction avec la veine rénale efférente. Cette 
valve est contrôlée par des stimulations cholinergiques et adrénergiques (WEST, HEARD, CAULKETT 
2007) :  

x La libération d’épinéphrine entraîne un relâchement de la valve ce qui permet donc le 
passage du sang dans la circulation systémique. 

x L’acétylcholine quant à elle engendre une contraction de la valve. Le sang issu du drainage 
des pattes perfuse alors les tubulures rénales. 

L’importance clinique de ce système porte est encore débattue chez les oiseaux. Dans le doute, il est 
conseillé de réaliser les injections à l’avant de l’animal (crânialement aux reins), en particulier si les 
molécules utilisées sont néphrotoxiques (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

La pression artérielle des oiseaux est maintenue à une valeur physiologiquement plus haute que chez 
les mammifères. Il en découle que le risque d’hémorragie, d’arrêt cardiaque et de rupture artérielle 
est plus élevé chez les oiseaux, particulièrement en situation de stress (consultation, contention 
physique, etc.) (LONGLEY 2008). 
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¾ Thermorégulation : 

Les pertes thermiques d’un oiseau se font par (WEST, HEARD, CAULKETT 2007) : 

x Radiation : les oiseaux ont une grande surface corporelle par rapport à leur masse, en 
particulier ceux de petite taille. 

x Evaporation : principalement au niveau de l’arbre respiratoire (qui a une surface très 
importante en raison de la présence de sacs aériens) mais aussi de la surface de la peau et 
des ouvertures (plaie, zone chirurgicale…). 

x Conduction : via le contact de l’oiseau avec la table par exemple. 
x Convection : autour du corps de l’animal. 

On rappelle que la température physiologique des Psittacidés est comprise entre 41 et 43°c en 
fonction de l’espèce. Une hypothermie a des effets délétères sur la respiration (bradypnée, 
diminution du volume tidal…) mais aussi sur le métabolisme des agents anesthésiques ce qui aura 
pour effet de prolonger le réveil (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Le clinicien doit donc veiller à 
mettre en place des sources de chaleur (tapis chauffant, bouillottes, etc.) au cours de chaque 
anesthésie, même de courte durée. 

Attention néanmoins aux risques de brûlures par contact (la peau des oiseaux est très fine et donc 
très sensible) et d’hyperthermie. En effet, les oiseaux tolèrent très mal une trop forte augmentation 
de leur température corporelle qui peut leur être fatale si elle dépasse les 46°c (LONGLEY 2008). 

Enfin, le plumage est une partie fondamentale de la thermorégulation des oiseaux. Toute atteinte de 
ce dernier (picage, arrachage de plumes le long d’un site chirurgical, etc.) peut donc entraîner une 
grande difficulté pour le patient à contrôler sa température corporelle (LONGLEY 2008). Ainsi, le 
praticien doit veiller à ne pas trop mouiller les plumes de l’oiseau lors de rinçages ou de la 
préparation chirurgicale de la peau (nettoyages…). 

ii. Examen pré-anesthésique 

L’examen pré-anesthésique du patient est primordial pour pouvoir anticiper d’éventuelles 
difficultés au cours de l’anesthésie. Dans la plupart des cas, l’examen clinique (à condition qu’il soit 
complet) suffit puisqu’il permet de mettre en évidence l’existence ou non de certains. Par exemple, 
une difficulté respiratoire peut être repérée au cours de l’examen à distance ou pendant une 
contention physique (dyspnée, tachypnée, etc.). Le vétérinaire doit donc rechercher tous les 
symptômes évoquant des maladies qui risqueraient d’altérer la sûreté de l’anesthésie (insuffisance 
cardiaque ou respiratoire, maladies rénales ou hépatique influençant la métabolisation des 
anesthésiques, organomégalie ou rétention d’œuf pouvant causer une compression des sacs aériens, 
etc.) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

L’anesthésie a des effets hypotenseurs et amplifie les troubles de perfusion périphérique. Ainsi, l’état 
d’hydratation de l’oiseau doit être vérifié avant chaque anesthésie. En cas de signes de 
déshydratation (assèchement des muqueuses cloacale et oculaires, perte d’élasticité de la peau, 
enfoncement des globes oculaires ou encore temps de recoloration de la veine ulnaire médiane 
supérieure à 1 seconde après compression…), celle-ci doit être prise en charge et de préférence 
corrigée avant une anesthésie (cf. partie II-D-3) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 
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Si c’est possible, il est recommandé de réaliser une numération et une formule sanguine, un 
hématocrite ainsi qu’une biochimie (protéines totales, glycémie, acide urique, Aspartate 
aminotransférase = ASAT, calcium, phosphore et créatinine kinase) avant une procédure nécessitant 
une longue anesthésie, et ce afin de corriger d’éventuels désordres (GUNKEL, LAFORTUNE 2005).  

Par exemple, un oiseau anémié aura des difficultés à maintenir sa PaO2. Auquel cas, il est 
recommandé de repousser l’intervention si possible, voire de transfuser l’oiseau si besoin (cf. partie 
II-D-4) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). De même, une hypoglycémie (≤ 200 mg/dL) doit être 
corrigée avant l’anesthésie (par administration intraveineuse de glucose ou de dextrose par exemple) 
et la glycémie doit être correctement monitorée au cours de l’intervention (LONGLEY 2008). 

Chez les Psittacidés, la malnutrition et la sédentarité sont deux des principaux facteurs de risques à 
l’anesthésie puisqu’ils favorisent les désordres hépatiques et rénaux mais aussi la surcharge 
pondérale et tous les troubles qui en découlent (athérosclérose, insuffisance cardiaque, etc.) 
(LONGLEY 2008). 

En fonction de l’état clinique du patient, le risque anesthésique augmente. Dans certains cas, réaliser 
une anesthésie en vue d’une intervention revient à prendre autant de risques pour la vie de l’animal 
que de ne pas pratiquer cette dernière. Le propriétaire doit donc être informé des risques encourus à 
chaque étape et doit pouvoir donner son consentement éclairé pour chaque acte (LONGLEY 2008). 
D’après notre expérience, même l’anesthésie d’un oiseau en bonne santé peut se solder par la mort 
de l’animal ce qui peut être très difficile à vivre, tant pour le praticien que pour le propriétaire. 

iii. Jeûne 

La mise à jeun d’un oiseau avant une anesthésie permet de limiter le risque de régurgitations 
et donc de fausse déglutition. De plus, le jeûne permet de limiter le poids que peuvent exercer les 
organes digestifs sur les sacs aériens, particulièrement quand l’oiseau est en décubitus (LIERZ, 
KORBEL 2012). Néanmoins, celui-ci ne doit pas être trop long pour ne pas risquer une hypoglycémie 
qui pourrait être toute aussi dangereuse pour le patient. 

Pour les Psittacidés de moyenne et grande taille (poids supérieur à 200 grammes), il est conseillé de 
ne pas dépasser 2 à 4 heures de jeûne (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Par contre, les oiseaux de 
moins de 200 grammes ne doivent pas être mis à jeun car ils ont un métabolisme trop élevé et trop 
peu de réserves en glycogène (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

Si une anesthésie doit impérativement être réalisée alors que le jabot est plein, il est possible de le 
siphonner par lavages et aspirations pour limiter les risques de régurgitations (WEST, HEARD, 
CAULKETT 2007). Néanmoins, cette procédure est extrêmement stressante pour l’oiseau vigile et doit 
donc être réalisée avec précaution. Pour cela, il faut sonder l’œsophage jusqu’au jabot (utiliser une 
sonde métallique chez les perroquets) et le rincer avec du NaCl tiédi en aspirant le contenu et en 
massant le jabot avec douceur. Il est recommandé de ne pas réaliser cette procédure seul et d’avoir 
une aide qui se charge de la contention du patient. 
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Si la vidange du jabot n’est pas possible et afin d’éviter les régurgitations, il est conseillé de (LIERZ, 
KORBEL 2012) : 

x Intuber l’oiseau. 
x Bloquer le pharynx avec une compresse. 
x Maintenir la tête du patient en hauteur par rapport à son corps jusqu’au réveil complet. 

iv. Choix du protocole 

¾ Anesthésie gazeuse : 

Chez les oiseaux, l’utilisation d’anesthésiques volatiles est privilégiée par rapport à une anesthésie 
fixe (LIERZ, KORBEL 2012). En effet, ceux-ci permettent une induction et un réveil rapides ainsi que 
des ajustements quasi instantanés de la profondeur de l’anesthésie. De plus, ils ont une toxicité 
limitée pour les organes (même si dose-dépendante) et peu d’effets dépresseurs cardio-respiratoires 
comparés aux anesthésiques injectables (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). Cependant, ils n’ont aucune 
valence analgésique (MACHIN 2005). 

La concentration minimale anesthésique (= MAC pour minimum anesthetic concentration) des 
anesthésiques volatiles est similaire à celle des carnivores domestiques. Les effets dépresseurs 
cardio-respiratoires des agents volatiles sont dose-dépendant et la dépression respiratoire semble 
plus marquée chez les oiseaux que chez les mammifères, entrainant une bradypnée, voire des 
apnées. Ceci est lié au fait que les mouvements respiratoires des oiseaux dépendent grandement des 
muscles thoraciques qui se relâchent sous les effets de l’anesthésie, entrainant ainsi une 
augmentation du volume tidal et une diminution de l’élimination du CO2 sanguin. La concentration 
en anesthésiques à laquelle les apnées apparaissent est nommée l’index anesthésique (= IA). Chez les 
oiseaux, l’IA et la MAC sont très proches ce qui rend toute anesthésie risquée et justifie donc un 
monitoring strict (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

L’isoflurane et le sévoflurane sont les deux gaz les plus utilisés en anesthésie aviaire. En effet, ils sont 
moins dépresseurs pour les centres cardiaque et respiratoires, nécessitent moins de métabolisations 
que les autres agents anesthésiques et permettent une induction et un réveil plus rapides. Par 
exemple, l’halothane cause plus d’hypothermies, d’hypercapnies et d’arythmies cardiaques que 
l’isoflurane (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Le sévoflurane semble être le gaz anesthésique le plus 
sécuritaire mais son prix fait qu’il est encore peu utilisé en clinique (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

Le principal inconvénient de l’anesthésie volatile chez l’oiseau est l’hypothermie en raison de la 
surface importante des voies respiratoires et de la faible température des gaz anesthésiques (LIERZ, 
KORBEL 2012). De plus, ils entrainent un coût important de l’anesthésie par rapport aux injectables 
et impliquent l’utilisation d’un système d’évacuation des gaz toxiques pour le manipulateur et 
l’environnement (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

L’anesthésie gazeuse reste le protocole de référence pour les oiseaux, en particulier pour les 
procédures très rapides (prise de sang, etc.) où on parle alors d’anesthésie « flash ». 
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¾ Anesthésie fixe : 

Les agents injectables sont utilisables lorsque les conditions ne permettent pas l’utilisation des 
anesthésiques volatiles (matériel non disponible ou trop onéreux par exemple). Néanmoins, 
l’anesthésie fixe comporte plus d’inconvénients que de bénéfices chez l’oiseau et notamment : 
dépression cardio-vasculaire dose-dépendante, importantes différences de réponse aux molécules 
en fonction des espèces et des individus, difficulté voire impossibilité de réversion et d’ajustement 
rapide de la profondeur de l’anesthésie, biotransformations rénales et/ou hépatiques, réveil long et 
faible marge de sécurité (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). De plus, la liposolubilité de certaines 
molécules implique un relargage parfois rapide et donc un risque d’overdose (LIERZ, KORBEL 2012). 

Les molécules principalement utilisées chez les oiseaux sont le propofol (MANS 2014), la kétamine et 
des combinaisons à base de kétamine (BERTHIER et al. 1996). L’alphaxolone ou le mélange 
tilétamine/zolazépam semblent avoir peu d’effets chez les oiseaux (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). Les 
posologies utilisables chez les Psittacidés sont indiquées dans les tableaux 17 et 18. 
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M
olécule 

Dosage (m
g/kg) 

Voie d'adm
inistration 

Indications 
Com

m
entaires 

Atipam
ézole 

0,25-0,5 
IM

 
Réverse la m

édétom
idine 

  

Diazépam
 

0,2-2,0 
IM

, IV 
Prém

édication, 
sédation, 

anticonvulsivant, stim
ulant de l'appétit 

IM
 : peut causer une irritation m

usculaire et l'absorption 
peut être retardée ; peut être réversé par du flum

azénil ; 
IV peut causer une excitation + tachycardie et tachypnée 

0,25-0,5 
2,5-4,0 

PO
 

Sédation 

Flum
azénil 

0,02-0,1 
IM

, IV 
Réverse les benzodiazépines 

  

0,13-0,15 
IN

 
Perruches à collier 

Diviser 
les 

doses 
dans 

chaque 
narine 

et 
adm

inistrer 
lentem

ent 

Kétam
ine 

20-50 
SC, IM

, IV 
Tranquillisation pendant 30-60 m

inutes 

Souvent com
biné avec une alpha2adrénergique ou une 

benzodiazépine pour optim
iser la relaxation et profondeur 

de l'anesthésie 
N

on 
recom

m
andé 

seul 
car 

m
auvaise 

relaxation 
m

usculaire, contractions m
yocloniques, opisthotonos et 

réveils violents 
Plus forte dose nécessaire chez petits oiseaux  
Les grands oiseaux ont tendance à avoir un réveil plus long 

50-100 
IM

 
Petites 

espèces 
; 

Induction 
de 

l'anesthésie 
Faible valence analgésique 

Kétam
ine / Diazépam

 
5-30 (K) / 0,5-2,0 (D) 

SC, IM
, IV 

Induction de l'anesthésie 
Donner la kétam

ine 5-16 m
inutes après le diazépam

 pour 
une relaxation m

usculaire adéquate 

Kétam
ine / M

idazolam
 

10-40 (K) / 0,2-2,0 (M
) 

SC, IM
 

Induction 
et 

m
aintenance 

de 
l'anesthésie 

M
eilleure relaxation qu'avec kétam

ine seule 

Kétam
ine / Xylazine 

2,5-5,0 (K) / 0,25-0,5 (X) 
SC, IM

 
Induction 

et 
m

aintenance 
de 

l'anesthésie 
Dépression cardiaque et réveil violents donc à éviter 

Kétam
ine / M

édétom
idine 

2-5 (K) / 0,05-0,1 (M
) 

IV, IM
 

Induction 
et 

m
aintenance 

de 
l'anesthésie pour interventions courtes 

La m
édétom

idine peut être réversée par l'atipam
ézole 

 
 

Abréviations : IM
 = intram

usculaire ; IV = intraveineux ; IN
 = intra-nasal ; SC = sous-cutané. 

 

 Tableau 17 : Différentes m
olécules et leurs posologies utilisables chez les Psittacidés en anesthésie fixe (partie 1/2) (réalisation personnelle d’après (W

EST, HEARD, 
CAU

LKETT 2007) ; (LO
N

GLEY 2008); (M
AN

S 2014) ; (GU
N

KEL, LAFO
RTU

N
E 2005); (LIERZ, KO

RBEL 2012); (BERTHIER et al. 1996)et (CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013)). 
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M
olécule 

Dosage (m
g/kg) 

Voie d'adm
inistration 

Indications 
Com

m
entaires 

M
édétom

idine 
0,1-0,35 

IM
 

  

0,08-2 
m

g/kg 
IM

 
associé 

à 
sédation 

insuffisante 
chez 

am
azone à front jaune 

Dépression respiratoire profonde possible 
Doses 

beaucoup 
plus 

fortes 
nécessaires 

chez 
certaines 

espèces d'oiseau com
paré aux m

am
m

ifères 

M
idazolam

 

0,1-0,5 
IM

 
Tranquillisation 

Chez les grands Aras parfois cause régurgitation pour les 
doses supérieures à 0,3-0,5 m

g/kg IM
   

0,05-0,15 
IV 

Tranquillisation 

0,2-2,0 
IM

, IV 
Plupart des espèces : prém

édication, 
sédation, stim

ulant de l'appétit 

Pas d'irritation m
usculaire par injection IM

 
Réverser avec du Flum

azénil 
Prem

iers effets vus entre 5 à 15 m
inutes après l'IM

 
Sédation profonde à plus fortes doses 

7,3-8,0 
IN

 
Canaries, perruches à collier 

Diviser la dose dans chaque narine et adm
inistrer lentem

ent ; 
Décubitus dorsal obtenu pendant environ 15 m

inutes ; 

Propofol 
5-15 

IV 
Induction 

et 
m

aintenance 
de 

l'anesthésie 
Doser à l'effet. 
Dépression respiratoire donc intubation nécessaire 

Tilétam
ine/Zolazépam

 
10-30 

IM
 

Sédation ou anesthésies prolongées 
Réveils longs et difficiles 

Xylazine  
1,0-10,0 

IM
, IV 

Tranquillisation 

Effets 
adverses 

si 
utilisée 

seule : excitation, 
convulsion, 

bradycardie, arythm
ie, bradypnée, hypoxie, voire m

ort 

La sédation est souvent suffisante pour des doses inférieures 
à 4 m

g/kg  
Il n'est pas recom

m
andé de l'utiliser seul 

Yohim
bine 

0,1-1 
IV 

Réverse la Xylazine 
  

0,1-1,0 
IM

 
 

 
Abréviations : IM

 = intram
usculaire ; IV = intraveineux ; IN

 = intra-nasal. 

 

Tableau 18 : Différentes m
olécules et leurs posologies utilisables chez les Psittacidés en anesthésie fixe (partie 2/2) (réalisation personnelle d’après (W

EST, HEARD, 
CAU

LKETT 2007) ; (LO
N

GLEY 2008); (M
AN

S 2014) ; (GU
N

KEL, LAFO
RTU

N
E 2005); (LIERZ, KO

RBEL 2012); (BERTHIER et al. 1996)et (CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013)). 
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¾ Anesthésie locale : 

Celle-ci est très peu utilisée chez les oiseaux pour trois raisons principales (WEST, HEARD, CAULKETT 
2007):  

x Peu de données bibliographiques sont disponibles. 
x Même si l’analgésie peut être suffisante pour certaines procédures, le stress de la contention 

est tel qu’il entraine plus de risques pour le patient qu’une anesthésie générale. Il y a donc 
peu d’intérêts à réaliser une anesthésie locale chez les oiseaux. 

x Enfin, les oiseaux sont plus sensibles aux effets délétères des anesthésiques locaux et les 
effets toxiques de ces-derniers sont observés à des posologies bien plus faibles que chez les 
carnivores domestiques. Ces effets incluent : crises convulsives, dépression, somnolence, 
trémulations musculaires, vomissements, hypotension, arythmies, ataxie, voire arrêt 
cardiaque et mort. 

v. Matériel nécessaire à l’anesthésie d’un Psittacidé 

Afin de réaliser une anesthésie dans les meilleures conditions, il est conseillé d’avoir à 
disposition (DEGERNES 2008) :  

x Un appareil à anesthésie gazeuse contenant une cuve à isoflurane ou sévoflurane et monté 
en système non-réinspirant. Les ballons de 0,5L à 1L suffisent pour les Psittacidés. 

x Des masques de différentes formes et de différentes tailles dont l’ouverture est ajustée aux 
oiseaux grâce à du latex ou des bandes autocollantes (Vetrap…). 

x Sondes endotrachéales sans ballonnets et de différentes tailles et de la bande adhésive pour 
la fixer. 

x Des canules de sacs aériens. 
x Ventilateurs mécaniques adaptés à la taille des patients (il en existe pour des patients aussi 

petits que les Callopsittes par exemple). 
x Du matériel de monitoring : stéthoscope (éventuellement œsophagien), thermomètre (de 

préférence œsophagien), Doppler, électrocardiographe, capnographe, oxymètre de pouls, 
etc. 

x De quoi réchauffer l’animal : des tapis chauffants, des lampes, des bouillottes, etc. 
x Des boites à induction de différentes tailles et de préférence avec un système d’évacuation 

des gaz anesthésiques dans un compartiment prévu à cet effet. 

vi. Procédure anesthésique 

¾ Induction : 

Il est recommandé d’induire l’anesthésie en utilisant des agents volatils, soit en plaçant le patient 
dans une boite à induction, soit directement au masque (pour les plus gros oiseaux notamment, cf. 
figure 78). Dans tous les cas, il faut adapter la taille de la boite ou du masque à celle de l’oiseau en 
essayant de prendre le plus petit possible (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 
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L’utilisation d’une boîte à induction permet de limiter les pertes en gaz ainsi que l’exposition du 
manipulateur aux agents volatils (sauf lors de l’ouverture de la boîte pour récupérer l’animal). De 
plus, elle permet une induction plus rapide qu’au masque puisque l’oiseau n’est pas stimulé par la 
contention physique (d’autant plus qu’il est possible de couvrir la boîte avec un linge si l’oiseau est 
trop stressé). Cependant, elle limite également le monitoring de l’oiseau et peut constituer un risque 
de blessures pour ce-dernier s’il se débat (fractures des ailes notamment) (GUNKEL, LAFORTUNE 
2005). 

La forme particulière du bec des Psittacidés oblige souvent le vétérinaire à fabriquer lui-même ses 
masques anesthésiques pour s’adapter au mieux à la morphologie du patient et à la position des 
narines. Dans la plupart des cas, des bouteilles en plastiques de différentes tailles peuvent être 
utilisées. Pour faciliter l’induction, la tête entière de l’oiseau doit être placée dans le masque (LIERZ, 
KORBEL 2012). Les fuites peuvent ensuite être colmatées avec une bande autocollante (latex, Vetrap, 
etc.). 

Le flux d’air doit être réglé en fonction de la taille de la boîte utilisée pour avoir une concentration en 
agents anesthésiques optimale : compter 0,5 L/min pour une boîte de 1L à 15 L/min pour une boîte 
de 60L) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Pour le masque, il faut s’adapter à la taille et au poids de 
l’oiseau comme vu plus haut.  

Ici, la main gauche du manipulateur maintien le cou et le corps de l’oiseau dans un linge tandis que la main 
droite maintient le masque anesthésique sur la tête de l’oiseau. On remarque également qu’un linge sert à 

colmater l’ouverture du masque autour du cou du patient afin de limiter les fuites. 

Figure 78 : Induction au masque sur un Ara bleu et jaune (Ara ararauna) (Image : P. GRENTZINGER). 
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Avant d’ajouter le gaz anesthésique, il est primordial de réaliser une pré-oxygénation pendant 5 à 10 
minutes (LIERZ, KORBEL 2012). Celle-ci permet de créer un réservoir de dioxygène 4 à 5 fois supérieur 
à la normal au sein des sacs aériens (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Une fois cette pré-oxygénation réalisée, le clinicien peut ajouter l’agent anesthésique volatile, 
d’abord à 5% puis en diminuant progressivement autour de 2 à 3% jusqu’à l’induction complète 
(quelques minutes environ). Un oiseau induit en boîte à induction peut être récupéré une fois qu’il 
n’a plus le réflexe de se redresser. Cela permet de le monitorer tout en finissant l’induction au 
masque (cf. figure 79). 

¾ Pré-médication : 

La pré-médication n’est pas utilisée en routine chez les oiseaux pour limiter au maximum la 
contention physique ou les manipulations qui pourraient être stressantes pour le patient (GUNKEL, 
LAFORTUNE 2005). Néanmoins, elle peut avoir un intérêt pour sédater les oiseaux trop anxieux ainsi 
que pour limiter la quantité d’agents anesthésiques à utiliser. 

Remarque : Attention à l’utilisation des agents parasympatholytiques qui augmentent la viscosité des 
sécrétions buccales et trachéo-bronchiques et donc les risques d’occlusions des voies respiratoires 
(LIERZ, KORBEL 2012). 

Les molécules utilisables sont présentées dans le tableau 19 ci-dessous : 

  

Ici, on observe que le patient est directement placé sur un tapis chauffant dès l’induction. On 
remarque aussi que le masque anesthésique est ajusté avec une bande autocollante bleue. 

Figure 79 : Fin d’induction au masque sur un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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¾ Intubation et maintenance : 

Il est déconseillé de maintenir l’anesthésie d’un oiseau au masque pour limiter les fuites de gaz vers 
l’environnement mais aussi éviter d’introduire du gaz dans le tractus digestif du patient (WEST, 
HEARD, CAULKETT 2007).  

L’intubation permet à la fois de protéger les voies aériennes en cas de fausse déglutition, mais 
également de ventiler l’oiseau en cas d’arrêt respiratoire. Chez les oiseaux, l’arrêt cardiaque suit très 
rapidement l’arrêt respiratoire. Auquel cas, le pronostic vital s’améliore si l’oiseau est déjà intubé.  
Enfin, la présence d’une sonde endotrachéale permet l’utilisation d’un capnographe (GUNKEL, 
LAFORTUNE 2005). 

Famille Molécule Posologie 
(mg/kg) 

Voie 
d'administration Commentaires 

Agents 
parasympatholytiques 

Atropine 

0,02 - 0,08 IM 

Recommandé uniquement en 
cas d'antécédents de brady-
arythmies 
Utilisation en routine contestée 

0,01 - 0,02 IV 

Cause une augmentation de la 
viscosité des sécrétions trachéo-
bronchiques et donc des risques 
d'obstructions des voies 
aériennes 

Glycopyrrolate 0,01 - 0,02 IM, IV 

Recommandé uniquement en 
cas d'antécédents de brady-
arythmies 
Utilisation en routine contestée 
Cause une augmentation de la 
viscosité des sécrétions trachéo-
bronchiques et donc des risques 
d'obstructions des voies 
aériennes 

Sédatifs et 
tranquillisants 

Butorphanol 0,5 - 1,0 IM Peut causer une forte 
dépression respiratoire 

Butorphanol + 
Kétamine + 
Médétomidine 

1,0 (B) 
3,0 (K) 
0,04 (M) 

IM 

Améliore la ventilation et 
diminue la quantité d'agents 
volatils nécessaires à la 
maintenance 

Diazépam 0,2 - 1,0 IM, IV 
Privilégier l'injection en IV 
Peut être réversé avec du 
Flumazénil (0,1 mg/kg IM) 

Midazolam 0,8 - 3,0 IM 

Peut être réversé avec du 
Flumazénil (0,1 mg/kg IM) 
Préféré au Diazépam pour les 
injections IM 

Tableau 19 : Présentation des molécules disponibles pour la pré-médication des oiseaux (réalisation 
personnelle d’après (GUNKEL, LAFORTUNE 2005) ; (LIERZ, KORBEL 2012) ; (WEST, HEARD, CAULKETT 2007) 

et (CARPENTER, MARION 2013). 

 

Abréviations : IM = intramusculaire ; IV = intraveineux. 
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Pour l’intubation, il faut délicatement étendre le cou, ouvrir le bec puis sortir la langue pour pouvoir 
apercevoir la glotte. Une sonde endotrachéale sans ballonnet peut alors être mise en place (GUNKEL, 
LAFORTUNE 2005) (cf. figure 80). Comme dit précédemment, il faut veiller à ne pas choisir un trop 
gros diamètre de sonde pour ne pas risquer de léser la trachée. Pour les tout petits Psittacidés, il est 
possible d’utiliser des embouts de cathéters ou des sondes urinaires pour chats, à condition que le 
bout ne soit pas contendant (WEST, HEARD, CAULKETT 2007).   

La sonde ne doit pas être enfoncée de plus de 2cm dans la trachée. Une fois en place, elle doit donc 
être convenablement fixée au bec par une bande adhésive pour ne pas risquer qu’elle ressorte (cf. 
figure 81) (DEGERNES 2008). 

  

On remarque ici que l’intubation d’un Psittacidé peut être facilitée si une seconde personne tient la 
tête et le bec de l’oiseau. 

Figure 80 : Intubation d’un Ara bleu et jaune (Ara ararauna) (Image : P. GRENTZINGER). 
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¾ Canulation d’un sac aérien : 

Cette procédure peut être réalisée en urgence en cas d’obstruction haute des voies respiratoires 
(corps étranger trachéal, masse, granulome fongique…) ou encore lorsque l’intubation trachéale 
n’est pas possible ou risque de gêner l’intervention (endoscopie de la trachée ou chirurgie de la tête 
par exemple) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007).  

Elle se fait au niveau d’un des sacs aériens thoraciques caudaux ou abdominaux (les deux côtés sont 
possibles). Sur les plus grands oiseaux, il est même possible de canuler un des sacs cervicaux. 
Néanmoins, le sac thoracique caudal gauche reste le site privilégié en raison de sa plus grande taille 
(GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

Tapis chauffant 

Ailes repliées et fixées 
par une bande 
autoadhésive 

Membre pelvien 
gauche tiré 
caudalement 

Masque anesthésique 

Figure 82 : Youyou du Sénégal (P. senegalus) en position avant la pose d’une canule au niveau du sac ou 
abdominal ou thoracique caudal gauche (Image : P. GRENTZINGER, remerciements au Dr. Le Loch). 

Ici, elle est fixée au bec mandibulaire grâce à une bande adhésive. 

Figure 81 : Sonde endotrachéale en place sur un Ara bleu et jaune (Ara ararauna) 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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Sauf en cas d’urgence, cette procédure est à réaliser sur un oiseau déjà anesthésié. L’oiseau est placé 
en décubitus latéral droit, la patte gauche tirée vers l’arrière et les ailes repliées au-dessus du dos 
pour laisser apparaitre la fosse paralombaire gauche (cf. figure 82) (DEGERNES 2008). 

La zone de canulation est délimitée caudalement par l’insertion du fémur, crânialement par les 
dernières côtes et dorsalement par le synsacrum (cf. figures 83 et 84) (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 
Une fois l’oiseau en position, celle-ci est délicatement plumée, nettoyée et désinfectée. 

Afin d’assurer l’asepsie de l’intervention, il est conseillé de placer ensuite un champ chirurgical sur 
l’oiseau. La peau est incisée à la lame de scalpel puis des ciseaux chirurgicaux sont utilisés pour 
disséquer les tissus mous (plans musculaires et paroi du sac aérien) (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

La canule stérile est ensuite insérée d’un à deux centimètres dans l’ouverture et fixée à la peau par 
des points de suture (fil non-résorbable). Pour s’assurer qu’elle est correctement en place et 
fonctionnelle, il suffit d’observer si de la condensation se forme sur les parois de la canule au rythme 
de la respiration (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). Elle peut ensuite être branchée au circuit 
anesthésique le temps de l’intervention (DEGERNES 2008). 

  

Zone d’incision 

Bouillotte 

Délimitation des 
dernières côtes 

Figure 83 : Zone d’incision pour la canulation des sacs thoracique caudal et abdominal gauches 
(Image : P. GRENTZINGER, remerciements au Dr. Le Loch). 
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Le tube peut être laissé en place 3 à 5 jours si le patient est hospitalisé mais doit être vérifié tous les 
jours (conditions d’asepsie, tube toujours en place, etc.) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). De plus, il 
est conseillé de maintenir le cou du patient avec un collier élisabéthain ou une collerette pour éviter 
qu’il ne vienne enlever ou détruire la canule avec son bec. Le perroquet peut également être placé 
sous antibiothérapie afin de prévenir toute entrée de germes par la canule (DEGERNES 2008). 

¾ Réveil : 

Le réveil est la période la plus critique (car plus risquée) de l’anesthésie des oiseaux. Le patient doit 
donc être monitoré avec attention durant cette phase, et ce jusqu’à ce qu’il soit capable de se 
maintenir sur ses membres pelviens (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). De même, une bonne analgésie est 
primordiale au bon déroulé du réveil. 

L’oxygénothérapie peut être maintenue jusqu’au réveil complet de l’oiseau, que ce soit via la sonde 
endotrachéale ou par un masque anesthésique (cf. figure 85). L’oiseau doit être placé en décubitus 
ventral ou maintenu la tête en haut dans les bras du praticien et le réveil doit se faire dans le calme. 

Canule 

Plan musculaire 

Plan cutané 
Plan sous-cutané 

Paroi du sac aérien 

Sac aérien 

Figure 84 : Schéma d’une canule en place dans un sac aérien et traversant les plans cutané et 
musculaires avant de pénétrer dans la paroi du sac aérien (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

Ici, l’oxygénothérapie se fait via un masque anesthésique et des mesures de réchauffement sont en place 
(tapis chauffant sous l’alèze, linge autour de l’oiseau et sèche-cheveux). De plus, une serviette placée autour 
du corps du patient empêche des grands mouvements des ailes ou des pattes et donc un réveil trop brutal. 

Figure 85 : Réveil d’un Ara bleu et jaune (A. ararauna) (Image : P. GRENTZINGER). 
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En effet, il est déconseillé de stimuler le perroquet par des bruits ou des secousses car le stress alors 
occasionné pourrait lui être fatal (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

S’il constate des sécrétions buccales importantes, le clinicien peut placer l’oiseau tête en bas et 
nettoyer la cavité buccale (et particulièrement l’entrée de la trachée) avec des compresses 
absorbantes (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). De plus, l’hypothermie est un risque majeur lors de cette 
phase et les mesures de réchauffement doivent donc être maintenues jusqu’au réveil complet (LIERZ, 
KORBEL 2012). 

Sans anomalie, le réveil est très rapide (quelques minutes à peine) et commence par des 
tremblements du corps de l’oiseau. Attention, il peut également être brutal avec des mouvements 
violents des ailes notamment. Il est donc préférable de maintenir le patient dans un linge ou dans les 
bras jusqu’à ce qu’il puisse être remis en cage (cf. figure 85) (GUNKEL, LAFORTUNE 2005). 

Les facteurs pouvant ralentir le réveil sont (GUNKEL, LAFORTUNE 2005) : longue procédure, choix 
d’un protocole anesthésique inadapté, douleur, hypothermie, maladie sous-jacente limitant la 
métabolisation des anesthésiques (insuffisance rénale ou hépatique par exemple), obésité (relargage 
de certains anesthésiques), etc. 

Après le réveil, placer l’oiseau dans un environnement chaud, bien oxygéné, sombre et calme pour 
minimiser le stress et les mouvements. Proposer à manger dès que l’oiseau est parfaitement réveillé 
pour limiter les risques d’hypoglycémie (attendre quelques heures avant de proposer à boire) (WEST, 
HEARD, CAULKETT 2007). 

b- Monitoring 

Comme on l’a déjà évoqué, l’anesthésie d’un oiseau comporte de nombreux risques pour la 
vie du patient (LICHTENBERGER, KO 2007). Le monitoring est donc primordial afin d’assurer la 
sécurité de ce-dernier. Cependant, si de nombreux outils sont disponibles chez les mammifères, 
ceux-ci sont rarement fiables pour les oiseaux. L’équipement électronique ne remplace donc en 
aucun cas les connaissances du praticien (NEVAREZ 2005). 

i. Réflexes 

La présence ou l’absence de certains réflexes permet d’avoir une indication sur la profondeur 
de l’anesthésie. Ceux-ci doivent donc être évalués très régulièrement. 

Les réflexes examinés chez l’oiseau sont (NEVAREZ 2005) : 

x Tonus du bec : indique que l’anesthésie est trop légère s’il est présent. 
x Réflexe cornéen (fermeture de la membrane nictitante dès qu’on touche la cornée) : il doit 

toujours être présent. Si ce n’est pas le cas, l’anesthésie est trop profonde. 
x Réflexe palpébral : Disparait même en anesthésie légère (DEGERNES 2008). 
x Réponse à un stimulus douloureux : Pincer l’extrémité distale d’un doigt. Si l’oiseau répond, 

l’anesthésie est trop légère. 

  



160 
 

ii. Température 

Comme on l’a déjà évoqué, l’hypothermie est une complication fréquente de l’anesthésie 
d’un oiseau et peut avoir des effets délétères pour l’animal. La température doit donc être 
monitorée tout au long de l’anesthésie, par exemple grâce à un thermomètre œsophagien (méthode 
de référence) (NEVAREZ 2005). L’anesthésie entraine une décontraction des muscles du cloaque et 
de ses sphincters. Ainsi, la température cloacale est souvent sous-estimée par rapport à la 
température centrale (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

De plus, il est conseillé de mettre en place des mesures de réchauffement dès l’induction. En effet, 
un oiseau placé sous anesthésie gazeuse sans mesures de réchauffement perd en moyenne 3 à 3,5°c 
toutes les 40 minutes (DEGERNES 2008), voire même plus si la cavité cœlomique est ouverte sur 
l’extérieur. Le praticien peut par exemple utiliser (NEVAREZ 2005): 

x Des appareils envoyant de l’air chaud (sèche-cheveux, soufflants…) : comme chez les 
mammifères, attention à ne pas assécher les cornées du patient. Ils limitent les pertes par 
convection (et parfois conduction). 

x Des tapis chauffants : à placer entre la table et le patient. Ils limitent les pertes par 
conduction mais présentent un risque important de brûlures par contact. Il faut donc 
impérativement séparer l’oiseau de l’appareil grâce à un linge. 

x Des bouillottes : à placer au contact de la peau, par exemple le long du thorax ventralement 
aux ailes. Des gants (latex, nitrile…) remplis d’eau peuvent être utilisés car ils sont pratiques 
(toutes les cliniques en ont) et comportent moins de risques de brûler l’oiseau. Néanmoins, 
ils peuvent facilement se rompre et inonder le champ opératoire. 

x Des lampes chauffantes : limitent les pertes par radiation et sont facilement disponibles dans 
le commerce. 

iii. Fonction cardio-vasculaire 

C’est une part essentielle du monitoring d’une anesthésie car elle permet d’avoir des 
informations sur la fréquence et le rythme cardiaque et la pression artérielle (NEVAREZ 2005). 
Malheureusement, c’est aussi le domaine pour lequel il est plus difficile de s’équiper. 

La fréquence cardiaque peut déjà être contrôlée grâce à un stéthoscope (œsophagien ou non), mais 
également avec un Doppler en glissant la sonde dans l’œsophage jusqu’à entendre les battements 
carotidiens (DEGERNES 2008). 

Il est également possible d’utiliser un électrocardiographe (= ECG) pour suivre la fréquence et le 
rythme cardiaques. Chez les oiseaux, il est préférable de fixer les électrodes sur des aiguilles 
enfoncées dans la peau (LICHTENBERGER 2005). De nombreux exemple d’ECG sont disponibles dans 
la littérature (ZANDVLIET 2005) (LICHTENBERGER 2005). 

La pression artérielle peut être mesurée de manière directe (via un cathéter artériel) ou indirecte 
(grâce à un Doppler notamment). Cependant, cet examen reste difficile pour les oiseaux de trop 
petite taille (< 300g) en raison d’un matériel peu adapté (LICHTENBERGER 2005). 

Le brassard utilisé pour le Doppler doit mesurer entre 30 et 50% de la longueur du membre sur 
lequel il est posé. Il doit être fixé autour du fémur ou de l’humérus distal et la sonde du Doppler est 
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ensuite placée distalement au brassard au niveau de l’artère ulnaire, ulnaire distale ou 
métatarsienne. La pression artérielle systolique est ensuite mesurée en dégonflant lentement le 
brassard grâce à un sphygmomanomètre (premier signal audible) (LICHTENBERGER 2005). Répéter 
plusieurs fois la mesure pour gagner en précision. Cette méthode ne permet pas de calculer la 
pression artérielle moyenne mais a l’avantage d’être peu coûteuse pour le clinicien. Une pression 
systolique inférieure à 90 mmHg évoque une hypotension tandis qu’une valeur supérieure à 180 
mmHg doit faire suspecter une hypertension (CARPENTER, MARION 2013). Néanmoins, en l’absence 
de données bibliographiques précises concernant la pression artérielle de chaque espèce, le clinicien 
doit surtout s’intéresser aux tendances suivies par les valeurs obtenues au Doppler (augmentation ou 
diminution de la pression systolique au cours de l’intervention). 

Contrairement aux mammifères, peu de sites de cathéterisation artérielle sont disponibles pour une 
mesure directe de la pression artérielle. Pour les oiseaux de plus de 200g, le site privilégié est l’artère 
radiale profonde. Pour les patients de moins de 200g, c’est l’artère ulnaire superficielle (cf. figure 86). 
En raison de la fragilité des vaisseaux, cette procédure reste compliquée à mettre en œuvre 
(SCHNELLBACHER et al. 2014).  

iv. Fonction respiratoire 

Le contrôle visuel de la respiration reste le moyen le plus efficace de monitorer la respiration. 
Les apnées sont des complications fréquentes si l’anesthésie est trop profonde et constituent une 
menace pour la vie de l’oiseau. Au contraire, une augmentation de la fréquence respiratoire indique 
une anesthésie pas assez profonde ou une douleur (LICHTENBERGER, KO 2007). 

Il existe des moniteurs de la fréquence respiratoire émettant un signal sonore à chaque respiration. 
Cela permet au chirurgien d’avoir une indication de la respiration tout en gardant le regard fixé sur le 
site chirurgical. Néanmoins, il faut adapter la taille du capteur à celle de l’oiseau sans quoi l’appareil 

 En pratique, la peau peut être incisée pour faciliter la pose du cathéter. 

Figure 86 : Sites de cathéterisation artérielle (cercles) préférentiels chez les Psittacidés 
((SCHNELLBACHER et al. 2014). 
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risque de ne pas détecter les respirations (NEVAREZ 2005). L’inconvénient de cette technique réside 
dans le fait que le moniteur peut être trompé par des mouvements chirurgicaux (pression sur les sacs 
aériens lors d’un déplacement de viscères par exemple). Les bruits émis ne seront alors pas 
représentatifs de la fréquence respiratoire et pourront même masquer des apnées (DEGERNES 
2008). 

L’oxymétrie de pouls permet quant à elle de mesurer la saturation en oxygène du sang artériel (= 
SpO2, exprimée en pourcentage) et donc de détecter une hypoxie. Chez les Psittacidés, la sonde 
« anale » est la plus précise et peut être placée dans le cloaque ou dans l’œsophage. La sonde en 
forme de pince peut également être utilisée et sera fixée préférentiellement au niveau des doigts. 
Une SpO2 physiologique est comprise entre 95 et 100%. Une valeur inférieure à 95% indique donc 
une hypoxie tandis qu’une valeur inférieure à 90% implique une intervention d’urgence pour rétablir 
l’oxygénation du sang (NEVAREZ 2005). 

Le capnographe reste l’un des outils les plus utilisés pour le monitoring de l’anesthésie des oiseaux 
puisqu’il permet d’avoir des informations sur la respiration (fréquence et amplitude du mouvement) 
et sur le statut acido-basique de l’animal (DEGERNES 2008). En effet, il mesure l’end-tidal de CO2 (= 
EtCO2, soit le pourcentage de CO2 présent dans le mélange de gaz en fin d’expiration), lui-même 
corrélé à la pression partielle artérielle en CO2. Le capnographe indique donc si l’oiseau et en 
hypercapnie ou non (NEVAREZ 2005). 

L’analyse des gaz du sang est rarement entreprise en clinique en raison de la difficulté d’obtenir un 
échantillon de sang sur les plus petits individus. De plus, le réservoir sanguin des oiseaux est faible 
comparé à celui des mammifères de même taille. Le clinicien préfère donc souvent éviter des prises 
de sang répétées (NEVAREZ 2005). 

v. Glycémie 

Lors de longues procédures, il est conseillé de surveiller régulièrement la glycémie, et ce 
notamment au réveil. 

Les valeurs physiologiques de la glycémie de certaines espèces sont présentées dans le tableau 20 ci-
dessous :  

Tableau 20 : Valeurs de référence de la glycémie chez certaines espèces de Psittacidés (d’après 
(CARPENTER, MARION 2013)). 

Espèces 
Gris du 
Gabon Amazones Perruches ondulées Callopsittes Cacatoès 

P. erithacus Amazona sp. M. undulatus N. hollandicus Cacatua sp. 
Valeur (mg/dL) 190 - 350 220 - 350 254 - 399 200 - 450 200 - 300 

      

Espèces 
Conures Eclectus Inséparables Aras Youyou du Sénégal 
Aratinga sp. E. roratus Agapornis sp. Ara sp. P. senegalus 

Valeur (mg/dL) 200 - 350 225 - 300 200 - 400 280 - 320 140 - 250 
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c- Procédures d’urgence 

¾ Complications anesthésiques : 

Comme on l’a évoqué plus haut, l’anesthésie des oiseaux comporte des risques pour l’animal. Les 
complications possibles sont : arrêt respiratoire, arrêt cardiaque, bradycardie, bradypnée, 
hypotension, hypoglycémie, régurgitations, obstruction de la sonde endotrachéale, hypothermie, 
hémorragies, mort, etc. (LIERZ, KORBEL 2012). 

Celles-ci doivent donc être anticipées par le clinicien afin de gagner du temps si elles surviennent et 
d’améliorer le pronostic. Dans cette optique, il est conseillé de placer un cathéter intraveineux au 
début de toute anesthésie (même sur une anesthésie flash si l’oiseau est débilité) (WEST, HEARD, 
CAULKETT 2007). Si elles surviennent, elles doivent être prises en charge le plus rapidement possible 
afin de maximiser les chances de sauver l’oiseau, en commençant par diminuer la profondeur de 
l’anesthésie (DEGERNES 2008). 

Enfin, un arrêt cardio-respiratoire a un très mauvais pronostic chez l’oiseau (GUNKEL, LAFORTUNE 
2005). 

¾ Molécules d’urgence : 

Celles-ci doivent être stockées à disposition du clinicien et rapidement accessibles en cas d’urgence. 
Les molécules utilisables chez les Psittacidés sont résumées dans le tableau 21. 

Tableau 21 : Molécules d’urgence disponibles chez les Psittacidés (réalisation personnelle d’après 
(CARPENTER, MARION 2013); (GUNKEL, LAFORTUNE 2005) ; (WEST, HEARD, CAULKETT 2007)). 

Molécule Dose Voie 
d'administration Commentaires 

Atropine 
0,02-0,1 mg/kg SC, IM, IV, IO, IT Traitement des bradycardies 
0,5 mg/kg IM, IV, IO, IT Réanimation cardio-respiratoire 

Dobutamine 5-15 µg/kg/min IV (CRI) 
Traitement de l’hypotension 
Ne se substitue pas à une fluidothérapie 

Dopamine 5-10 µg/kg/min IV (CRI) 
Traitement de l’hypotension 
Ne se substitue pas à une fluidothérapie 

Glycopyrrolate 0,01-0,02 mg/kg IM, IV 
Induction plus lente qu'avec l'atropine 
Traitement des bradycardies 

Epinéphrine (1:1000) 0,05-1 mL/kg IM, IV, IO, IT 
Réanimation cardio-respiratoire 
Traitement des bradycardies 

Bicarbonate de sodium 1-5 mEq/kg IV, IO 
Réanimation cardio-respiratoire 
Traitement de l'acidose métabolique 

Dextrose 50% 500 mg/kg IV lente 
Traitement de l'hypoglycémie 
Ne jamais l'injecter en IM ou SC 

Doxapram 5-20 mg/kg IM, IV, IO, IT 

Traitement des arrêts respiratoires 

Utilisation non recommandée, surtout 
chez les oiseaux en hypoxie. 

 Abréviations : IM = intramusculaire ; SC = sous-cutanée ; PO = per-os ; IV = intraveineux ; 
IO = intra-osseux ; IT = intra-trachéal. 
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¾ Arrêt cardio-respiratoire : 

En cas d’arrêt respiratoire, le pronostic vital est réservé à sombre. La procédure de réanimation 
cardio-respiratoire est la même que pour les mammifères (LIERZ, KORBEL 2012) : 

x A = Airway : Intuber l’oiseau ou canuler un sac aérien. 
x B = Breathing : Ventiler l’oiseau (cf. partie suivante). 
x C = Circulation : Mettre en place un massage cardiaque. Celui-ci est rarement efficace chez 

les oiseaux en raison de la position du cœur. En effet, celui-ci se situe dorsalement au 
sternum qui absorbe les chocs du massage. 

x D = Drugs : Injection des molécules d’urgence (cf. tableau 16). 
x E = Electricity : Branchement du monitoring. 
x F = Fluids : Fluidothérapie (cf. partie II-D-3). 

On peut rajouter à cette procédure les mesures de réchauffement. En effet, la plupart des arrêts 
cardio-respiratoires sont consécutifs à une hypothermie majeure (température corporelle du patient 
inférieure à 38°c) qui participe à l’assombrissement du pronostic (LIERZ, KORBEL 2012). 

¾ Ventilation en pression positive : 

Cette procédure permet de ventiler l’oiseau lorsque celui-ci ne respire plus (ou pas suffisamment). 
Certains auteurs recommandent d’ailleurs de ventiler l’oiseau au moins une fois par minute afin 
d’assurer un apport minimum en O2 dans les sacs aériens (et donc ensuite dans les poumons) 
(DEGERNES 2008). 

Si l’oiseau est en arrêt respiratoire, il est nécessaire de le ventiler 6 à 10 fois par minute sans 
dépasser une pression inspiratoire de 8 à 10 cmH2O. Plus que les chiffres, le clinicien doit assurer une 
expansion optimale du thorax en assurant un temps inspiratoire durant 1/3 du cycle respiratoire. 
Cette ventilation peut se faire à l’aide d’un ventilateur mécanique à condition que celui-ci soit adapté 
à la taille de l’oiseau (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

En cas de chirurgie impliquant une ouverture des sacs aériens, les agents anesthésiques sont 
expulsés vers l’extérieur dans l’environnement (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Le clinicien doit 
donc s’assurer de se protéger ainsi que son personnel. 

d- Analgésie 

Comme pour les mammifères, l’analgésie est un point essentiel de l’anesthésie des oiseaux. 
En effet, la douleur augmente le risque d’apparition de complications (tachycardie, tachypnée, réveil 
long, etc.). 

i. Physiologie de la douleur chez les Psittacidés 

En raison de leur tendance à rester stoïques face à des situations stressantes (et typiquement 
l’examen clinique), il a longtemps été considéré que les oiseaux ne ressentaient pas la douleur. 
Néanmoins, il est désormais clair que cette affirmation est fausse comme nous allons le voir 
(MACHIN 2005).  
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La physiologie de la douleur implique une détection périphérique du stimulus douloureux, une 
transmission du signal et une intégration cérébrale de l’information. Chez l’oiseau, il existe trois 
types de récepteurs à la douleur (MACHIN (2) 2005) : 

x Nocicepteurs mécano-thermiques à seuil élevé : récepteurs polymodaux activés par des 
températures supérieures à 40°c ainsi que par des stimulations mécaniques. Ils sont 
comparables aux fibres C non-myélinisées des mammifères. 

x Nocicepteurs mécaniques : ont un seuil élevé mais permettent de détecter la douleur sur 
une zone plus étendue que les précédents. 

x Nocicepteurs thermiques : sont moins sensibles au froid et détectent la chaleur à partir d’un 
seuil plus élevé que chez les mammifères. 

Une fois détecté, le signal est transmis à différentes régions du mésencéphale et du prosencéphale 
de manière similaire à ce qui se passe chez les mammifères, ce qui appuie l’hypothèse que les 
oiseaux ressentent effectivement la douleur (MACHIN (2) 2005).  

De même, comme chez les mammifères, des opioïdes endogènes (comme l’endorphine par exemple) 
inhibent le signal douloureux en se fixant sur les récepteurs µ, δ et κ (MACHIN (2) 2005). 

La présence de structures nerveuses permettant la détection et l’intégration de stimuli douloureux 
justifient donc d’élaborer un protocole analgésique adapté à la situation et au patient. 

ii. Reconnaître la douleur chez l’oiseau 

Les oiseaux vont soit masquer la douleur (beaucoup plus que les mammifères), soit 
exacerber des comportements qu’ils n’ont pas à la maison (picage ou automutilation de la zone 
douloureuse par exemple). Ainsi, pour pouvoir détecter une douleur, le praticien doit bien connaitre 
les comportements normaux des oiseaux (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Les signes associés à la douleur chez les Psittacidés sont (WEST, HEARD, CAULKETT 2007) (LIERZ, 
KORBEL 2012) :  

x En cas de douleur aigüe : réaction de fuite face au stimulus, cris, augmentation de la pression 
artérielle et des fréquences cardiaque et respiratoire, etc. 

x En cas de douleur chronique : changement de tempérament (agression, agitation, 
prostration…), réticence aux déplacements et à se percher, boiterie, léthargie, dos voussé, 
insomnie, dysorexie voire anorexie associée à un amaigrissement, picage voire 
automutilation de la zone douloureuse, arrêt du nettoyage du plumage, particulièrement 
autour du site douloureux, diminution des vocalisations sauf au contact de la zone, etc. 

Néanmoins, tous ces comportements peuvent être masqués par une immobilité de l’oiseau si celui-ci 
est trop stressé (MACHIN (2) 2005). 

De plus, les expressions faciales que peuvent exprimer les Psittacidés sont subtiles. La douleur n’est 
donc pas forcément évidente à détecter, ce qui ne veut pas dire qu’elle est absente (MACHIN (2) 
2005). 
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iii. Gestion de la douleur 

L’analgésie doit être mise en place le plus tôt possible, à savoir dès l’arrivée de l’oiseau en 
consultation si nécessaire ou avant toute intervention douloureuse. L’analgésie doit donc être 
complètement intégrée au protocole anesthésique (MACHIN (2) 2005). Elle permettra d’ailleurs ainsi 
de limiter les quantités d’anesthésiques nécessaires. 

Les molécules disponibles et leurs posologies sont présentées dans le tableau 22. 

¾ Opioïdes : 

Les opioïdes sont indiqués dans le cadre de la gestion de douleur modérées à sévères. En fonction de 
la dose administrée, ceux-ci peuvent être efficaces quelques heures à peine (LIERZ, KORBEL 2012). Il 
est donc parfois nécessaire de répéter l’administration. 

Chez les oiseaux, les récepteurs κ sont prédominants. Ainsi, la buprénorphine et le fentanyl (ayant 
une affinité pour les récepteurs µ) n’auront que peu d’intérêt pour l’analgésie des Psittacidés. Le 
butorphanol quant à lui (agoniste des récepteurs κ avec une forte affinité) permet d’assurer une 
analgésie satisfaisante et de diminuer les quantités d’anesthésiques nécessaires pour ne plus 
observer de réponse à un stimulus douloureux (MACHIN 2005). Ceci explique qu’il soit le 
morphinique de choix chez les Psittacidés (LIERZ, KORBEL 2012). 

Les effets secondaires des opioïdes peuvent être une léthargie, une sédation et une dépression 
respiratoire mais ceux-ci ne sont généralement observés qu’après des administrations répétées 
(MACHIN 2005). Sur les oiseaux débilités, il est préférable de ne pas les utiliser au cours d’une 
anesthésie (LIERZ, KORBEL 2012). 

Enfin, les opioïdes sont plutôt utilisés par voie parentérale car ont une mauvaise biodisponibilité s’ils 
sont donnés par voie orale (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

¾ Anti-inflammatoires stéroïdiens = AIS (corticostéroïdes) : 

Les corticostéroïdes peuvent induire une analgésie en limitant l’inflammation liée aux dommages 
tissulaires. Cependant, ils peuvent influencer la réponse aux opioïdes (endogènes ou iatrogènes). Par 
exemple, la déxaméthasone réduit l’activité analgésique des opioïdes µ-agonistes alors qu’elle 
augmente celle des κ-agonistes (MACHIN 2005). 

De plus, les effets secondaires des AIS peuvent être très importants chez les 
Psittacidés (immunosuppression, retard de cicatrisation, maladie hépatique, ulcères gastro-
intestinaux, etc.), ce qui explique que les anti-inflammatoires non stéroïdiens leurs sont souvent 
préférés (ROSENTHAL 2004). 

¾ Anti-inflammatoires non stéroïdiens = AINS : 

Les prostaglandines sont d’importants médiateurs locaux de l’inflammation et sont également 
connues pour abaisser les seuils de sensibilité des nocicepteurs. Ainsi, en inhibant la synthèse de 
prostaglandines, les AINS participent à l’analgésie (MACHIN 2005). 
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Les AINS administrés per-os chez les oiseaux ont une demi-vie plus courte et une moins bonne 
biodisponibilité que chez les mammifères. Néanmoins, ces données pharmacocinétiques sont très 
dépendantes de l’espèce concernée (LIERZ, KORBEL 2012). 

L’utilisation préventive des AINS semble diminuer la douleur causée par un traumatisme chirurgical 
et diminue la quantité d’opioïdes post-chirurgicaux nécessaire lors d’anesthésie multimodale (WEST, 
HEARD, CAULKETT 2007).  

Comme chez les mammifères, les AINS peuvent causer des troubles gastro-intestinaux (saignements, 
régurgitations, ulcères…) et rénaux (ischémie, nécrose, goute rénale…), et particulièrement la 
flunixine méglumine (MACHIN 2005). 

¾ Agonistes α2-adrénergiques : 

Ceux-ci permettent une sédation, un effet anxiolytique, une analgésie et permettent une réduction 
des agents nécessaires à l’anesthésie. Néanmoins, les molécules comme la xylazine ou la 
médétomidine ont également des effets secondaires pouvant être néfastes pour les oiseaux : 
trémulations musculaires, dépression respiratoire, bradycardie, etc. Elles sont donc peu utilisées en 
traitement post-opératoire de la douleur (MACHIN 2005). 

¾ Kétamine : 

La kétamine est un anesthésique dissociatif ayant une valence analgésique. En effet, elle prévient de 
manière efficace la douleur aigüe liée à une chirurgie mais a une action plus limitée contre les 
douleurs viscérales. Elle n’est donc pas suffisante pour assurer l’analgésie lors de laparotomies ou de 
chirurgies orthopédiques (MACHIN 2005). 

Tableau 22 : Molécules analgésiques disponibles chez les Psittacidés (réalisation personnelle d’après 
(CARPENTER, MARION 2013) ; (WEST, HEARD, CAULKETT 2007)). 

Molécule Dose (mg/kg) Voie 
d'administration 

Fréquence 
d'administration Commentaires 

AINS 

Ketoprofen 1 - 5 IM Toutes les 8 à 12h N'est pas recommandé chez les 
petites espèces 

Carprofen 1 - 4 SC, PO, IM Toutes les 12h Ne pas utiliser plus de 7 jours 

Meloxicam 0,1 - 0,5 SC, PO Toutes les 24h En per-os, biodisponibilité 
proche de 100% 

OPIOÏDES 

Buprénorphine 0,01 - 0,25 IM Toutes les 8 à 12h 0,1-0,5 mg/kg vu inefficace chez 
GG 

Butorphanol 
2 - 5 IM Toutes les 2 à 6h Permet une diminution 

conséquente de la MAC de 
l'isoflurane  0,5 - 4 IV Toutes les 1 à 4h 

 

  

Abréviations : IM = intramusculaire ; SC = sous-cutanée ; PO = per-os ; IV = intra-veineux. 
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2) Sexage 

La détermination du sexe de l’oiseau est primordiale dès lors que l’animal est destiné à la 
reproduction. De plus, c’est une information importante pour le clinicien pour orienter son diagnostic 
(par exemple, savoir que l’oiseau est un mâle permet d’écarter l’hypothèse de rétention d’œuf en 
cas de dyspnée). Il existe trois méthodes de sexage des Psittacidés comme nous allons le détailler 
(TULLY et al. 2009). 

a- Par dimorphisme sexuel 

Comme on l’a déjà évoqué, de rares espèces de Psittacidés présentent un dimorphisme 
sexuel. Celui-ci peut être évident comme chez les Eclectus (E. roratus) (cf. figure 87) ou les perruches 
de Barraband (Polytelis swainsonii) (cf. figure 88) ou beaucoup plus discret comme chez les perruches 
ondulées (M. undulatus) (cf. figure 89). 

Mâle Femelle 
Figure 88 : Dimorphisme sexuel flagrant : exemple de l’Eclectus (E. roratus) (Images : P. GRENTZINGER). 

Mâle Femelle 

Figure 87 : Dimorphisme sexuel plus discret : exemple de la perruche de 
Barraband (Polytelis swainsonii) (Images : P. GRENTZINGER). 
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Cet examen a pour avantage d’être extrêmement simple et rapide mais n’est malheureusement 
applicable que pour de très rares espèces de Psittacidés (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005). 

b- Par ADN 

Contrairement aux mammifères, les chromosomes sexuels des oiseaux sont nommés W et Z 
(et non pas X et Y). De plus, chez les oiseaux, la femelle est hétérozygote ZW alors que le mâle est 
homozygote ZZ (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005).  

La technique réside donc à identifier le chromosome W femelle par PCR. Les analyses peuvent se 
faire en laboratoire sur (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005) :  

x Sang : une goutte suffit au test. 
x Plume : ADN récupéré dans les cellules arrachées en même temps que la plume. Ainsi, pour 

assurer la réalisation du test, il est conseillé d’envoyer plusieurs plumes fraichement 
prélevées et de ne pas utiliser des plumes tombées lors de la mue. 

x Coquille d’œuf : ADN récupéré dans les vaisseaux sanguins parcourant l’intérieur de la 
coquille. 

Cette technique est extrêmement fiable même si une erreur humaine liée à l’interprétation des 
résultats reste possible. 

c- Par visualisation des organes reproducteurs 

Cette méthode est la plus fiable mais est également la plus invasive. En effet, elle consiste à 
observer directement les testicules ou la grappe ovarienne par laparotomie ou grâce à l’endoscopie. 

Femelle Mâle 
Figure 89 : Dimorphisme sexuel discret : exemple de la perruche ondulée (M. undulatus) 

(Images : L. LEPELLETIER). 

La cire (peau entourant les narines) du mâle est bleue alors que celle de la 
femelle est jaunâtre à grisâtre. 
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Pour cette raison, elle n’est pas réalisable chez les trop petits oiseaux en raison de la taille du 
matériel (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005). 

Afin de faciliter la procédure, il est conseillé de faire un jeûne de quelques heures avant 
l’intervention afin de diminuer le volume des anses digestives (TULLY et al. 2009). 

Pour l’endoscopie, l’oiseau est placé sous anesthésie. Puis, la procédure est la même que pour 
canuler le sac aérien gauche : l’oiseau est placé en décubitus latéral droit et une incision est réalisée 
au même endroit que pour la canule (cf. figure 83). L’endoscope est alors introduit par cette 
ouverture jusque dans le sac aérien abdominal (cf. figure 90).  

De là, le clinicien pourra rechercher les gonades au niveau des pôles crâniaux des reins (DIVERS 
2015). Les figures 91 et 92 montrent l’aspect des gonades observées à l’endoscope. 

 

Endoscope 

Masque anesthésique dans lequel est 
placée la tête de l’oiseau 

Ailes de l’oiseau repliées sur son dos 

Figure 90 : Endoscopie cœlomique d’un Youyou du Sénégal (P. senegalus). Entrée par le sac aérien abdominal 
gauche (Image : P. GRENTZINGER, remerciements au Dr. Le Loch). 
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Après une endoscopie coelomique, il est conseillé de placer l’oiseau sous Meloxicam pendant 
quelques jours pour l’aider à gérer l’inconfort de la procédure. De plus, l’incision peut être refermée 
par un point en U ou en X avec du fil résorbable (cf. figure 91). 

Les complications liées à l’endoscopie sont rares si l’examen se fait rapidement et dans de bonnes 
conditions d’asepsie. Celles-ci sont : hémorragies mineures, entrée de germes dans le sac aérien 
menant à une aérosacculite et emphysème sous-cutané (DIVERS 2015). Ainsi, les principaux risques 
pour l’animal sont liés à l’anesthésie. 

  

R P 

G 

F 

Figure 93 : Observation de la grappe ovarienne 
(G) d’un Youyou du Sénégal (P. senegalus) 

mature sous endoscopie. 

On observe ici un follicule ovarien (F), la paroi 
séparant deux sacs aériens (P) et le pôle crânial 

du rein gauche. 
On observe ici la glande surrénale gauche (a) et le 

pôle crânial du rein gauche (k). 

Figure 92 : Observation du testicule gauche (t) 
d’un Cacatoès à huppe rouge (Cacatua 

moluccensis) mature sous endoscopie (DIVERS 
2015). 

Figure 91 : Zone d’incision refermée par un point de suture à la fin d’une 
endoscopie sur un Youyou du Sénégal (P. senegalus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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3) Taille des rémiges 

Le but de la taille des rémiges est d’empêcher l’oiseau de voler en diminuant la voilure de 
l’aile. Certains propriétaires demandent cette procédure afin de limiter les risques d’échappées ou de 
blessures pendant le vol (l’oiseau qui percute une vitre ou qui vole dans la cheminée par exemple) 
(ATHAN 1999). Certains parcs zoologiques l’utilisent pour pouvoir présenter des oiseaux en liberté 
sans risquer de les perdre. 

Cette procédure est relativement simple à réaliser mais comporte tout de même quelques pièges 
que le praticien doit connaître afin de ne pas blesser l’oiseau (ATHAN 1999) : 

x Ne jamais rémiger l’alula ou les plumes de couvertures. 
x Seules les rémiges primaires ont un intérêt à être rémigées puisque ce sont elles qui 

permettent la prise d’altitude lors du vol. 
x Les plumes ne doivent jamais être coupées trop court au risque de créer des complications 

lors de la repousse ou des douleurs qui pousseront l’oiseau à l’auto-mutilation. 
x Une plume coupée ne repousse pas : elle sera remplacée par une nouvelle lors de la mue. 

Ainsi, il est inutile de rémiger l’oiseau avant une période de mue sous peine de devoir 
recommencer quelques semaines après. 

x Il ne faut jamais arracher une rémige. En effet, les rémiges sont insérées directement sur l’os. 
Les arracher est donc extrêmement douloureux pour l’animal et comporte de grands 
risques : automutilation, hémorragie, anomalie à la repousse, etc. 

Attention, d’après notre expérience certains oiseaux parviennent à compenser la taille de leur 
rémiges et continuent donc à voler (développement musculaire, aide par le vent, etc.). Le 
propriétaire doit donc être prévenu que rémiger son animal n’est pas une garantie absolue contre les 
risques d’échappées. 

Deux techniques de taille des rémiges sont possibles : 

x La première consiste à rémiger les deux ailes de manière symétrique. Elle peut sembler plus 
efficace que la seconde méthode pour empécher le vol (ATHAN 1999) . Cependant, si l’oiseau 
essaye de voler (ou s’il est déséquilibré), il ne peut plus supporter son poids et risque donc 
une chute violente et les traumatismes qui en résultent (fractures, traumatisme crânien, 
etc.). Pour cette raison et d’après notre expérience, peu de praticiens conseillent cette 
technique. 

x La seconde revient à ne rémiger qu’une seule aile (POWERS 2006). L’oiseau sera alors 
déséquilibré et tombera en cercles. Néanmoins, l’aile intégrale restante lui permettra de 
freiner sa chute ce qui limite le risque de traumatismes. 

Chaque rémigeage doit être adapté à l’oiseau (POWERS 2006). Ainsi, il est conseillé de commencer 
par couper à partir de la 4ème rémige primaire et de couper les 5 à 8 rémiges suivantes en se dirigeant 
vers l’extrémité proximale de l’aile (cf. figure 94). Si cette coupe ne suffit pas, d’autres rémiges 
peuvent être coupées selon l’appréciation du clinicien.  
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Laisser les 3 premières rémiges primaires permet d’avoir un rémigeage invisible une fois l’aile repliée, 
ce qui est un facteur esthétique souvent important pour le propriétaire. Néanmoins, cela laisse aussi 
plus de chances à l’oiseau de compenser la taille de ses rémiges (ATHAN 1999). 

Le rémigeage peut se faire sous anesthésie flash ou vigile si le clinicien a un petit peu d’expérience 
(auquel cas, il est nécessaire de se faire aider par au moins une seconde personne se chargeant de la 
contention du patient) (cf. figure 95). L’oiseau doit être placé sur le dos, face ventrale des ailes 
visibles au clinicien. L’aile à rémiger est étendue et le vétérinaire peut alors couper les plumes au 
niveau du calamus avec des ciseaux ou une pince coupante (cf. figure 95) (ATHAN 1999). 

Figure 94 : Plumes à couper pour une taille des rémiges (réalisation personnelle). 

Légende : 
Plumes à couper 
P1 : Rémige primaire 1 
P10 : Rémige primaire 10 
S1 : Rémige secondaire 1 
S12 : Rémige secondaire 12 

Figure 95 : Taille des rémiges d’un Ara chloroptère (A. chloropterus) (Image : P. GRENTZINGER). 

 Ici, une personne (en haut) assure la contention de l’oiseau tandis que le vétérinaire (en bas) 
coupe la seconde rémige primaire. 
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Remarque : Attention à ne jamais couper une plume en pousse. Ceci serait extrêmement douloureux 
pour l’oiseau et une hémorragie difficile à stopper pourrait survenir (POWERS 2006). Celles-ci sont 
facilement repérables en raison du tube toujours présent et entourant la plume (cf. figure 96). 

4) Taille du bec et des griffes 

Que ce soit à cause d’une pathologie ou par defaut d’usure, le bec et les griffes d’un 
perroquets peuvent pousser de manière anarchique ce qui finira par gêner l’oiseau (prise alimentaire 
difficile, perchage impossible, etc.) ou le propriétaire (griffures lorsque le perroquet est sur son bras, 
etc.). Ce dernier solicitera alors son vétérinaire pour tailler et limer le bec et les griffes. 

a- Les griffes 

La coupe de griffes peut se faire de deux manières différentes (POWERS 2006) : avec une 
pince coupante ou un coupe-griffes (seulement chez les plus petits oiseaux ayant les griffes les plus 
fines, peut se faire vigile si l’animal est calme) ou avec une lime (anesthésie alors recommandée à 
cause du stress engendré par le bruit de l’appareil et la sensation du limage) (cf. figure 97).   

Plume en pousse 

Tube de pousse 

Figure 96 : Rémige en pousse sur un Ara chloroptère (A. chloropterus). Une telle plume ne doit 
surtout pas être coupée (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 97 : Limage des griffes d’un Youyou du Sénégal (P. senegalus) sous anesthésie flash à 
l’aide d’une lime rotative (Image : P. GRENTZINGER, remerciements au Dr. Le Loch). 
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La pulpe de la griffe est assez longue chez l’oiseau. Cependant, il ne faut surtout pas la couper ou la 
limer car c’est extrêmement douloureux et cela peut engendrer une hémorragie. Si c’est le cas, 
l’hémorragie peut être stoppée par une poudre styptique. La griffe sera alors nettoyée et désinfectée 
pendant quelques jours (avec de la bétadine diluée par exemple). 

Remarque : Grâce à un entraînement médical poussé, certains propriétaires arrivent à couper et 
limer les griffes de leur perroquet chez eux et avec la coopération de l’oiseau. 

b- Le bec 

Le bec des Psittacidés est constitué de couches de kératine recouvrant les os et poussant en 
continu depuis la jonction peau/bec et en direction du tomium : la rhinothèque recouvre l’os 
maxillaire et la gnathothèque la mandibule. Certaines affections du bec (traumatisme, infection, 
néoplasie, maladie du bec et des plumes = PBFD, ou encore malocclusion congénitale) entrainent une 
pousse anormale ou une déviation du bec (POWERS 2006) (cf. figures 98 et 99). Le limage du bec 
devient alors nécessaire et doit se faire au besoin (dès que la prise alimentaire devient difficile ou s’il 
y a un risque de fracture par exemple). 

Pour cela, on utilise une lime rotative puis du papier de verre (grains fins) pour les finitions. Le limage 
est réalisé sous anesthésie flash (cf. figure 100). Attention, les tissus sous-jacents aux couches 
kératinisées sont très vascularisés. Ainsi, si le bec est limé trop court, une importante hémorragie 
peut survenir (POWERS 2006). Celle-ci sera traitée de la même manière que pour les griffes. 

Figure 98 : Bec maxillaire anormalement long 
chez un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : 

P. GRENTZINGER) 

Figure 99 : Longueur normale du bec 
d’un Gris du Gabon (P. erithacus) 

(Image : P. GRENTZINGER). 
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Enfin, le clinicien doit connaître la morphologie normale du bec des espèces les plus fréquentes. En 
effet, les Aras (Ara sp.), le Cacatoès nasique (Cacatua tenuirostris) ou encore le Kéa (Nestor notabilis) 
ont physiologiquement un bec maxillaire très long par rapport au Cacatoès rosalbin (Eolophus 
roseicapilla) ou au Loriquet de Swainson (Trichoglossus haematodus) (cf. figure 101) par exemple. 

Figure 101 : Limage du bec maxillaire d’un Gris du Gabon (P. erithacus) 
sous anesthésie flash à l’isoflurane (Image : P. GRENTZINGER). 

Ara chloroptère (A. chloropterus) Cacatoès nasique (Cacatua tenuirostris) Nestor Kéa (Nestor notabilis) 

Cacatoès rosalbin (Eolophus roseicapilla) Loriquet de Swainson 
(Trichoglossus haematodus) 

Figure 100 : Différentes conformations de becs chez les Psittacidés (Images : P. GRENTZINGER). 
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5) Réparation d’un bec fracturé 

Lorsque la pousse est trop anormale ou en cas de traumatisme, le bec d’un Psittacidé peut se 
fracturer que ce soit au niveau de la rhinothèque (cf. figure 102) ou de la gnathothèque (cf. figures 
102 et 103).  

Lorsque le choc vient de se produire, le vétérinaire doit avant tout gérer la douleur, l’asepsie et les 
éventuelles hémorragies. Une fois la prise en charge d’urgence, il est important de rechercher 
d’autres séquelles du traumatisme, et notamment en réalisant des radiographies de la tête à la 
recherche d’éventuelles fractures (COLES 2007).  

Bien souvent, une fracture du bec entraine une dysorexie voire une anorexie par gêne lors de la prise 
alimentaire. En effet, comme on l’a déjà évoqué, le bec est un instrument essentiel au perroquet 
pour se nourrir, que ce soit pour casser des aliments (coques de noix, etc.) ou tout simplement pour 
s’en saisir. Ainsi, la disparition d’une portion de bec peut entraîner un sévère amaigrissement par 
inanition qui peut être fatale à l’oiseau en quelques jours à peine (TULLY et al. 2009). 

Face à cela, le vétérinaire est tenu de mettre en place un plan de réalimentation adapté (nourriture 
facilement préhensible par l’animal par exemple), voire de gavage si nécessaire. De plus, il peut créer 
une prothèse de bec en résine adaptée à son patient et la lui fixer (colle ou clous orthopédiques) (cf. 
figure 104) (SCHNELLBACHER et al. 2010). 

Figure 102 : Multiples fractures du bec sur un Ara bleu 
et jaune (A. ararauna) suite à un choc contre une vitre 

lors d’un vol (Image : P. GRENTZINGER). 

Figure 103 : Fracture du bec maxillaire sur un 
Ara bleu et jaune (A. ararauna) ayant une 
anomalie congénitale de la pousse du bec 

(Image : P. GRENTZINGER). 
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La prothèse doit rester en place tant qu’elle est nécessaire à l’oiseau. De plus, même si l’oiseau 
remange avec son appareillage, il est important de surveiller son poids très régulièrement dans les 
semaines qui suivent le traumatisme afin de s’assurer que la prise alimentaire est suffisante 
(SCHNELLBACHER et al. 2010). 

6) Retirer une bague d’identification 

Comme on l’a déjà précisé plus haut, la bague d’un Psittacidé ne correspond à aucun registre 
national et ne permet donc pas de retrouver un oiseau facilement. De plus, celle-ci peut être 
responsable de blessures graves fréquemment rencontrées en clientèle (RITCHIE, HARRISON, 
HARRISON 1994) :  

x Si elle est trop petite pour l’oiseau ou en cas de gonflement de la patte, la bague va faire un 
garrot au niveau du membre pelvien en comprimant les vaisseaux sanguins. Ceci entrainera 
très souvent une automutilation ainsi qu’une gangrène sèche et donc la perte de l’extrémité 
distale du membre, voire une septicémie en cas de surinfection bactérienne. 

x Si elle s’abîme, elle peut léser la peau de l’oiseau et occasionner des plaies qui risquent alors 
de se surinfecter. 

x Très souvent, les oiseaux coincent accidentellement des objets entre leur patte et leur 
bague. Ils vont alors s’agiter pour se libérer. Malheureusement dans ce cas, c’est bien 
souvent le tarsométatarse et/ou l’articulation du tarse qui vont rompre avant la bague. Par 
expérience, le pronostic est alors réservé à sombre pour la patte de l’oiseau (et pour l’oiseau 
lui-même en cas de fracture ouverte). 

Clou orthopédique 

Figure 104 : Prothèse en résine de la rhinothèque sur un Eclectus (E. roratus) mâle dont le 
bec a été fracturé suite à une chute (Image : P. GRENTZINGER). 
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Pour ces différentes raisons, les propriétaires demandent souvent au vétérinaire de retirer la bague 
et de la remplacer éventuellement par une puce électronique. 

Un retrait de bague se fait toujours sous anesthésie gazeuse flash pour éviter que l’oiseau ne se 
blesse en se débattant et pour faciliter le travail du clinicien (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005). En 
effet, c’est une procédure qui peut être assez difficile, en particulier si le membre est très gonflé et si 
la bague est prise dans l’œdème (RITCHIE, HARRISON, HARRISON 1994). 

La première technique pour retirer la bague est de la faire glisser jusqu’à l’articulation 
métatarsienne, puis de faire passer à l’intérieur les doigts I et IV et enfin la faire glisser le long des 
doigts II et III. Cette technique n’est possible que chez les très jeunes oiseaux dont la patte est encore 
suffisamment fine.  

La seconde technique consiste à couper la bague avec une pince coupante à bagues. Néanmoins, 
cette pratique est à proscrire à absolument en raison de sa dangerosité pour l’animal. En effet, 
lorsque la pince pénètre dans la bague, le clinicien ne maîtrise plus les forces appliquées à cette-
dernière qui risque alors de basculer en causant des dommages à la patte de l’oiseau : hématome, 
lacérations voire même fractures (RITCHIE, HARRISON, HARRISON 1994). 

La méthode de référence consiste à couper la bague en deux endroits à l’aide d’une scie rotative de 
très petit diamètre (RITCHIE, HARRISON, HARRISON 1994). Afin de ne pas léser la peau sous la bague, 
un objet métallique (sonde cannelée, branche de pince…) peut être glissé entre les deux plans (cf. 
figure 105). De plus, la bague doit être constamment arrosée de liquide physiologique pour éviter 
l’échauffement du métal et donc des brûlures du tissu cutané (cf. figure 105). 

  

Figure 105 : Retrait de la bague d’un Youyou du Sénégal (P. senegalus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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7) Prise de sang et mise en place d’un cathéter veineux 

a- Prise de sang 

Chez les oiseaux, le volume sanguin équivaut à 5 à 13% du poids du corps en fonction de l’espèce 
(LONGLEY 2008). Lors de la prise de sang, le clinicien ne doit pas prélever plus de 10% du volume 
total sanguin, soit 1% du poids du corps en moyenne. La règle à retenir est que sur un oiseau en 
bonne santé, il est possible de prélever 1mL de sang pour 100g de poids vif (MURRAY 1997). Ainsi, 
0,6 mL pourront être ponctionnés sur un oiseau pesant 60g par exemple. Heureusement, les 
nouveaux analyseurs disponibles en médecine vétérinaire sont désormais capables de donner des 
résultats à partir de très petits volumes sanguins (KRAMER, HARRIS 2010). 

Néanmoins, l’état de santé du patient doit être pris en compte avant tout prélèvement. Ainsi, la prise 
de sang pourra être reportée si le vétérinaire considère l’oiseau débilité ou si ce-dernier montre des 
signes de déshydratation, d’anémie ou d’antécédents d’hémorragie récente (POWERS 2006). 

En raison de la proximité des sites de prélèvement avec d’autres structures nobles (carotides, 
trachée, tendons, faisceaux nerveux, etc.) et de la tendance des perroquets à se débattre sous 
contention physique, il est conseillé de réaliser la prise de sang sous anesthésie flash. 

Comme nous allons le décrire, plusieurs sites sont disponibles à la prise de sang chez les Psittacidés. 

i. La veine jugulaire 

La veine jugulaire droite est le vaisseau sanguin périphérique le plus développé chez les 
oiseaux. Elle est d’ailleurs beaucoup plus large que la jugulaire gauche qui est même vestigiale chez 
certains oiseaux. Ainsi, c’est le site préférentiel de ponction quand une quantité importante de sang 
doit être ponctionnée (KRAMER, HARRIS 2010). 

Dans la pratique, l’oiseau anesthésié est placé en décubitus latéral gauche. Son cou est ensuite 
étendu (pour les plus gros oiseaux, se faire aider pour maintenir la tête) puis l’aptérium (zone sans 
plume) est mis à jour en écartant les plumes du cou. Puis, la peau est humidifiée avec de l’alcool. La 
compression est faite d’un doigt à la base du cou au niveau de l’entrée du thorax. La jugulaire se 
distend alors, la rendant encore plus visible sous la peau fine (cf. figure 106). Pour les oiseaux, il est 
recommandé d’utiliser l’aiguille la plus fine possible (généralement entre 22 et 28 gauge) (KRAMER, 
HARRIS 2010). 
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En raison de la finesse de la paroi vasculaire, la principale complication d’une prise de sang à la 
jugulaire est la formation d’un hématome (POWERS 2006). Celui-ci est rare quand une technique 
convenable est utilisée mais peut apparaitre si l’oiseau se débat, s’il présente un trouble de la 
coagulation ou encore à cause du manque d’expérience du clinicien (ponction de la veine de part en 
part par exemple). Une plus grave complication serait la perforation du sac aérien cervical (vue par 
l’apparition de sang dans la cavité buccale) (KRAMER, HARRIS 2010).  

Pour limiter le risque de complications, une anesthésie flash est fortement recommandée afin de 
faciliter la tâche du vétérinaire. De plus, il est conseillé d’introduire l’aiguille dans la peau avec un 
angle de 30° avec le plan cutané et le biseau vers la veine (permet de diminuer la longueur d’aiguille 
à enfoncer dans la veine pour pouvoir récolter du sang) (KRAMER, HARRIS 2010).  

ii. Veines ulnaires, radiales et basilaires 

Les veines ulnaires et radiales sont situées en face ventrale de l’aile où elles courent le long 
du radius et de l’ulna. En se rejoignant au niveau coude, elles forment la veine basilaire qui longe 
l’humérus (cf. figure 107) (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

  

Aptérium 

Veine jugulaire 
droite 

A gauche, le vétérinaire utilise son pouce gauche pour faire la compression et son index gauche pour 
étendre le cou. L’aiguille utilisée est une 26 gauge. 

A droite, il utilise son index gauche pour la compression et son pouce pour étendre le cou. L’aiguille 
utilisée est une 23 gauge. 

Figure 106 : Prises de sang sur une femelle Eclectus (E. roratus) (à gauche) et un Ara bleu et jaune 
(A. ararauna) (à droite) au niveau de la veine jugulaire droite (Images : P. GRENTZINGER, 

remerciements au Dr. Hue et au Dr. RISI). 
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Ces veines sont très facilement observables à travers la peau (cf. figure 108), surtout au niveau du 
coude. Néanmoins, leur faible diamètre fait que ces veines ne sont utilisées que pour les prises de 
sang des oiseaux de taille moyenne à grande, en particulier si une ponction veineuse a été réalisée 
peu de temps avant au niveau de la jugulaire (le but étant de préserver celle-ci) (KRAMER, HARRIS 
2010). 

 Avant de faire la prise de sang, la peau est nettoyée avec de l’alcool, ce qui permet également 
d’écarter les plumes du site de ponction. Le prélèvement est ensuite réalisé de préférence avec une 
aiguille de 25 à 28 gauge et une seringue d’au maximum 3mL (KRAMER, HARRIS 2010). 

L’oiseau est placé en décubitus dorsal et l’aile est étendue parallèlement à la table d’opération. Si 
l’oiseau est vigile, une attention particulière doit être portée à l’immobilisation de l’aile afin de ne 
pas risquer de fracture si l’oiseau se débat (si nécessaire, se faire aider par un second manipulateur). 
La compression est réalisée en région proximale au coude ou le long de l’humérus en fonction de la 
veine ponctionnée (cf. figure 108) (KRAMER, HARRIS 2010). 

  

 
Figure 107 : Anatomie schématique des veines parcourant la face ventrale des ailes des oiseaux (issu 

de (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009)). 
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En raison de l’extrême finesse des parois vasculaires, l’apparition d’un hématome est très fréquente 
pendant ou après la prise de sang même si elle a peu de conséquences (POWERS 2006). Par 
conséquent, une compression de 30 secondes à 2 minutes doit être réalisée au point d’entrée de 
l’aiguille afin de favoriser l’hémostase (MURRAY 1997). 

iii. Veines métatarsiennes 

Comme leur nom l’indique, les deux veines métatarsiennes (médiale et dorsale) courent le 
long du tarsométatarse, la veine médiale étant la plus utilisée des deux pour la prise de sang (CLARK, 
BOARDMAN, RAIDAL 2009).  

Par rapport aux autres veines citées ci-dessus, elle est plus difficile à ponctionner en raison de 
l’épaisseur de la peau des pattes et à son aspect reptilien (impression de présence d’écailles). De 
plus, elle n’est utilisée que chez les plus gros perroquets (Gris du Gabon et plus) car est trop petite 
chez les autres espèces où la jugulaire lui sera préférée (KRAMER, HARRIS 2010). 

Il est conseillé de se placer au niveau de la jonction entre peau fine et peau épaisse, quitte à retirer 
quelques plumes au préalable. La peau est ensuite désinfectée à l’alcool et la compression est faite 
caudalement au grasset. Puis, l’aiguille est insérée en suivant un angle très faible avec le plan cutané 
(cf. figure 109) (KRAMER, HARRIS 2010). 

Grace aux tissus musculaires présents autour de la veine et à l’aspect non-extensible de la peau, la 
formation d’hématome est très rare au niveau de ce site de ponction. Néanmoins, réaliser une 
hémostase appropriée est de rigueur après chaque prélèvement (KRAMER, HARRIS 2010). 

  

Corps de l’oiseau 

Coude 

Point de compression 

Veine ulnaire 
Radius 

Carpe 

Ici, un second manipulateur (main à droite sur la photo) se charge d’étendre 
l’aile et de faire la compression. 

Figure 108 : Prise de sang à la veine ulnaire sur un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : P. GRENTZINGER, 
remerciements au Dr. Le Loch). 
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iv. Au niveau des griffes 

Le prélèvement de sang au niveau des griffes est une technique considérée comme étant à 
proscrire (MURRAY 1997). En effet, elle consiste à couper la griffe jusqu’à la pulpe pour récupérer 
une goutte de sang. 

Cette méthode est donc très douloureuse pour l’oiseau. De plus, elle ne permet de récupérer qu’une 
très faible quantité de sang capillaire présentant des valeurs biochimiques artéfactuelles par rapport 
au sang veineux (KRAMER, HARRIS 2010). 

b- Pose d’un cathéter intraveineux 

La pose d’un cathéter intraveineux (= IV) permet l’administration rapide de molécules en IV, 
une fluidothérapie ou encore une administration en continue par CRI (= Constant Rate Infusion) de 
molécules analgésiques par exemple. C’est donc un acte fondamental à maîtriser. En effet, le 
cathéter IV est primordial lors d’anesthésies de plus de 15 minutes ou encore lors de certaines 
hospitalisations (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Le cathéter peut être posé au niveau des veines ulnaires, basilaires ou métatarsienne médiale (cf. 
figure 110). Si possible, la veine jugulaire est à éviter pour ne pas l’abimer (en particulier si la 
jugulaire gauche est très peu développée). La veine radiale quant à elle est trop fine pour être 
cathéterisée chez la plupart des oiseaux (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

 

 

Face médiale du membre pelvien droit 

Peau fine et lisse 

Veine métatarsienne médiale 

Peau épaisse et écailleuse 

Figure 109 : Prise de sang à la veine métatarsienne médiale sur un Gris du Gabon (P. erithacus) 
(Image : P. GRENTZINGER) 
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De plus, si la pose est rendue délicate par la finesse et la fragilité des parois vasculaires (utiliser un 
cathéter inférieur à 24 gauge), le plus difficile reste de fixer le cathéter et de le maintenir en place 
(WEST, HEARD, CAULKETT 2007) : 

x Au niveau de la veine métatarsienne : fixer le cathéter avec une bande adhésive puis 
envelopper le membre dans un bandage de type Robert-Jones pour éviter que l’oiseau ne le 
retire. 

x Au niveau des veines ulnaires et basilaires : prendre le cathéter dans un pansement papillon 
(formé avec une bande adhésive) puis fixer ce-dernier à la peau avec quelques points de 
suture. Il est ensuite conseillé de maintenir l’aile avec un bandage en 8 (cf. partie I-E-9) pour 
éviter que le cathéter ne s’enlève (ou que l’oiseau joue avec). 

Dans la plupart des cas il faudra mettre au perroquet un collier élisabéthain (collier maintenant le 
cou tendu ; peut être réalisé avec une bande auto-adhésive type Vetrap autour d’une couche de 
ouate enroulée autour du cou, cf. figure 111)  ou une collerette pour éviter que celui-ci ne détruise 
ou arrache le cathéter avec son bec (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Remarque : Par expérience, il arrive parfois que le mandrin soit placé correctement dans la veine 
mais que le sang ne monte pas (ou très lentement) dans le cathéter. Ceci complique encore la pose 
du cathéter même si le clinicien apprend à passer outre avec la pratique. 

  

 Figure 110 : Pose d’un cathéter intraveineux sur un Gris du Gabon (P. erithacus) au niveau de la 
veine ulnaire métatarsienne médiale (Image : P. GRENTZINGER). 
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8) Administration de molécules thérapeutiques 

Comme chez les mammifères, le vétérinaire a à sa disposition plusieurs voies 
d’administrations possibles pour les traitements : per-os (= PO), sous-cutanée (= SC), intramusculaire 
(= IM), intraveineuse (= IV), intra-osseuse (= IO) ou encore par nébulisation. 

Le choix de la voie d’administration dépend de nombreux facteurs (ROMAN (2) 2004) :  

x Traitement d’un groupe (préférer la voie orale) ou d’un animal isolé. 
x Oiseau apprivoisé ou non : dans les cas où l’oiseau est sauvage et très stressé par la 

proximité humaine, préférer une forme galénique qui permet de cacher le traitement dans 
l’alimentation. 

x Animal en choc ou en état d’urgence : privilégier les voies IV ou IO 
x Oisillon élevé à la main : ajouter le traitement à la pâtée alimentaire 
x Pathologie traitée : par exemple, les sacs aériens sont très peu vascularisés ce qui rend les 

traitements réalisés par voie parentérale rarement efficaces. Les inhalations peuvent donc 
être utilisées pour avoir une action locale directement au niveau des voies respiratoires. 

x Propriétés pharmacologiques de la molécule et volume à administrer. 

a- Administration per-os 

Le pH du jabot des Psittacidés est acide ce qui peut dénaturer certaines molécules. De plus, la 
vidange du jabot est difficile à prévoir ce qui rend la biodisponibilité du traitement aléatoire (ROMAN 
(2) 2004). 

i. Via la nourriture ou l’eau de boisson 

C’est une solution qui permet de traiter des groupes d’oiseaux, particulièrement si ceux-ci ne 
se laissent pas approcher par l’homme (vermifuges d’oiseaux en volière par exemple). Néanmoins, 

Figure 111 : Collier élisabéthain sur une conure soleil (A. solstitialis) mis en place pour 
protéger le bandage Robert-Jones sur sa patte droite (Image : P. GRENTZINGER). 
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cette technique ne permet pas de garantir une prise du traitement suffisante et équitable entre tous 
les individus (ROMAN (2) 2004). 

De plus, comme on l’a déjà vu, les perroquets font souvent preuve de néophobie alimentaire. Ainsi, 
si le traitement utilisé ajoute un goût à l’eau de boisson ou à l’aliment, de nombreux oiseaux 
refuseront de s’alimenter ou trieront les aliments « contaminés » par le traitement (SAMOUR 2008). 
Ainsi, il n’y a aucune assurance que les concentrations sanguines thérapeutiques seront atteintes par 
cette voie d’administration (ROMAN (2) 2004). 

Pour ces raisons, cette méthode est à éviter sur des oiseaux dysorexiques ou anorexiques et le 
clinicien (ou le propriétaire) doit s’assurer à chaque fois de la bonne prise du traitement. 

ii. Directement dans le bec 

Cette méthode peut être proposée aux propriétaires sur un traitement court et dans le cas 
où il y a peu d’oiseaux à traiter et que ceux-ci sont apprivoisés. 

Elle consiste à faire prendre le traitement directement dans une seringue avec la coopération de 
l’oiseau (qui peut facilement être obtenue grâce à un entraînement médical) (COLES 2007). Pour 
rendre le médicament plus attractif, celui-ci peut être mélangé à un aliment appétant pour l’oiseau 
(purée ou jus de fruits par exemple). 

L’avantage de cette solution est qu’elle permet de donner la dose adéquate à chaque individu. 
Néanmoins, le principal inconvénient est que s’il n’y est pas habitué, l’oiseau risque d’avoir peur de la 
seringue et donc de ne pas s’en approcher. 

iii. Par gavage 

L’administration d’une molécule par gavage permet de maîtriser de la prise du traitement ou 
encore de mettre en place un support nutritionnel pour les patients anorexiques. 

Pour gaver un perroquet, le vétérinaire doit s’équiper de sondes de gavage métalliques (le bec du 
perroquet détruira tout autre matériau et l’oiseau risquera alors d’avaler un morceau de sonde) de 
différentes tailles et longueurs, comme présentées en figure 48. Celles-ci doivent évidemment être 
nettoyées et désinfectées après chaque utilisation (SAMOUR 2008).  

Avant de commencer le sondage, la carrure de l’oiseau détermine la taille de la sonde œsophagienne 
à utiliser. De plus, celui-ci doit être maintenu dans un linge (si nécessaire par un second 
manipulateur). La sonde est introduite (vide et sans seringue fixée dessus) par la face latérale gauche 
du bec puis est dirigée au fond de la cavité buccale (si besoin en maintenant le bec ouvert avec un 
spéculum). Elle est ensuite glissée dans l’œsophage jusqu’au jabot (à la base du cou, crânialement à 
l’entrée du thorax) (cf. figure 112) (ROSET 2012). Le clinicien doit alors s’assurer que la sonde est bien 
en place dans le jabot afin de ne rien administrer dans la trachée. Pour cela, il suffit de palper la 
trachée et vérifier que la sonde n’est pas à l’intérieur (très facile à constater chez les oiseaux). 
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Une fois la sonde en place, le clinicien peut administrer délicatement les traitements ou l’aliment de 
gavage en finissant si possible par administrer un peu d’eau qui servira à la fois à vidanger l’intérieur 
de la sonde mais aussi à hydrater l’oiseau. Au cours de la procédure, le cou du patient doit être 
maintenu tendu afin de limiter le risque de régurgitations (SAMOUR 2008). La quantité pouvant être 
administrée dépend de la taille du jabot qui est peu extensible chez les perroquets adultes : si des 
éléments de gavage apparaissent dans la cavité buccale au cours de l’administration, la sonde doit 
être retirée et l’oiseau placé en cage pour qu’il puisse vider sa cavité buccale (ROSET 2012). 

Une fois que tout le traitement a été administré, la sonde est retirée avec la seringue encore fixée au 
bout pour limiter l’entrée d’air dans le jabot. L’oiseau doit ensuite être laissé au calme et surveillé à 
la recherche de signes de régurgitation. 

De nombreux aliments de supports sont disponibles dans le commerce sous forme de poudre à 
mélanger avec de l’eau. Ceux-ci ont tendance à gonfler et à épaissir une fois reconstitués. Ainsi, la 
préparation doit être réalisée immédiatement avant l’administration et les restes doivent être jetés 
(POWERS 2006). 

iv. Oesophagostomie 

Sur un oiseau trop débilité qui ne se nourrit plus et si le gavage est impossible (masse 
œsophagienne par exemple), le vétérinaire peut choisir de poser une sonde d’oesophagostomie afin 
de continuer à alimenter l’oiseau. Cette technique est également recommandée en cas de 
traumatisme important du bec ne pouvant être corrigé par une prothèse (POWERS 2006). 

La flèche noire indique l’emplacement de l’extrémité de la sonde situé au niveau du jabot. 

Figure 112 : Sonde œsophagienne en place sur une conure soleil (Aratinga solstitialis) 
(Image issue de (ROSET 2012)). 
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De même, des oiseaux présentant des régurgitations chroniques peuvent souffrir d’une inflammation 
du jabot. En s’implantant directement dans le proventricule (donc caudalement au jabot), la sonde 
d’oesophagostomie permet donc de protéger le jabot et de stopper l’inflammation (WHITTINGTON 
2013). 

La pose de la sonde se fait sur oiseau anesthésié placé en décubitus latéral (WHITTINGTON 2013) :  

x La zone du cou est plumée et la peau est préparée en vue de la chirurgie (nettoyage et 
désinfection) avant d’être étirée.  

x Le vétérinaire peut alors prendre les repères nécessaires à l’insertion de la sonde : 
l’extrémité de la sonde est placée à la base du sternum et celle-ci est marquée à l’endroit où 
elle atteint la zone plumée.  

x Une pince à hémostase est ensuite insérée dans l’œsophage via le bec de l’oiseau jusqu’à la 
zone plumée où elle forme une protubérance sous la peau. 

x La peau et l’œsophage sont incisés au niveau de cette protubérance et l’extrémité de la 
pince est extériorisée. 

x L’extrémité du tube est alors saisie dans la pince et la sonde est tirée à travers l’incision, 
l’œsophage, puis la cavité buccale. 

x L’extrémité de la sonde sortant dans la cavité buccale est ensuite lubrifiée avec une solution 
saline puis est redirigée vers le fond de la gorge jusque dans l’œsophage en prenant soin à ne 
pas lui faire faire de plis. 

x Le tube est glissé dans l’œsophage en direction du proventricule jusqu’à ce que le repère 
tracé au début de l’intervention soit au niveau de la peau.  

x La sonde est enfin suturée à la peau grâce à un lacet chinois et le reste du tube est replié le 
long du corps de l’oiseau où il peut être protégé par un jersey.  

La sonde peut être laissée en place plusieurs semaines à condition que l’oiseau la supporte et que le 
site d’incision de la peau reste propre (WHITTINGTON 2013). 

b- Administration sous-cutanée 

Cette voie d’administration est une des plus utilisées en pratique en raison de son 
accessibilité. De plus, elle permet de remplacer facilement les injections intramusculaires quand 
celles-ci sont impossibles (animal cachectique par exemple) (ROMAN (2) 2004). Elle reste tout de 
même moins efficace que les voies IV et IO en cas de traitement du choc où l’éventuelle hypovolémie 
diminue l’absorption des fluides injectés (POWERS 2006). 

Lors de l’injection, il ne faut pas dépasser 5 à 10 mL/kg par site d’injection et utiliser des petites 
aiguilles (25 à 27 Gauge). En effet, la peau des oiseaux est peu extensible : si on injecte trop de 
produit en un seul point, celui-ci risque alors de ressortir par le point d’injection (ROMAN (2) 2004). 

Les sites d’injection privilégiés sont les régions axillaires, inguinales et intersacpulaires (POWERS 
2006) et l’administration peut se faire sur animal sous anesthésie ou vigile (à condition que la 
contention soit effectuée correctement) (cf. figure 113). 
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Avant toute injection, le clinicien doit s’assurer que la molécule qu’il utilise ne risque pas d’entraîner 
de lésions cutanées comme des ulcères ou une nécrose (SAMOUR 2008). 

La peau est désinfectée à l’alcool avant l’injection, ce qui permet également d’écarter les plumes 
pour découvrir la peau. L’aiguille est ensuite enfoncée sous la peau biseau vers l’extérieur et selon un 
angle très faible avec le plan cutané (presque parallèle). La peau des oiseaux étant très fine, l’aiguille 
reste visible pendant l’injection et ne doit surtout pas être enfoncée trop profondément. 

c- Administration intramusculaire 

Ce mode d’administration est très utilisé en routine car très accessible. L’injection est 
réalisée avec une aiguille fine (26 à 28 Gauge) afin de limiter les lésions musculaires et le clinicien 
doit s’assurer que la molécule utilisée n’est pas irritante ou nécrosante à long terme (ROMAN (2) 
2004). 

En raison du système porte rénal, les injections doivent être faites dans la partie crâniale des muscles 
du bréchet le long de la carène en insérant l’aiguille avec un angle inférieur à 30° avec le plan cutané 
(POWERS 2006). 

d- Administration intraveineuse 

Cette voie est généralement utilisée pour des traitements ponctuels en urgence ou pour 
l’administration de fluides pendant une chirurgie. Pour les traitements à long terme, il est en effet 
difficile de laisser un cathéter veineux en place chez les Psittacidés qui parviennent souvent à enlever 

Figure 113 : Injection sous-cutanée au niveau de l’espace interscapulaire chez un 
Ara chloroptère (A. chloropterus) (Image : P. GRENTZINGER). 
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tout le dispositif. De plus, la finesse des parois vasculaires rend les vaisseaux très fragiles et donc peu 
adaptés à des ponctions répétées (ROMAN (2) 2004). Si les injections doivent donc être répétées, il 
est préférable de poser un cathéter ou de changer de voie d’administration (IM par exemple) 
(POWERS 2006). 

Tous les vaisseaux sanguins peuvent servir à l’administration d’un traitement en IV mais les plus 
couramment utilisés sont les veines (POWERS 2006) : 

x Jugulaire droite : très facilement accessible chez les Psittacidés grâce à la présence d’un 
aptérium. 

x Ulnaires et basilaires 
x Le sinus occipital : c’est un sinus veineux situé dans la dure-mère entourant le tronc cérébral 

(cf. figure 114) (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). Néanmoins, en raison de sa forte 
proximité avec des structures nerveuses nobles, ce site d’injection n’est utilisé que pour 
l’euthanasie. Pour cela, l’oiseau est au préalable anesthésié puis l’injection se fait au niveau 
de l’articulation atlanto-occipitale (facilement palpable) en enfonçant l’aiguille avec un angle 
de 30 à 40° avec l’axe des vertèbres cervicales (ROMAN (2) 2004). 

La veine métatarsienne médiale n’est pas utilisée pour des injections en raison du système rénal 
porte (SAMOUR 2008). 

e- Administration intra-osseuse 

La voie IO est utilisée principalement en urgence pour avoir un accès rapide à la circulation 
sanguine (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). L’injection de solutions alcalines ou 
hypertoniques doivent cependant être évitées par cette voie car ceux-ci sont irritants et peuvent 
donc causer une vive douleur chez le patient (ROMAN (2) 2004). 

La flèche noire représente l’angle conseillé pour réaliser une injection dans ce sinus. 

Figure 114 : Localisation anatomique du sinus veineux occipital chez les oiseaux (Schéma issu de 
(CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009)). 
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Le cathéter IO peut être placé dans différents os, et principalement dans (POWERS 2006) : 

x L’ulna (site de référence) : pour cela, la main est placée en hyperflexion et l’articulation du 
carpe est plumée, découvrant ainsi le bord distal du radius. La zone est préparée 
chirurgicalement puis le cathéter est enfoncé jusqu’à la garde en direction de l’articulation 
du coude et parallèlement à l’axe osseux. Une fois en place, le mandrin est retiré, laissant la 
canule de cathéter en place (ROMAN (2) 2004). 

x Le tibiotarse : une fois le grasset mis en hyperflexion et le ligament tibio-patellaire décalé 
latéralement, le cathéter est cette fois inséré au niveau de l’extrémité proximale du 
tibiotarse en direction de l’articulation du tarse, parallèlement à l’axe osseux. La technique et 
la préparation du membre sont les mêmes que pour la canulation de l’ulna. 

Attention, les os pneumatiques (c’est-à-dire reliés aux sacs aériens par des diverticules) ne doivent 
surtout pas être utilisés pour les injections IO au risque de retrouver le produit dans les voies 
respiratoires (et donc de noyer l’oiseau en fonction de la quantité administrée) (BOWLES, 
LICHTENBERGER, LENNOX 2007). 

La plupart des oiseaux en choc n’étant pas en état de supporter une anesthésie (même rapide), la 
pose de cathéter IO peut se faire sur oiseau vigile. Auquel cas, une dose de lidocaïne à 4 mg/kg peut 
être injectée en SC au niveau du point de canulation pour prévenir la douleur de l’acte (POWERS 
2006). 

Si le cathéter osseux doit rester en place (au maximum 48 heures), le point d’entré peut être protégé 
avec une membrane antiseptique et un bandage. La canule doit ensuite être flushée toutes les 6 
heures avec une solution héparinée. S’il est placé dans l’ulna, l’aile doit être maintenue par un 
bandage en 8 (cf. partie II-C-9) (ROMAN (2) 2004). 

L’absorption des fluides injectées en IO est environ équivalente à celle de l’administration IV et le 
cathéter IO est très rapide à poser, ce qui en fait une voie de choix pour les traitements en urgence 
(SAMOUR 2008). 

f- Administration transcutanée 

Cette voie d’administration est anecdotique et réservée aux molécules ayant un passage 
cutané satisfaisant.  

Le principal soin réalisé en transcutané est le traitement antiparasitaire à l’ivermectine : le produit 
est déposé en général au niveau du patagium d’où il diffusera dans la peau (POWERS 2006). 

g- Inhalations 

Les inhalations permettent un traitement local des voies respiratoires et particulièrement 
des sacs aériens que les traitements par voie générale ont du mal à atteindre. Elles sont donc 
indiquées dans le cadre de sinusites bactériennes ou fongiques, trachéites, bronchopneumonies et 
aérosaculites (POWERS (2) 2006).  

Pour cela, il est conseillé d’utiliser un inhalateur émettant des particules liquidiennes de diamètre 
inférieur à 3 µm pour atteindre les voies respiratoires profondes (dont le diamètre avoisine les 3 à 10 
µm) (POWERS (2) 2006). 
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L’oiseau est placé dans une boîte hermétique (cage à oxygène ou boîte à induction) pendant la 
procédure (entre 15 et 20 minutes environ) et ses yeux sont lubrifiés pour éviter un dessèchement 
de la cornée (POWERS (2) 2006). Si besoin (et si l’oiseau est stressé), un drap peut recouvrir la boîte. 
Ainsi, les inhalations permettent de réaliser un traitement très peu stressant pour l’oiseau. 
Cependant, elles peuvent mener à une pollution environnementale, en particulier lors de la 
vaporisation d’antibiotiques critiques. 

Enfin, la nébulisation doit toujours s’accompagner d’un traitement par voie générale afin de gagner 
en efficacité (SAMOUR 2008). En effet, dans le meilleur des cas, on estime que seulement 20% des 
particules nébulisées atteignent les voies respiratoires profondes (ROMAN (2) 2004). 

h- Administrations topiques 

Comme chez les mammifères, de nombreux traitements par voie topique sont disponibles 
chez les oiseaux (collyres, pommades ophtalmiques, etc.) (SAMOUR 2008).  

Seules les pommades cutanées sont à déconseiller chez l’oiseau car ce sont des corps gras très 
salissants pour le plumage que l’oiseau aura du mal à nettoyer (ROMAN (2) 2004). Cependant, elles 
restent possibles au niveau des zones dépourvues de plumes (bec, pattes…) à condition de bien 
protéger la zone d’application afin que l’oiseau ne puisse pas en avaler en essayant de se nettoyer 
(bandages, collier élisabéthain, etc.). 

9) Gestion de plaies et bandages 

a- Soins de plaie  

Comme chez les mammifères, la première chose à faire face à une plaie est de déterminer si 
celle-ci est récente donc considérée comme propre (apparue il y a moins de deux heures) ou non.  

Chez les oiseaux, il faut également s’assurer de l’intégrité des sacs aériens. Pour cela, la plaie est 
rincée délicatement avec un liquide physiologique (NaCl ou Ringer Lactate) : si un sac est percé, le 
vétérinaire pourra alors observer des bulles se formant au niveau de la lésion. Si c’est le cas, le 
pronostic vital de l’oiseau s’assombrit, la crainte étant une infection respiratoire due à une entrée de 
germes. Une antibiothérapie préventive est donc indiquée dans cette situation. 

Dans tous les cas, le caractère joueur et destructeur des perroquets oblige le clinicien à trouver des 
solutions pour que celui-ci ne puisse pas atteindre la plaie et le bandage car il pourrait empirer les 
lésions existantes en s’automutilant (FERRELL 2002) (la seule solution quelque peu résistante étant 
souvent le collier élisabéthain). 

¾ Plaie propre :  

La plaie est d’abord nettoyée et désinfectée avec un antiseptique dilué (chlorhexidine ou 
bétadine). Puis, si les marges peuvent être rapprochées, des sutures peuvent être réalisées. Pour 
cela, il est conseillé d’utiliser du fil résorbable mononofil pour la peau et tressé pour les muscles et 
de faire les points selon les indications suivantes : 

x Points ou surjets en « U » pour la peau. 
x Points en « X » pour les muscles. 
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Si les bords de plaies sont trop éloignés pour réaliser des sutures, il faut favoriser une cicatrisation 
par seconde intention :  

x Après nettoyage et désinfection de la plaie, lui appliquer généreusement un gel 
hydrocolloïde, un baume cicatrisant ou encore du miel. 

x Recouvrir la plaie d’une fine compresse ou d’une membrane hydrocolloïde (de type 
Algoplaque® par exemple). 

x Fixer le tout avec un pansement adapté à la localisation de la plaie. 
x Renouveler le pansement tous les 1 à 2 jours jusqu’à cicatrisation complète. 

 
¾ Plaie « sale » : 

Une plaie est considérée comme étant « sale » lorsqu’elle date de plus de 2 heures, si elle est 
souillée (fientes, débris…) ou encore si elle présente des foyers de suppurations (à noter que chez les 
oiseaux, le pus est solide donc parfois plus difficile à reconnaitre). 

La procédure à suivre dans ce cas-là est : 

x Débridement chirurgical de la plaie : exérèse des tissus non-sains et parage des bords pour 
les raviver. 

x Débridement physico-chimique : nettoyer et désinfecter la plaie avec un antiseptique (faire 
des bains de plaie si nécessaire), la placer sous une quantité appréciable de compresses 
sèches, fixer celles-ci avec un bandage adapté à la localisation de la lésion et renouveler ce 
traitement jusqu’à l’apparition d’un tissu de granulation sain. 

b- Bandage en 8 de l’aile 

Il est indiqué pour immobiliser l’aile en cas de fracture (radius, ulna, humérus ou 
métacarpiens), de luxation des articulations de l’aile et de son attache au thorax ou encore en 
attente d’une chirurgie réparatrice. Ceci permet donc de limiter la douleur liée à la lésion et d’éviter 
que celle-ci ne s’aggrave.  

Remarque : Ce bandage est à prescrire en complément d’une cageothérapie stricte. Sans elle, la 
guérison ne pourra se faire correctement. 

Le bandage doit être imperméable, léger pour ne pas déstabiliser l’oiseau et suffisamment résistant 
pour maintenir l’aile malgré la force du patient (en particulier chez les grands perroquets). De plus, il 
doit pouvoir être retiré facilement sans trop abimer le plumage du patient (éviter les bandes 
adhésives directement sur le plumage car elles arracheront les plumes au retrait du bandage). Il est 
donc conseillé d’utiliser une bande autoadhésive (type Vetrap) pouvant être associée à une bande de 
ouate pour matelasser l’aile (CHAVEZ, ECHOLS 2007). Si les bandes sont trop larges, elles peuvent 
être coupées dans le sens de la longueur pour s’adapter à la taille du patient. 

Cette intervention à immobiliser le coude et le carpe par un bandage en forme de 8, les anneaux du 8 
entourant respectivement le carpe et le coude et les branches du 8 se croisant au niveau du radius et 
de l’ulna (CHAVEZ, ECHOLS 2007) : 
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x Afin de faciliter la pose du bandage, il est conseillé de placer l’oiseau en décubitus dorsal 
(l’anesthésier si besoin) puis de replier l’aile en position physiologique (cf. figure 115). 

x Le premier tour de bande entoure le poignet (cf. figure 115). 
x Puis, faire longer le radius et l’ulna par la bande en direction du coude (cf. figure 115). 
x Entourer le coude en passant la bande en face dorsale (en prenant au passage les plumes des 

ailes) puis la ramener jusqu’au carpe (cf. figure 115). 
x Recommencer cet enchainement plusieurs fois jusqu’à obtenir un bandage suffisamment 

résistant. 

Attention à ne pas trop serrer le bandage (carpe et coude en hyperflexion) ce qui pourrait engendrer 
une ankylose voire une arthrose au niveau de ces deux articulations (CHAVEZ, ECHOLS 2007). 

Si le bandage est sale ou si l’oiseau a réussi à l’atteindre avec son bec (et donc a pu potentiellement 
tirer dessus), il doit être intégralement refait. 

Remarque : Si l’humérus est fracturé, le bandage en 8 doit être fixé au coude pour immobiliser 
l’articulation de l’épaule. Pour cela, le bandage en 8 est réalisé normalement. Puis, dans les derniers 
tours, l’aile blessée est plaquée contre le corps en réalisant plusieurs passages autour du thorax (et 
en laissant la deuxième aile libre) (CHAVEZ, ECHOLS 2007). 

c- Bandage du thorax en harnais 

Ce type de bandages est indiqué pour protéger les plaies et traiter les escarres du bréchet 
tout en laissant les ailes libres. 

Pour cela, une tubulure de perfusion ou une chaussette en jersey roulée sur elle-même est fixée (par 
quelques points de sutures) à la peau au tour de la plaie. Celle-ci évitera que des éléments extérieurs 
(sol…) exercent des forces sur la plaie (cf. figure 116). Cette tubulure est ensuite protégée par des 
tours de bande autoadhésive et imperméable en formant un harnais : les branches se croisent au 
niveau du bréchet et les deux boules entourent les ailes (qu’elles laissent libres) (cf. figure 116) 
(CHAVEZ, ECHOLS 2007).  

Figure 115 : Pose d’un bandage en 8 sur une buse variable (Buteo buteo). La procédure est la 
même sur les Psittacidés (Images : Dr. RISI). 
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d- Bandage « poupée » 

Il est indiqué dans le cadre des affections de la face plantaire du pied (par exemple un 
podagre = une pododermatite ; à faire en complément d’un soin de plaie « sale » comme décrit plus 
haut) ou de fracture des doigts. Il permet en effet de soulager le pied en répartissant les points 
d’appui et d’immobiliser les doigts (CHAVEZ, ECHOLS 2007). 

Comme il sera au contact du sol, le bandage doit impérativement être imperméable et solide. 

La poupée est réalisée selon cette méthode (CHAVEZ, ECHOLS 2007) : 

x Placer une boule de coton ou de compresses la plus grosse possible sous la voûte plantaire 
de sorte que les doigts tendus de l’oiseau se referment tout juste dessus. 

x La boule est ensuite intégralement recouverte par une bande autoadhésive en faisant 
attention de bien passer entre chaque doigt et en remontant légèrement le long du 
tarsométatarse. 

x Puis, envelopper le tout d’une bande adhésive qui apportera imperméabilité et solidité au 
bandage. Faire remonter cette bande le long du tarsométatarse pour éviter que la poupée ne 
glisse. 
 

e- Robert-Jones 

Celui-ci sert à immobiliser les fractures du tibiotarse et du tarsométatarse. Il est réalisé de la 
même manière que chez les mammifères même s’il doit être plus léger que chez ces derniers afin de 
ne pas trop déstabiliser l’oiseau (CHAVEZ, ECHOLS 2007). 

Figure 116 : Pose d’un bandage du thorax en harnais sur un oiseau. La procédure est la même sur les 
Psittacidés (Images : Dr. RISI). 
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Le membre est placé en position physiologique puis est immobilisé par une bande de ouate 
recouverte d’abord par une bande autoadhésive puis, si besoin, par une bande adhésive. Si 
nécessaire, une attelle peut être placée entre les deux premières couches (cf. figure 117). Le bandage 
s’étend de l’articulation du métatarse jusqu’au fémur (le plus crânialement possible) (CHAVEZ, 
ECHOLS 2007).  

D) L’urgence chez les Psittacidés 

1) Détecter une urgence chez les Psittacidés 

Comme on l’a déjà évoqué, les oiseaux se comportent comme des proies et ne laissent 
transparaitre aucune faiblesse ou symptôme. Ainsi, un oiseau présentant des signes cliniques de 
maladie peut déjà être considéré comme nécessitant une prise en charge rapide (HARRIS 2000). 

Les symptômes suggérant une prise en charge d’urgence chez les Psittacidés sont indiqués dans le 
tableau 23 ci-dessous. Evidemment, ces signes cliniques sont des indicateurs mais c’est uniquement 
le clinicien qui pourra évaluer l’urgence de la situation en fonction du cas qui lui est présenté. 

  

Ici, une paille alimentaire fendue dans le sens de la longueur est utilisée en guise d’attelle. 

Figure 117 : Pose d’une attelle sur une Conure soleil (A. solstitialis) souffrant d’une fracture du tibiotarse 
(Image : P. GRENTZINGER). 
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Tableau 23 : Signes cliniques suggérant une prise en charge d’urgence chez les Psittacidés (réalisation 
personnelle d’après (TULLY et al. 2009) ; (DE MATOS, MORRISEY 2005) ; (CARPENTER, MARION 

2013) et (HARRIS 2000)). 

Signes cliniques observés 

Signes généraux 

Amaigrissement 
Prostration / Abattement 
Gonflement abdominal 
Augmentation du temps de sommeil 
Changement brutal de comportement 
Etat de choc 
Hypothermie 

Signes cardiovasculaires 
Arrêt cardiaque 
Déshydratation 
Hypotension / Hypovolémie 

Traumatismes 

Hémorragie 
Boiterie / Asymétrie du vol 
Report de poids sur une des pattes 
Fracture / Luxation 
Traumatisme crânien 
Brûlures 
Morsure par un carnivore domestique 
Automutilation / Plaies 

Signes digestifs 

Consommation d'un aliment toxique 
Corps étranger dans le système digestif 
Anorexie / Dysorexie 
Vomissements 
Impaction du jabot 
Diarrhées / Anomalie des fientes 
Prolapsus cloacal 

Signes neurologiques 

Stupeur / Dépression / Coma 
Crises convulsives 
Ataxie 
Parésie / Paralysie 
Opisthotonos 

Signes respiratoires 
Dyspnée 
Toux / Eternuements 

Signes reproducteurs 
Rétention d'œuf 
Péritonite liée à l’œuf 
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2) Triage et prise en charge d’urgence 

La première étape consiste à déterminer l’urgence de la situation ainsi que les symptômes 
présentés par l’oiseau (sont-ils plutôt neurologiques, respiratoires, etc…) : c’est le triage (HARRIS 
2000). A partir de là, il sera possible de mettre en place les traitements et les soins appropriés.  

Attention, le stress de l’oiseau est le pire ennemi du clinicien. En effet, le stress occasionné par une 
contention peut facilement suffire à tuer un oiseau, surtout si celui-ci est débilité. Ainsi, il faudra 
toujours veiller à ce que la prise en charge se fasse sans stress sous peine de voir mourir l’oiseau très 
rapidement.  

Ce n’est qu’une fois l’oiseau stabilisé (et donc les risques liés au stress légèrement diminués) que le 
clinicien pourra réaliser l’examen clinique et les examens complémentaires afin de déterminer 
l’origine des symptômes observés. Si besoin, il pourra également mettre en place un plan de support 
nutritionnel (cf. partie I-F-5) (BRISCOE, SYRING 2004). 

a- Prise en charge d’urgence générale 

Avant toute chose, il faut examiner à distance la respiration de l’animal. Si le patient présente des 
troubles respiratoires comme une dyspnée ou une polypnée, il doit immédiatement être placé sous 
oxygénothérapie dans une pièce calme et si possible dans le noir. De même, il doit être manipulé le 
moins possible pour ne pas le stresser davantage (DE MATOS, MORRISEY 2005).  

En cas d’obstruction des voies respiratoires supérieures (par exemple la trachée), la simple 
oxygénothérapie ne suffira pas car l’oxygène ne parviendra pas jusqu’aux poumons. Dans cette 
situation et malgré l’immense risque lié à l’anesthésie d’un oiseau débilité, il peut être préférable 
d’endormir le perroquet pour canuler un sac aérien (BRISCOE, SYRING 2004). 

Hormis la détresse respiratoire, les autres paramètres à évaluer rapidement sont la température, 
l’état d’hydratation et la tension. En effet, un oiseau en état de choc sera souvent en hypothermie en 
hypotension et/ou déshydraté. Si c’est le cas, des mesures de réchauffements et une fluidothérapie 
(cf. II-D-3) doivent donc immédiatement être mises en place (BRISCOE, SYRING 2004). 

b- Quelques prises en charge particulières 

 
¾ Les hémorragies : 

Les hémorragies (plaies, plumes en pousse abimée…) nécessitent également une prise en charge 
rapide : la perte d’une faible quantité de sang peut mener à une sévère hypovolémie chez l’oiseau 
(en particuliers les plus petits) (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). Une fluidothérapie doit 
donc être mise en place en plus des soins de plaie. 

¾ Fractures et luxations : 

Toute atteinte de l’appareil squelettique comme les fractures ou les luxations doit motiver la mise en 
place immédiate d’une analgésie et d’un système d’immobilisation du membre en attendant une 
éventuelle prise en charge chirurgicale (cf. partie II-C-9) (DE MATOS, MORRISEY 2005). 
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De plus, l’oiseau devra alors être placé dans une petite cage pour limiter ses mouvements et donc les 
risques d’aggravation de la lésion. 

¾ Brûlures : 

Les brûlures surviennent souvent quand l’oiseau vole dans la cheminée ou se pose sur les plaques de 
cuisson ou les ustensiles de cuisine brûlants. Les zones de brûlures doivent alors être recouvertes 
d’une compresse humidifiée au NaCl et débridées si besoin. La lésion peut ensuite être recouverte 
d’une crème antibiotique (si le clinicien le juge nécessaire) ou encore d’un gel hydrocolloïde avant 
d’être pansée (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). 

¾ Prolapsus cloacal : 

Le prolapsus cloacal peut être une conséquence d’une rétention d’œuf, d’une masse cœlomique ou 
encore d’un sevrage inadapté (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). 

La partie externalisée du cloaque doit alors être nettoyée avec précaution avec une solution de 
Glucose 30% refroidie : cela permettra de diminuer l’œdème des tissus afin de réduire le prolapsus 
plus facilement. Les tissus doivent ensuite être examinés avec attention à la recherche de zones 
nécrosées ou de morceaux d’œufs qui doivent être retirés. Une fois assainis, le cloaque peut être 
remis en place avec un coton-tige lubrifié et une cloacopexie peut être réalisée si besoin (en cas de 
récidive par exemple) (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). 

¾ Traumatisme crânien : 

C’est une affection malheureusement assez commune chez les oiseaux capables de voler et qui se 
caractérisera notamment par un état de stupeur, une prostration et parfois des signes nerveux 
(atteinte des nerfs crâniens, crises convulsives, ataxie…) (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). 

Après avoir réalisé une prise en charge d’urgence générale (oxygénothérapie, fluidothérapie, etc.), il 
est conseillé de mettre en place une analgésie (BOWLES, LICHTENBERGER, LENNOX 2007). S’il le juge 
nécessaire, le clinicien peut également administrer du Mannitol (0,2 à 2 mg/kg en IV lente toutes les 
24 heures) (CARPENTER, MARION 2013).  

En revanche, les corticostéroïdes sont contre-indiqués chez les oiseaux car ces derniers sont très 
sensibles à leurs effets secondaire (immunodépression en particulier) (BOWLES, LICHTENBERGER, 
LENNOX 2007). 

¾ Crises convulsives : 

Comme chez les mammifères, les crises convulsives se caractérisent par un déroulement en quatre 
étapes (prodrome, phase d’aura, ictus et phase postictale) et peuvent être généralisées ou partielles. 
Chez les oiseaux, les plus fréquentes sont les crises convulsives généralisées tonico-cloniques (DELK 
2012). Les différentes causes de crises convulsives sont représentées dans le tableau 19 ci-dessous. 

En cas de status epilepticus (crise durant plus de 5 minutes ou deux crises consécutives sans 
récupération totale de la conscience entre les deux), la prise en charge doit être extrêmement rapide 
et consiste à stopper la crise le plus vite possible avec du diazépam : 1 mg/kg intra-cloacal ou IM ou 
0,5 mg/kg IV ou IO à répéter si besoin toutes les 2 minutes jusqu’à un total de 3 doses (DELK 2012). 
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La glycémie doit ensuite être immédiatement contrôlée et si nécessaire un bolus de glucose 30% 
peut être administré (1 mL/kg IV) (DELK 2012). 

Une fois la crise stoppée, l’oiseau est placé sous oxygénothérapie, fluidothérapie, mesures de 
réchauffement, au calme et dans le noir, tout en étant toujours surveillé de près (DELK 2012). 

Les examens à réaliser pour investiguer l’origine des crises sont (cf. tableaux 24 et 25) (BOWLES, 
LICHTENBERGER, LENNOX 2007) : examen clinique complet, examen neurologique, mesure de la 
pression artérielle, mesure de la glycémie et de la calcémie, biochimie (paramètres hépatiques et 
rénaux particulièrement), numération-formule sanguine, radiographies et éventuellement scanner 
ou IRM si les autres examens n’ont montré aucune anomalie. 

¾ L’arrêt cardio-respiratoire : 

Celui-ci peut survenir à tout moment, même au cours d’une consultation initialement sans caractère 
d’urgence. C’est pourquoi le clinicien se doit d’être préparé à cette éventualité (ROMAN (2) 2004). 

La procédure de réanimation cardio-pulmonaire est décrite dans la parte I-E-1.  
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Causes 
Diagnostic 

Traitem
ent 

Pronostic 

N
utritionnelles 

Hypovitam
inose E et carence en 

Sélénium
 

Diagnostic par exclusion 
Vitam

ine E (0,06 m
g/kg IM

 tous les 7jours) 
/ Sélénium

 (0,05-0,1 m
g/kg IM

 tous les 7 
jours) 

Som
bre 

Hypovitam
inose B1 (thiam

ine) 
Diagnostic par exclusion 

Thiam
ine (1-3 m

g/kg IM
 tous les 7 jours) 

Réservé 

Traum
atiques 

Traum
atism

e crânien 
Com

m
ém

oratifs, IRM
, scanner 

cf. plus haut 
Som

bre 

Cardiovasculaires 

Athérosclérose prédisposant aux 
accidents vasculaires cérébraux 

Très difficile en ante-m
ortem

 (scanner, 
IRM

) 
Correction de l'alim

entation 
Réservé 

Syndrom
e hyperlipém

ique chez les 
fem

elles en ponte entrainant des 
em

bolies vasculaires lipidiques pouvant 
causer des ischém

ies cérébrales 

Hypercholestérolém
ie et 

hypertriglycéridém
ie 

Fluidothérapie, adaptation de 
l'alim

entation, leuprolide acétate (250-
750 µg/kg IM

) voire pose d'im
plant de 

Suprelorin 

Bon à réservé 

N
éoplasies 

Tum
eurs intracrâniennes (tum

eurs des 
cellules gliales, papillom

es du plexus 
choroïdien, lym

phosarcom
es…

) causant 
une augm

entation de la pression 
intracrânienne 

IRM
 ou scanner 

Aucun 
Som

bre 

Tum
eurs extracrâniennes (hépatiques, 

rénales, ovariennes, etc.) 
Biochim

ie, IRM
, scanner, endoscopie…

 
Résection de la tum

eur si possible 
Réservé à som

bre 

M
étaboliques 

Troubles hépatiques (encéphalose 
hépatique, lipidose, m

aladie de stockage 
du fer...) 

Biochim
ie, endoscopie, etc. 

Fluidothérapie, lactulose (150-650 m
g/kg 

PO
 BID ou TID) 

Réservé à som
bre 

Hypoglycém
ie 

Glycém
ie inférieure à 100 m

g/dL 
Glucose 30%

 (1 m
L/kg) 

Réservé 
 

 

Tableau 24 : Diagnostic différentiel, traitem
ents et pronostics des crises convulsives chez les Psittacidés (partie 1/2)  

(réalisation personnelle d’après (DELK 2012) et (CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013)). 
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Causes 
Diagnostic 

Traitem
ent 

Pronostic 

M
étaboliques 

(suite) 
Hypocalcém

ie 
Régim

e alim
entaire inadapté, 

hypocalcém
ie < 6m

g/dL 

Correction du régim
e alim

entaire, calcium
 

gluconate dilué (50-100 m
g/kg IM

 puis 3-
10 m

g/kg PO
 SID) et vitam

ine D3 (3300 
U

I/KG IM
 tous les 7 jours) 

Bon à réservé 

Infectieuses 
Chlam

ydophila psittaci 
cf. IV 

Dilatation du proventricule (PDD) 
cf. IV 

Toxiques 

Plom
b 

Exposition signalée dans les 
com

m
ém

oratifs, radiographie (corps 
étranger de radio-opacité m

étallique), 
concentration sanguine en plom

b 
augm

entée 

Retrait de la source d'intoxication, calcium
 

EDTA (chélateur : 35 m
g/kg IM

 ou PO
 BID 

pendant 3 à 5 jours) 
Réservé à som

bre 

Zinc 

Exposition signalée dans les 
com

m
ém

oratifs, radiographie (corps 
étranger de radio-opacité m

étallique), 
concentration sanguine en zinc 
augm

entée 

Retrait de la source d'intoxication 
Réservé à som

bre 

Pesticides (organophosphates et 
carbam

ates) 
Exposition signalée dans les 
com

m
ém

oratifs 
Atropine et soins intensifs 

Som
bre 

Epilepsie prim
aire 

Diagnostic d'exclusion 

Il existe peu d'études sur les effets 
anticonvulsivants chez les oiseaux donc 
ceux-ci sont à utiliser avec précaution. De 
plus, le phénobarbital et le brom

ure de 
potassium

 ne sont pas efficaces chez les 
oiseaux 

Réservé à som
bre 

selon la fréquence et 
l'intensité des crises 

 
 

Tableau 25 : Diagnostic différentiel, traitem
ents et pronostics des crises convulsives chez les Psittacidés (partie 1/2)  

(réalisation personnelle d’après (DELK 2012) et (CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013)). 
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3) Fluidothérapie 

Les besoins en eau journaliers d’entretien des oiseaux sont estimés à environ 40 à 60 mL/kg/j 
(WEST, HEARD, CAULKETT 2007). Bien évidemment, ces besoins augmentent quand l’oiseau est 
stressé ou malade. De plus, la fluidothérapie fait partie intégrante de la prise en charge d’urgence (et 
particulièrement en cas d’état de choc ou de crises convulsives) et a pour but de restaurer la 
volémie, de corriger une déshydratation et d’assurer une perfusion d’entretien suffisante (DE 
MATOS, MORRISEY 2005). 

La réhydratation per-os est contre-indiquée dans les cas traumatismes crâniens, stase digestive, 
décubitus latéral et crises convulsives. De plus, elle n’est efficace qu’en cas de faible déshydratation 
(< 5%) (POWERS 2006). 

Comme on l’a vu plus tôt, il est également possible de réhydrater un oiseau par voie sous-cutanée. 
Cependant, celle-ci ne permet pas l’administration de grands volumes de fluides en raison de la faible 
élasticité de la peau (ne pas dépasser 20 mL/kg en un point d’injection) et de la vasoconstriction liée 
à un éventuel choc hypovolémique (POWERS 2006). De plus, seuls des fluides isotoniques et non 
irritants doivent être injectés (WEST, HEARD, CAULKETT 2007). 

Pour ces raisons, la réhydratation d’urgence se fait plutôt par voie intraveineuse ou en intra-osseuse 
(BRISCOE, SYRING 2004). 

¾ Cristalloïdes : 

Les fluides les plus utilisés pour la fluidothérapie chez les oiseaux sont les cristalloïdes, et 
particulièrement le NaCl 0,9% et le Ringer Lactate. Ceux-ci doivent être au préalables réchauffés (à 
environ 38-39°c) avec de limiter les risques d’hypothermie (ROMAN 2004). 

Le débit d’entretien conseillé est de 2 mL/kg/h mais celui-ci peut être augmenté chez les petits 
patients ou en cas de déshydratation sévère (par exemple, faire un bolus de 10 à 20 mL/kg sur 5 à 7 
minutes ou fixer le débit à 10 mL/kg/h jusqu’à amélioration des signes cliniques) (DE MATOS, 
MORRISEY 2005). 

En cas d’hémorragie sévère et s’il est impossible de transfuser, il est possible d’utiliser des 
cristalloïdes hypertoniques à 4mL/kg sur 10 minutes pour augmenter le volume intravasculaire 
(attention, l’effet est transitoire) (WEST, HEARD, CAULKETT 2007).  

¾ Colloïdes : 

Les colloïdes sont indiqués en cas de choc hypovolémique (résultant d’une hémorragie majeure par 
exemple) et leurs effets durent plus longtemps que les cristalloïdes hypertoniques. 

Il est recommandé de ne pas les administrer à plus de 20 mL/kg/j (en commençant par une première 
dose à 10 mL/kg) (DE MATOS, MORRISEY 2005). 

4) Transfusion sanguine 

La transfusion sanguine est indiquée en cas d’hémorragie aigüe sévère (perte de plus de 20% 
du volume sanguin total), d’hématocrite inférieur à 20%, de thrombocytopénie majeure et de 
troubles de la coagulation (MARTINHO 2009). 
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Néanmoins, elle est contre-indiquée dans plusieurs situations : patient normovolémique ou 
déshydraté à plus de 7%, anémie chronique mais patient ne présentant aucun signe clinique et 
patient anémié présentant une hypoprotéinémie (MARTINHO 2009). 

Les signes cliniques d’une anémie sont une fatigabilité, une tachypnée et une tachycardie et le 
diagnostic de certitude se fait en mesurant l’hématocrite. Comme chez les mammifères, l’anémie 
peut être régénérative ou non (SHAW, TULLY, NEVAREZ 2009).  

Les groupes sanguins des Psittacidés ne sont pas connus à ce jour mais on sait qu’il existe environ 28 
groupes sanguins chez les poulets. Ainsi, il est prudent de réaliser une réaction croisée avant chaque 
transfusion pour s’assurer de la compatibilité entre le donneur et le receveur, particulièrement si 
l’oiseau reçoit une deuxième transfusion ou si le sang transfusé est prélevé chez un oiseau d’une 
espèce différente (SHAW, TULLY, NEVAREZ 2009). La procédure de réaction croisée ne sera pas 
décrite ici mais l’a été par Felipe Martinho (MARTINHO 2009). 

Si possible, il est conseillé de transfuser du sang issu d’un oiseau de la même espèce que le patient, 
même si un donneur hétérologue reste envisageable (en particulier pour une première transfusion). 
Dans ce deuxième cas, la durée de vie des hématies transfusée sera plus courte (MARTINHO 2009). 

¾ Procédure : 

Le sang doit être prélevé sur un donneur sain juste avant la transfusion à hauteur de 1% du poids du 
corps puis mélangé à des anticoagulants (citrate de sodium selon un ration de 1 pour 9 par exemple, 
ou héparine à 0,25 mL pour 10 mL de sang) (MARTINHO 2009). 

L’oiseau transfusé doit recevoir 10 à 20 mL de sang chauffé à température corporelle par 
kilogramme, le but étant de corriger l’hématocrite à plus de 25% et la pression artérielle à plus de 90 
mmHg. La transfusion se fait par voie IV ou IO en bolus répétés toutes les 5 à 10 minutes ou grâce à 
une pompe à perfusion sur une période de 4 heures (MARTINHO 2009). 

¾ Oxyglobine : 

S’il lui est impossible de transfuser du sang total, le clinicien peut administrer de l’oxyglobine (Ringer 
Lactate modifié avec 13 g/L d’hémoglobine bovine polymérisée) à 15 mL/kg IV. Même si celle-ci 
risque de faire diminuer encore l’hématocrite, elle possède également de nombreux 
avantages (SHAW, TULLY, NEVAREZ 2009) :  

x Bonne distribution de l’oxygène dans les tissus.  
x Diminution du risque de transmissions de maladies. 
x Réaction croisée inutile. 
x Conservation possible jusqu’à 3 ans. 

5) Support nutritionnel 

Les oiseaux malades voire en état de choc sont souvent réticents à se nourrir alors qu’ils ont 
de grands besoins métaboliques. Le support nutritionnel devient donc essentiel à la récupération et à 
la survie de l’oiseau. Par conséquent, il doit être mis en place dès les premiers signes d’anorexie ou 
d’amaigrissement (DE MATOS, MORRISEY 2005). 
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Comme on l’a évoqué plus haut, le vétérinaire peut gaver l’oiseau par différentes voies (voie orale ou 
oesophagostomie notamment). Cependant, c’est une procédure très stressante pour l’oiseau donc il 
faut avant tout s’assurer que celui-ci sera capable de la supporter (POWERS 2006). 

6) Intoxications fréquentes chez les Psittacidés 

Les principaux toxiques rencontrés par les Psittacidés sont listés dans les tableaux 26 et 27 
(cette liste n’étant évidemment pas exhaustive). Ces tableaux nous montrent qu’il existe de 
nombreuses substances toxiques pour les perroquets dans leur environnement proche (MURPHY 
2015) (LIGHTFOOT, YEAGER 2008) (PUSCHNER, POPPENGA 2009). 

Face à cela, il s’avère que les propriétaires sont souvent peu informés, ce qui mène à de nombreux 
accidents (comme par exemple de cas fréquent d’ajout d’avocat dans la ration alimentaire menant 
presque inexorablement à la mort rapide du perroquet).  

En cas d’intoxication, la prise en charge d’un Psittacidé est indiquée sur la figure 118 : 

Evaluation 
initiale 

Toxique par 
inhalation 

Evaluation des systèmes cardio-
respiratoire et neurologique 

Stopper ou limiter l'exposition au 
toxique 

Toxique par 
contact 

Stabilisation et traitements de 
soutien 

Toxique par ingestion 

Augmenter la clairance du toxique 

Traitements spécifiques et symptomatiques 

- Lavage du jabot et du proventricule 
- Retrait du matériel toxique à l'aide d'un endoscope 
-Administration d'absorbants (charbon activé à 1-3 g/kg) 
 

-Fournir de l'air frais (voire de 
l'oxygène) 
-Ajout d'un diurétique en cas 
d'œdème pulmonaire 
 

Rincer et nettoyer dans un 
bain chaud (attention au 
risque d'hypothermie) 

Oxygénothérapie, réchauffement, arrêt des 
hémorragies ou des crises convulsives, etc. 

- Sources de chaleur 
- Diurétiques, etc. 

- Chélateurs des métaux lourds (CaEDTA à  25-40 mg/kg IM 
BID à TID pour les métaux lourds par exemple 
-Vitamine K à 0,2-2,2 mg/kg PO ou IM SID pendant 14 à 28 
jours, etc. 
 

Figure 118 : Prise en charge d’une intoxication chez les Psittacidés (réalisation personnelle d’après 
(LIGHTFOOT, YEAGER 2008)et (CARPENTER, MARION 2013)). 
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Toxiques 
Exem

ples de conditions d'intoxication 
Signes cliniques associés 

Insecticides 
Im

idaclopride 
APE chien ou chat 

Léthargie, ptyalism
e, vom

issem
ents, diarrhée et ataxie 

Fipronil 
APE chien ou chat, parfois vaporisé sur ou 
en direction de l'oiseau 

Diarrhée, vom
issem

ents, trem
blem

ents, dyspnée, crises 
convulsives, m

ort 

Rodenticides 
Anti-vitam

ine K 
L'oiseau les confond avec des granulés de 
son alim

entation ou joue avec l'em
ballage 

Hém
orragies, hém

atom
es, tachypnée, tachycardie, fatigabilité 

Engrais et fertilisants 
Ingestion accidentelle quand l'oiseau est en 
liberté 

Dyspnée, m
uqueuse cyanosées, m

ort rapide 

M
étaux 

Cuivre 
  

Aném
ie, faiblesse généralisée, m

ort 

Plom
b 

L'oiseau détruit des m
urs peints à la 

peinture au plom
b ou des jouets fabriqués 

à base de plom
b 

Hém
oglobinurie, polyurie, polydipsie, dépression, état de stupeur, 

anorexie, aném
ie sévère, crises convulsives, m

ort rapide 

Zinc 
L'oiseau détruit les barreaux d'une cage en 
acier galvanisé 

Léthargie, faiblesse m
usculaire, polyurie, polydipsie, diarrhée, 

régurgitations, signes neurologiques, m
ort 

Fer 
Alim

entation trop riche en fer 
M

aladie de stockage du fer (cf. partie III) 

Plantes et 
cham

pignons 

Rhubarbe (feuilles) 

Donnés par erreur ou m
éconnaissance 

dans l'alim
entation 

Hypocalcém
ie et hypom

agnésém
ie sévères 

Avocat (Persea am
ericana) : feuilles, fruit, 

écorce et graines 
Détresse respiratoire, hydropéricarde, œ

dèm
e sous-cutané et 

m
ort en quelques heures ou 2 jours 

Cham
pignons 

La plupart sont toxiques (signes neurologiques, cardiaques, 
insuffisance rénale aigüe, hém

olyse, etc.) et certains sont létaux 
Azalées, rhododendrons (Rhododendron 
sp.) 

L'oiseau en liberté joue et grignote les 
plantes présentes dans la pièce 

Arythm
ies cardiaques, gastroentérite, abattem

ent, ataxie et 
convulsions 

M
uguet (Convallaria m

ajalis), digitale 
(Digitalis sp.), laurier rose (N

erium
 

oleander), if (Taxus baccata), etc. 
Gastroentérite, arythm

ies cardiaques, etc. 

Chêne (Q
uercus sp.) (tannins des feuilles, 

écorces et glands) 
Insuffisance rénale et hépatique et gastroentérite, anorexie, 
incoordination m

otrice, m
ort 

Cycas (Cycas sp.) et Zam
iacées (Zam

ia sp.) 
(fruits, graines et feuilles) 

Signes neurologiques et digestifs, insuffisance hépatique aigüe 

Persil (Petroselinum
 crispum

) 
Photosensibilité, lésions cutanées 

Clém
atite (clém

atis sp.), robinier faux-acacia (Robinia pseudoacacia), lupin (lupinus sp.), poinsettia (Euphorbia sp.), vigne vierge, noyaux de fruits, etc. 

Tableau 26 : Différents toxiques pour les Psittacidés et signes cliniques associés (partie 1/2) (réalisation 
personnelle d’après (M

URPHY 2015) ; (PU
SCHN

ER, PO
PPEN

GA 2009) ; (LIGHTFO
O

T, YEAGER 2008)). 
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 Toxiques 
Exem

ples de conditions d'intoxication 
Signes cliniques associés 

Toxiques liés à 
l'activité hum

aine 

Téflon (polytétrafluoroéthylène) 
O

iseau présent dans la cuisine lors de la 
cuisson d'alim

ents 
Irritation des voies respiratoires, dyspnée, incoordination m

otrice, 
crises convulsives, com

a, m
ort 

Fum
ée 

Feux, fum
ée de cuisson, etc. 

Dyspnée, im
m

unosuppression prédisposant à des surinfections 

N
icotine 

Exposition chronique 

Inhalation : conjonctivites, rhinites, derm
atites, prédisposition à 

l'athérosclérose, etc. 
Consom

m
ation : excitabilité, signes gastro-intestinaux et 

neurologiques, m
ort 

Contact cutané : inflam
m

ation cutanée, picage 

Désinfectants à base d'am
m

oniac 
Désinfection d'objets ou de surface à 
proxim

ité de l'oiseau 

Contact : irritation cutanée 
Inhalation : conjonctivite, inflam

m
ation des voies respiratoires, 

im
m

unosuppression 
Aérosols (déodorants, produits 
d'entretien, etc.) 

U
tilisation à proxim

ité de l'oiseau 
Dyspnée, éternuem

ents, irritation des m
uqueuses respiratoires 

Graphite 
Certaines m

ines de crayons 
Vom

issem
ents, diarrhée 

Essence 
Ingestion accidentelle quand l'oiseau est en 
liberté 

Œ
dèm

e, nécrose hépatique, diarrhée, vom
issem

ents, tachycardie, 
arythm

ies, m
ort 

N
ourriture 

hum
aine 

Chocolat (théobrom
ine et caféine) 

Ingestion accidentelle ou m
éconnaissance 

du propriétaire qui en donne à son oiseau 

Tachycardie, hypertension, arythm
ies cardiaques, polyurie, signes 

digestifs, trém
ulations m

usculaires, m
ort 

Sel 
Polyurie, polydipsie, dépression, trem

blem
ents, raideurs, 

trém
ulations m

usculaires, m
ort 

Alcool 
Incoordination m

otrice, m
ort 

Gaz 
Gaz naturel, m

onoxyde de carbone, etc. 
Fuite de gaz dans la m

aison 
M

ort rapide, avant l'hom
m

e (oiseau sentinelle) 
 

 

Tableau 27 : Différents toxiques pour les Psittacidés et signes cliniques associés (partie 2/2) (réalisation 
personnelle d’après (M

URPHY 2015) ; (PU
SCHN

ER, PO
PPEN

GA 2009) ; (LIGHTFO
O

T, YEAGER 2008)). 
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Ainsi, le vétérinaire a un rôle primordial d’information du propriétaire afin de prévenir le risque 
d’intoxication de l’oiseau. 

CONCLUSION : 

Comme on a pu le voir, la prise en charge des Psittacidés regorge de particularités liées aux 
caractéristiques anatomiques et physiologiques de cette famille. De plus, l’examen clinique peut être 
très frustrant pour le clinicien car il révèle peu d’indices pour le diagnostic et est même parfois 
impossible à réaliser en raison du caractère de l’oiseau. Ainsi, le vétérinaire est très vite amené à 
réaliser des examens complémentaires afin de pouvoir poser un diagnostic. 
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III- Les examens complémentaires réalisables sur les Psittacidés 

A) Analyses sanguines 

On l’a vu, l’examen clinique des Psittacidés peut être très frustrant pour le clinicien car il 
soulève souvent plus de questions qu’il n’offre de réponses. Ainsi, le clinicien est rapidement amené 
à réaliser des examens complémentaires afin d’affiner son diagnostic, que ce soit des analyses 
hématologiques, de l’imagerie médicale ou de l’endoscopie. 

1) Numération et formule sanguines 

La numération-formule sanguine (= NFS) est l’un des examens complémentaires les plus 
importants de la médecine aviaire en raison de la richesse des informations qu’elle procure. Même 
s’il existe quelques différences entre la composition du sang des oiseaux et celle des mammifères, les 
fonctions des cellules sanguines sont similaires chez ces deux classes. 

a- Obtention des prélèvements 

Les différents sites et techniques de prélèvements sanguins ont été décrits dans la partie II-C-
7 et ne seront donc pas repris ici. 

Chez les oiseaux, il est préférable de conserver le sang dans des tubes contenant de l’EDTA (= 
éthylène-diamine-tétra-acétique) car c’est l’anticoagulant qui conserve le mieux les cellules 
sanguines. De plus, il apparaît que l’hémolyse est moins importante quand les prélèvements sont 
conservés à 4°c plutôt qu’à 20°c (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Le sang est ensuite étalé en frottis le plus rapidement possible après le prélèvement. Celui-ci ne doit 
pas altérer les cellules tout en étant suffisamment fin pour permettre la lecture des résultats 
(CAPITELLI, CROSTA 2013).  

Une fois sec, le frottis est fixé puis coloré avec une coloration à base de bleu de méthylène et 
d’éosine (May-Grünwald Giemsa par exemple). Puis, il est correctement rincé pour retirer l’excès de 
colorant et séché (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

b- Les différentes cellules sanguines et leurs rôles 

i. Lignée érythrocytaire 

Contrairement aux mammifères, les érythrocytes des oiseaux sont nucléés. Ceux des 
Psittacidés sont elliptiques avec un noyau ovale en leur centre et leur taille varie en fonction de 
l’espèce. Néanmoins, il faut retenir qu’ils ont une taille plus importante que ceux des mammifères 
(CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Le noyau des érythrocytes est composé de chromatine basophile de plus en plus condensée à 
mesure que la cellule vieillit. Le cytoplasme quant à lui est éosinophile (cf. figure 119 plus bas). 
Certains érythrocytes ont une forme circulaire (poïkilocytes) et peuvent être présents en faible 
quantité chez les oiseaux sains (CLAVER, QUAGLIA 2009). De même, une légère anisocytose est 
considérée comme normale chez les Psittacidés (CAPITELLI, CROSTA 2013). 
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De plus, des polychromatophiles (avant-dernier stade de maturation des érythrocytes) peuvent être 
observés de manière physiologique en petite quantité (moins de 5%). Ils sont reconnaissables à leurs 
inclusions basophiles dans le cytoplasme correspondant à des zones d’accumulation d’ARN 
ribosomial (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

Des stades inférieurs de développement des érythrocytes peuvent également être observés, à 
l’instar des rubricytes. Ceux-ci sont plus petits et plus ronds que les érythrocytes et ont un ratio 
noyau/cytoplasme plus important que ces derniers (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Enfin, il est possible de voir quelques érythrocytes sans noyau en très faible quantité (moins de 1%) : 
ce sont des érythroplastides. Néanmoins, leur rôle et l’évolution de leur population lors de 
phénomène pathologique ne sont pas encore connus (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

ii. Lignée leucocytaire 

La lignée leucocytaire comprend les granulocytes dont le cytoplasme contient des inclusions 
(hétérophiles, éosinophiles et basophiles) et les cellules mononuclées (lymphocytes et monocytes). 

¾ Hétérophiles : 

Ce sont les granulocytes présents en majorité chez les oiseaux. Chez les Psittacidés, ce sont même les 
leucocytes prédominants (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

Ils sont ronds, irréguliers et possèdent un noyau plurilobé basophile (2 à 3 lobes dans la plupart des 
cas) ainsi que des granules cytoplasmiques fusiformes acidophiles (cf. figure 119 plus bas). Ces 
dernières peuvent parfois présenter un corps granulaire central plus pâle (CLARK, BOARDMAN, 
RAIDAL 2009).  

Chez les Psittacidés, la phagocytose des agents pathogènes est principalement assurée par les 
hétérophiles qui ont une activité antimicrobienne à large spectre. On peut les comparer aux 
neutrophiles des mammifères (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

¾ Éosinophiles : 

Ils correspondent à la population de granulocytes la moins présente chez les Psittacidés (CAPITELLI, 
CROSTA 2013). 

Ce sont des cellules rondes, irrégulières, contenant un noyau bilobé basophile apparaissant très 
foncé au frottis (ce qui le différencie du noyau d’un hétérophile) (cf. figure 119 plus bas). Le 
cytoplasme est généralement bleu pâle et contient des granules éosinophiliques rondes (CLARK, 
BOARDMAN, RAIDAL 2009). La couleur de celles-ci peut varier d’une espèce à une autre, allant d’un 
gris bleuté à un bleu foncé. 

Malheureusement, il peut être difficile de les différencier des hétérophiles pour un hématologiste 
inexpérimenté (CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Leur fonction est encore mal connue chez les oiseaux (CLAVER, QUAGLIA 2009). 
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¾ Basophiles : 

Ils sont facilement identifiables par leurs inclusions cytoplasmiques très foncées (presque noires). Ce 
sont des cellules rondes, plus petites que les autres granulocytes et dont le noyau contient 
généralement un seul lobe qui parait pâle par rapport aux granules qui l’entourent (CLARK, 
BOARDMAN, RAIDAL 2009) (cf. figure 119 plus bas). 

Outre leur couleur, les granules des basophiles diffèrent de celles des hétérophiles ou des 
éosinophiles par leur taille : elles sont beaucoup plus petites (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

Les basophiles jouent un rôle important dans les premiers stades de l’inflammation (CAPITELLI, 
CROSTA 2013) et dans les réactions d’hypersensibilité (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

¾ Lymphocytes : 

Ce sont les cellules mononuclées présentent en plus grande quantité chez les oiseaux (CLARK, 
BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Il existe trois types de lymphocytes qui diffèrent selon leur taille (cf. figure 119 plus bas) (CAPITELLI, 
CROSTA 2013) : 

x Lymphocytes de petite taille : ce sont les plus petits leucocytes. Ils ont un noyau rond et 
volumineux entouré d’un cytoplasme de petite taille. Celui-ci est non-granuleux.  

x Lymphocytes de taille moyenne : intermédiaires aux deux autres. 
x Lymphocytes de grande taille : ils sont plus grands que les granulocytes et sont à peu près de 

la même taille que les monocytes. Leur noyau est rond à ovale et entouré d’un cytoplasme 
de petite taille. 

Les lymphocytes des oiseaux ont un fonctionnement similaire à celui des mammifères : les 
lymphocytes B possèdent des récepteurs aux antigènes (immunoglobulines) tandis que les 
lymphocytes T sont impliqués dans l’immunité à médiation cellulaire (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

¾ Monocytes : 

Ce sont des cellules massives (les plus grandes cellules sanguines chez l’oiseau) dont le noyau est 
dentelé et en forme de fer à cheval (cf. figure 119 plus bas) (CAPITELLI, CROSTA 2013).  

Les monocytes ont un cytoplasme plus grand et un noyau qui apparait plus clair que les lymphocytes 
(CLARK, BOARDMAN, RAIDAL 2009). 

Comme chez les mammifères, ce sont des macrophages qui agissent dans le sang mais qui 
permettent également de renouveler les stocks tissulaires de macrophages (CLAVER, QUAGLIA 2009). 

¾ Thrombocytes : 

Ce sont les cellules assurant l’hémostase primaire par la formation d’un thrombus blanc au niveau 
des brèches vasculaires. De plus, ils ont une activité phagocytaire ayant un rôle dans l’immunité non-
spécifique des oiseaux (CAPITELLI, CROSTA 2013). 
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Les thrombocytes sont plus petits que toutes les autres cellules sanguines. Ils possèdent un noyau 
ovoïde très dense et très foncé ainsi qu’un cytoplasme très clair (voire incolore) (CLARK, BOARDMAN, 
RAIDAL 2009). Ils sont souvent confondus avec des lymphocytes de petite taille à la lecture du frottis.  

c- Mesures hématologiques et comptage cellulaire 

¾ Hématocrite : 

L’hématocrite correspond au pourcentage du volume occupé par les érythrocytes par rapport au 
volume total sanguin. 

La méthode de référence pour le mesurer est de centrifuger du sang dans un tube à 
microhématocrite (12 000g pendant 5 minutes ou 3000g pendant 30 minutes) (CAPITELLI, CROSTA 
2013). 

Chez les Psittacidés, la norme se situe entre 35% et 55% (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

¾ La concentration en hémoglobine : 

Celle-ci est mesurée par spectrophotométrie (longueur d’onde 540 nm), si possible après 
centrifugation de l’échantillon (pour retirer le biais lié aux noyaux des érythrocytes lysés qui se 
retrouvent libres) (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

Chez la plupart des Psittacidés, la concentration en hémoglobine se situe entre 11 et 18 g/dL. 

Légende : Erythrocyte (a), polychromatophiles (b), thrombocytes (c), hétérophiles (d), éosinophile 
(e), basophile (f), lymphocyte de petite (g) et de grande taille (h) et monocyte (i)  

Figure 119 : Les différentes cellules sanguines des oiseaux (schéma issu de (CLAVER, QUAGLIA 2009)) 
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¾ Comptage des cellules sanguines : 

Malheureusement, il n’existe pas encore d’automate adapté aux particularités hématologiques des 
oiseaux. Ainsi, la présence d’érythrocytes nucléés oblige le vétérinaire à procéder à un comptage 
manuel des cellules sanguines. C’est une méthode chronophage et imprécise dont le résultat dépend 
de l’expérience du clinicien et qui requiert du matériel particulier (cellules de comptage, etc.) 
(CAPITELLI, CROSTA 2013). C’est pourquoi de nombreux vétérinaires choisissent d’envoyer un 
échantillon de sang et des frottis à des laboratoires spécialisés. 

Néanmoins, il est possible d’obtenir une approximation du nombre de leucocytes directement sur 
frottis (méthode abordable pour tous les vétérinaires à condition d’avoir un microscope). Pour cela, il 
faut observer le frottis au grossissement x40 et compter les leucocytes présents par champ en 
renouvelant le compte sur 10 champs différents. La moyenne des résultats est ensuite calculée et le 
nombre obtenu est multiplié par 2000. Il s’avère que cette technique a tendance à surestimer le 
nombre de leucocytes mais elle peut déjà donner une indication au praticien (CAPITELLI, CROSTA 
2013). 

Enfin, il est souvent difficile d’obtenir un comptage fiable des thrombocytes car ceux-ci ont tendance 
à s’agglutiner entre eux (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

d- Résultats 

i. Facteurs pouvant influencer les résultats 

Il existe de nombreux facteurs pouvant influencer les résultats d’une numération-formule 
sanguine, à savoir (CRAY 2015) : 

x L’âge du patient : par exemple, le nombre total de leucocytes semble diminuer avec l’âge. Au 
contraire, le nombre total d’érythrocytes croît significativement quand l’oiseau vieillit (de 
même pour le pourcentage d’hétérophiles). 

x L’espèce : de grandes variations interspécifiques ont été constatées chez les Psittacidés. 
x Le mode d’élevage : la localisation de la volière (intérieur/extérieur), la reproduction, 

l’exercice physique, l’alimentation, etc. sont autant de facteurs qui peuvent modifier la NFS. 
x Le moment de la prise de sang : la saison, l’heure de la journée, etc.  
x Le sexe de l’oiseau : les mâles auraient un ratio hétérophiles/lymphocytes plus important 

que les femelles. 
x Le mode de prélèvement : 

9 Le stress lié à la contention peut engendrer une leucocytose physiologique par 
exemple. 

9 Les effets sur la NFS de l’anesthésie gazeuse ne sont encore pas connus chez les 
Psittacidés. 

9 Le site de prélèvement ainsi que le matériel utilisé (une aiguille trop fine peut causer 
une hémolyse). 

9 Les conditions de conservation des prélèvements et notamment anticoagulant 
utilisé : chez les oiseaux, il est conseillé d’utiliser de l’EDTA et de conserver 
l’échantillon à 4°c pendant maximum 12 heures. 
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x La méthode de comptage cellulaire : il existe trois méthodes différentes, chacune ayant des 
biais de mesure. De plus, certaines cellules sont difficiles à différencier les unes des autres 
comme on a pu l’évoquer. 

x L’erreur humaine : biais d’interprétation des résultats, inexpérience, etc. 

De plus, certains artéfacts peuvent gêner la lecture du frottis comme par exemple (CLARK, 
BOARDMAN, RAIDAL 2009): 

x Une altération de la structure des cellules : si le frottis est mal étiré, certaines cellules 
peuvent être détruites. 

x Des artéfacts de coloration. 
x La présence de cellules non hématologiques ou d’agents contaminants (poussières, etc.) 

provenant d’une mauvaise technique de prélèvement ou de conservation. 

Ainsi, le clinicien doit toujours pondérer les résultats obtenus avec les signes cliniques observés chez 
le patient. 

ii. Intervalles de référence 

On l’a vu, il existe de grandes variations interspécifiques des normes hématologiques chez les 
Psittacidés. Afin d’être le plus rigoureux possible et pour pouvoir interpréter correctement ses 
résultats d’analyses, le vétérinaire doit donc se référer à des normes déterminées pour l’espèce à 
laquelle appartient son patient. 

Heureusement, la littérature fournit désormais de nombreuses données sur la NFS de différentes 
espèces de Psittacidés. Certaines de ces valeurs sont présentées en annexe 6. 

iii. Interprétation des résultats 

Les interprétations possibles d’une NFS d’un Psittacidés sont résumées dans les tableaux 28 
et 29 présentés ci-dessous : 
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Tableau 28: Interprétation d’une NFS chez les Psittacidés (partie 1/2) (réalisation personnelle d’après 
(CARPENTER, MARION 2013) ; (MITCHELL, JOHNS 2008)) 

 

Paramètres Variation Interprétation 

Lignée 
rouge 

Hématocrite 
(= Ht) et 
érythrocytes 

Diminution 

Anémie modérée (Ht entre 25% et 35 %) à sévère (Ht 
inférieur à 20%) 
Coagulopathies 
Hémorragie aigüe ou chronique  
Destruction des érythrocytes (parasites, etc.) 
Septicémie 
Mycobactériose, aspergillose, etc. 
Hépatite chronique 
Leucémie lymphoïde 

Augmentation 

Déshydratation 
Augmentation de la demande en oxygène (vol, exercice 
important…) 
Maladie respiratoire chronique (obstruction des voies 
respiratoires, aspergillose, etc.) 

Leucocytes 

Hétérophiles 

Hétérophilie 

Infection bactérienne, fongique virale ou parasitaire 
Processus inflammatoire 
Stress 
Indicatrice de maladie systémique sévère (septicémie, 
virémie, etc.) si présence d'hétérophiles toxiques 
Intoxication au Zinc 
Iatrogène après l'administration de corticoïdes 

Hétéropénie 

Augmentation de la consommation (12 à 24 heures après 
l'initiation d'une inflammation aigue 
Diminution de la production (atteinte de la moelle osseuse) 
Certains agents pathogènes comme le Circovirus 

Eosinophiles 
Eosinophilie 

Parasitisme gastro-intestinal 
Réaction d'hypersensibilité de type IV 

Eosinopénie 
Corticostéroïdes 
Stress 

Basophiles Basophilie 
Premiers stades de l'inflammation aigüe 
Réaction d'hypersensibilité 
Stress prolongé 

Lymphocytes 

Lymphocytose 

Stimulation antigénique (notamment virale et en 
particulier le Circovirus) 
Leucémie lymphoïde (souvent associée à une anémie et 
une thrombocytopénie) 

Lymphonpénie 

Excès de corticostéroïdes (iatrogènes ou non) 
Infection virale sévère 
Endotoxémie 
Septicémie 
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Paramètres Variation Interprétation Paramètres 

Leucocytes Monocytes 
Monocytose 

Phénomène inflammatoire granulomateux (aspergillose, 
mycobactériose, etc.) 
Chlamydophilose (souvent associée à une hétérophilie) 
Nécrose tissulaire 
Inflammation chronique 
Infection aux mycoplasmes (souvent associée à une 
hétérophilie et une lymphopénie) 
Parasitisme 

Monocytopénie Premiers stades de l'inflammation aigüe 

Thrombocytes 

Attention, il est très difficile de les compter chez les oiseaux donc le résultat est 
rarement fiable 

Thrombocytopénie 

Augmentation de la destruction ou de l'utilisation 
(septicémie, CIVD, etc.) 
Peut être observée lors d'infection par un Circovirus ou un 
Polyomavirus 
Carence en vitamine K 
Hépatopathie 

Thrombocytose Inflammation chronique 
 

Remarque : En cas d’anémie, le clinicien peut déterminer si celle-ci est régénérative ou non en 
observant la lignée rouge (MITCHELL, JOHNS 2008). En effet, une anisocytose marquée ainsi qu’une 
augmentation des populations de réticulocytes et de rubricytes indiquent un phénomène 
régénératif. Attention, ces paramètres ne seront pas toujours visibles dans les premiers instants qui 
suivent une hémorragie aigüe (JONES 2015). 

2) Biochimie sanguine et ionogramme 

La biochimie sanguine permet au clinicien d’avancer dans sa démarche diagnostique en 
explorant le fonctionnement des organes internes. 

Les analyses sont réalisées sur du plasma. Pour cela, le sang est prélevé dans un tube hépariné puis il 
est centrifugé. Il faut noter que le plasma des oiseaux a une couleur jaune physiologique due à la 
présence de caroténoïdes remplaçant la bilirubine. Une coloration rose ou rouge indique une 
hémolyse. Celle-ci peut être due à des défauts lors de la prise de sang (trop de pression dans la 
seringue, trop petite aiguille, etc.) ou de la conservation de l’échantillon (congélation, maintien à 
température ambiante pendant trop longtemps, etc.) (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

La littérature fournit des valeurs de référence biochimiques pour de nombreuses espèces de 
Psittacidés. Néanmoins, les résultats dépendent grandement de l’automate utilisé. Ces valeurs sont 
donc des indications pour le clinicien (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

  

Tableau 29: Interprétation d’une NFS chez les Psittacidés (partie 2/2) (réalisation 
personnelle d’après (CARPENTER, MARION 2013) ; (MITCHELL, JOHNS 2008)) 

 



218 
 

a- Paramètres exploitables chez les oiseaux 

i. Paramètres rénaux 

 
¾ Acide urique : 

L’acide urique est synthétisé dans le foie et dans une moindre mesure dans les tubules rénaux. Il est 
ensuite excrété à 90% dans les tubules proximaux tandis que les 10% restants sont filtrés dans les 
glomérules (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

La quantité d’acide urique dépend de l’âge (plus faible chez les jeunes), de l’espèce et du régime 
alimentaire de l’oiseau (CAPITELLI, CROSTA 2013).  

La mesure de la concentration sanguine en acide urique permet donc d’évaluer le fonctionnement 
des reins mais également du foie. Néanmoins, elle peut être difficile à évaluer : une polyuro-
polydipsie peut masquer une augmentation de la concentration en acide urique par exemple (COLES 
2007). 

En cas de dysfonctionnement rénal, l’acide urique s’accumule dans le sang puis précipite dans les 
tissus (notamment dans les articulations et à la surface des viscères) sous forme de cristaux d’urates 
en causant alors de la goutte (COLES 2007).  

¾ Créatinine et urée : 

Les concentrations sériques en urée et en créatinine des Psittacidés sont relativement faibles par 
rapport aux mammifères. De plus, elles ont une faible valeur diagnostic chez les oiseaux et sont donc 
rarement évaluées (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

ii. Enzymes hépatiques et musculaires 

¾ Aspartate aminotransférase (= AsAT) : 

Cette enzyme est principalement active dans le foie et les muscles mais sa distribution peut varier 
d’une espèce à l’autre (COLES 2007). 

La concentration sérique en AsAT est sensible mais peu spécifique de lésions hépatiques ou 
musculaires. Elle est souvent évaluée en parallèle de la créatinine phospho-kinase (enzyme 
musculaire spécifique) pour différencier un dommage musculaire d’une lésion hépatique (CAPITELLI, 
CROSTA 2013). 

¾ Alanine aminotransférase (= AlAT) : 

Très peu spécifique chez les oiseaux, elle n’est jamais évaluée (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

¾ Lactate déshydrogénase (= LDH) : 

Cette enzyme est localisée dans de nombreux tissus. Ainsi, son activité n’est pas du tout spécifique 
du fonctionnement hépatique. Néanmoins, sa concentration plasmatique varie plus rapidement que 
celle des AsAT et AlAT (COLES 2007). 
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¾ Créatinine phospho-kinase (= CPK) : 

Cette enzyme est spécifique du tissu musculaire. Ainsi, une modification de sa concentration sérique 
donne une indication précise de l’intégrité du tissu musculaire (COLES 2007). 

Elle permet de différencier une atteinte hépatique d’une lésion musculaire (CAPITELLI, CROSTA 2013) 
: 

x Une augmentation conjointe des AsAT, CPK et LDH évoque une lésion musculaire. 
x Une augmentation des AsAT et LDH sans variation de les CPK indique quant à elle une lésion 

hépatique. 

Remarque : Attention, les CPK ont une demi-vie plasmatique plus courte que les AsAT et la LDH, ce 
qui implique qu’elles reviennent plus rapidement dans les intervalles physiologiques que les deux 
autres. Ainsi, une lésion musculaire aigüe (injection IM de produit irritant par exemple) aura la même 
présentation à l’analyse qu’une hépatopathie ce qui peut mener à des erreurs de diagnostic 
(CAPITELLI, CROSTA 2013). 

¾ Amylase : 

Cette enzyme n’est pas spécifique et les données littéraires sur son activité sont très rares chez les 
oiseaux. Elle est donc difficilement interprétable (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

iii. Métabolites 

¾ Biliverdine et bilirubine : 

Les oiseaux ne possèdent pas de biliverdine-réductase. Ainsi, le principal pigment chez eux est la 
biliverdine. Elle n’est pas mesurable en routine mais la présence d’une coloration plasmatique vert 
prononcé évoque une pathologie hépatique ou biliaire sévère et annonce un pronostic sombre 
(CAPITELLI, CROSTA 2013). 

¾ Acides biliaires : 

Les acides biliaires sont synthétisés dans le foie depuis le cholestérol puis sont excrétés dans la bile. 
Plus de 90% sont ensuite réabsorbés dans le jéjunum et l’iléon d’où ils rejoignent les hépatocytes via 
la circulation porte (cycle entéro-hépatique) (CAPITELLI, CROSTA 2013). Ainsi, la concentration 
plasmatique en acides biliaires est un indicateur sensible de la fonction hépatique chez les 
Psittacidés. 

Contrairement aux mammifères, un seul échantillon prélevé après un jeûne de 12 heures permet 
d’identifier si une augmentation des acides biliaires est postprandiale ou non. Cependant, un tel 
jeune n’est pas recommandé chez les petits oiseaux ou chez les patients débilités (COLES 2007). 

¾ Cholestérol : 

Comme on l’a vu, le cholestérol est éliminé par le foie sous forme d’acides biliaires. C’est donc un 
indicateur du fonctionnement hépatique (BELCHER et al. 2014). 
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¾ Glucose : 

La glycémie des oiseaux est contrôlée par l’insuline et le glucagon de manière similaire à celle des 
mammifères. Cependant, chez les oiseaux, un diabète peut être causé par une hypoinsulinémie mais 
aussi une hyperglucagonémie (COLES 2007).  

¾ Protéines totales : 

Le sang des oiseaux contient physiologiquement moins de protéines que celui des mammifères : en 
général, entre 2,5 et 4,5 g/L chez les Psittacidés (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

Les protéines plasmatiques correspondent à l’albumine, aux protéines de transport et de 
coagulation, au fibrinogène, aux enzymes circulantes, aux hormones et aux immunoglobulines. Outre 
leurs fonctions respectives, elles permettent le maintien de la pression osmotique (COLES 2007). 

La méthode la plus abordable pour mesurer la quantité de protéines totales plasmatiques est le 
réfractomètre. Malheureusement, le résultat obtenu est rarement fiable en raison de la glycémie 
physiologiquement plus élevée chez les Psittacidés que chez les mammifères. L’électrophorèse des 
protéines reste donc la méthode de dosage la plus fiable (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

Le ratio albumine/globulines est normalement compris entre 1,5 et 3,5 chez les Psittacidés. Une 
diminution de ce ratio indique une hypoalbuminémie ou une hyperglobulinémie. Cependant, ceci est 
à interpréter avec précaution car le résultat dépend grandement des méthodes de dosage et du 
laboratoire (CAPITELLI, CROSTA 2013). 

iv. Electrolytes 

Comme chez les mammifères, un ionogramme peut être réalisé pour rechercher d’éventuels 
désordres électrolytiques. 

Les ions fréquemment explorés sont le potassium, le sodium, le calcium (total et ionisé) et le 
phosphore (CAPITELLI, CROSTA 2013).  

b- Interprétation des résultats 

L’interprétation des résultats d’un ionogramme est résumée par le tableau 30 et celle d’une 
analyse biochimique est présentée dans les tableaux 31 et 32. Les intervalles de référence sont 
présentés en annexe 7. 
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Tableau 30 : Interprétation d’un ionogramme chez les Psittacidés (réalisation personnelle d’après 
(COLES 2007) et (CAPITELLI, CROSTA 2013)) 

Paramètres 
Augmentation Diminution 
Hypothèses 
diagnostiques Exemples Hypothèses 

diagnostiques Exemples 

Potassium 
Maladie rénale 

Troubles digestifs Diarrhée chronique, 
anorexie prolongée… Acidémie 

Nécrose tissulaire avancée Alcalémie 

Sodium Rare 
Apports excessifs 
dans l'alimentation, 
déshydratation… 

Par pertes Maladie rénale, diarrhée 

Hydratation excessive Polydipsie, iatrogène 
(fluidothérapie) 

Calcium 
total 

Hypervitaminose D3 Déséquilibres 
alimentaires 

Carences en calcium ou 
Vitamine D3, excès 
d'apports en phosphore 

Ostéolyse secondaire à une 
néoplasie Alcalémie 

Hyperalbuminémie (celle-ci 
n'influence pas le calcium ionisé) 

Hypoalbuminémie (celle-ci n'influence pas le 
calcium ionisé) 

Troubles reproducteurs  Rétention d'œuf 
chronique 

Phosphore 

Physiologique chez les jeunes 
oiseaux Hypovitaminose D3 

Maladie rénale sévère 
Troubles digestifs Malabsorption, anorexie 

à long terme, etc. Hypervitaminose D3 

Artéfactuelle en cas d'hémolyse Troubles reproducteurs  Rétention d'œuf 
chronique 
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 Tableau 31 : Interprétation d’une biochim

ie sanguine chez les Psittacidés (partie 1/2)  (réalisation personnelle d’après (BELCHER et al. 2014); (CO
LES 2007) et 

(CAPITELLI, CRO
STA 2013)). 

Param
ètres 

Augm
entation 

Dim
inution 

Hypothèses diagnostiques 
Exem

ples 
Hypothèses diagnostiques 

Exem
ples 

Acide urique 

Lésion rénale sévère (perte de 70%
 

des capacités fonctionnelles du 
rein) 

M
olécules iatrogènes néphrotoxiques, Intoxication au 

plom
b, O

bstruction des voies urinaires, N
éphrite, 

Calcinose rénale, N
éphropathie associée à une 

hypovitam
inose A 

Troubles hépatiques 
Shunt porto-systém

ique, insuffisance 
hépatique 

Déshydratation sévère 
Carences alim

entaires en protéines 

Augm
entation de la production 

Régim
e hyperprotéique, Nécrose tissulaire sévère, 

Longue m
ise à jeun 

Polyuro-polydipsie 
Insuffisance rénale, tem

pératures 
extérieures élevées, etc. 

ASAT 

Lésion hépatique ou m
usculaire 

Hépatopahties de toutes sortes, M
aladie de Pacheco, 

Chlam
ydophylose, Exposition à des substances 

hépatotoxiques, Iatrogène (doxycycline, kétoconazole, 
fluconazole, itraconazole, etc.) 

Artéfactuelle 
M

odérée si supérieure à 350 IU
/L  

U
ne concentration supérieure à 

800 IU/L correspond à une 
augm

entation m
ajeure 

LDH 
Lésions tissulaires diverses 

Souvent m
arquée en cas d'hém

olyse ou de lésions 
hépatiques ou m

usculaires 
Artéfactuelle 

CPK 
Lésion m

usculaire 
Traum

atism
e, Injection IM

, Cardiopathie, Fonte 
m

usculaire due à un am
aigrissem

ent avancé, Exercice 
trop long, contention physique 

Artéfactuelle 

Am
ylase 

Très peu spécifique 
M

aladie pancréatique, intoxication au Zinc, etc. 
N

écrose pancréatique ou artéfactuelle 

Acides biliaires 
à jeun 

Hépatopathie 
Artéfactuelle 

Dysfonctionnem
ent du cycle 

entéro-hépatique  
O

bstruction des voies biliaires, m
auvaise perfusion 

hépatique (dont shunt porto-systém
ique) 

Cholestérol 
Hépatopathie 

O
bstruction des voies biliaires, fibrose hépatique, 

hyperplasie des canaux biliaires, etc. 
Atteinte digestive 

M
aldigestion, M

alabsorption, 
Anorexie de longue durée, etc. 

Autres 
Hypothyroïdie, régim

e trop riche en m
atières grasses, 

lipém
ie, athérosclérose, etc. 
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Param
ètres 

Augm
entation 

Dim
inution 

Hypothèses diagnostiques 
Exem

ples 
Hypothèses diagnostiques 

Exem
ples 

Glycém
ie 

M
odérée (> 500 - 600 m

g/dL) 
Glucocorticoïdes endogènes ou iatrogènes, 
excitation, hypertherm

ie, stress 

Troubles digestifs 
Anorexie prolongée, M

aldigestion, 
M

alabsorption 

Hépatopathie 
M

aladie de Pacheco, lipidose 
hépatique, etc. 

M
arquée (> 700 - 900 m

g/dL) 
Suspicion de diabète m

ellitus 
Trouble infectieux 

Septicém
ie, Entérotoxém

ie,  
Dysendocrinies 

Hypothyroïdism
e 

Album
ine 

Déshydratation 

Troubles digestifs 
M

aldigestion, m
alabsorption, 

entéropathie causant une fuite 
protéique chronique…

 
Troubles rénaux 

N
éphropathie 

Troubles hépatiques 
M

aladie de Pacheco, lipidose 
hépatique, etc. 

Protéines 

Déshydratation 
Hypoalbum

iném
ie 

cf. ci-dessus 
Hyperglobuliném

ie 
Processus infectieux aigu ou chronique  

Hém
orragie externe m

arquée 
Induction oestrogénique 

Rétention d'œ
uf 

Protéinurie chronique 
N

éphropathie 

Stress chronique 
Troubles digestifs 

Entéropathie causant une fuite 
protéique chronique 

Im
m

unodéficience 
Circovirus, etc. 

 
 

Tableau 32 : Interprétation d’une biochim
ie sanguine chez les Psittacidés (partie 2/2)  (réalisation personnelle 

d’après (BELCHER et al. 2014); (CO
LES 2007) et (CAPITELLI, CRO

STA 2013)). 
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3) Analyse des gaz du sang 

L’analyse des gaz du sang permet au clinicien d’évaluer le statut acido-basique du patient (à 
partir d’un échantillon de sang veineux) ainsi que les échanges gazeux pulmonaires (à partir de sang 
artériel) (MONTESINOS, ARDIACA 2013). 

Comme chez les mammifères, le statut acido-basique de l’oiseau est contrôlé par la régulation de la 
concentration sanguine en CO2 (plus celle-ci augmente, plus le sang est acide) et en HCO3

- (qui a un 
pouvoir alcalinisant).  

En général, les systèmes respiratoires et métaboliques se compensent mutuellement en permettant 
ainsi le maintien du pH sanguin à sa valeur physiologique (7,4 en moyenne chez les oiseaux) 
(MONTESINOS, ARDIACA 2013). Néanmoins, il arrive que certaines maladies affectent l’un ou l’autre 
des systèmes et engendrent alors des déséquilibres du statut acido-basique (ce qui peut être 
délétère pour l’animal). 

Cette fois encore, les valeurs de référence diffèrent d’une espèce à l’autre et il existe peu de données 
bibliographiques, ce qui rend l’interprétation des résultats difficile.  

Les différentes causes des désordres acido-basiques sont énumérées dans le tableau 33. 

Tableau 33 : Désordres acido-basiques et différentes causes possibles. Les valeurs de références 
indiquées sont celles du Gris du Gabon (P. erithacus) (réalisation personnelle d’après (MONTESINOS, 

ARDIACA 2013)). 

pH sanguin Mécanisme Causes Exemples 

Acidémie 
(pH < 7,35) 

Acidose respiratoire (non 
compensée par une 
alcalose métabolique) 

Hypoventilation (pCO2 > 35 
mmHg) 

Sédation, anesthésie, contention 
physique trop serrée 

Troubles de la ventilation Obstruction des voies respiratoires 
supérieures, etc. 

Acidose métabolique (non 
compensée par une 
alcalose respiratoire) 

Augmentation de la 
production d'ions H+) Lactatémie après un exercice important 

Excrétion des ions H+ 
insuffisante Insuffisance rénale 

Perte de HCO3
- Diarrhée, pertes rénales, etc. 

Fluidothérapie inappropriée Utilisation de fluides ne contenant pas 
de précurseurs du bicarbonate) 

Alcalémie  
(pH > 7,45) 

Alcalose respiratoire (non 
compensée par une 
acidose métabolique) 

Hyperventilation (pCO2 < 25 
mmHg) 

Hypoxie, douleur, stress, ventilation 
manuelle excessive lors d'une 
anesthésie… 

Alcalose métabolique (non 
compensée par une 
acidose respiratoire) 

Perte d'ions H+ Vomissements 

Gain d'HCO3
- Iatrogène 

pH compris 
entre 7,35 et 
7,45 

Acidose métabolique compensée par une alcalose respiratoire (ou vice versa) 
Acidose respiratoire compensée par une alcalose métabolique (ou vice versa) 
Concentrations sanguines en CO2 et en HCO3- dans les normes 
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¾ Détermination du trou anionique ou Anion Gap (= AG) : 

L’AG représente les anions non mesurés par les analyseurs et aide le clinicien à déterminer l’origine 
d’une acidose métabolique. Il est calculé selon la formule suivante :     

AG = ([Na+] + [K+]) – ([HCO3
-] + [Cl-]) 

Avec [Na+], [K+], [HCO3
-] et [Cl-] les concentrations sanguines respectives en ions sodium, potassium, 

bicarbonate et chlore. 

Néanmoins, il n’existe pas de valeur de référence de l’AG chez les Psittacidés dans la littérature. Ce 
paramètre n’est donc pour l’instant pas utilisé en clinique (MONTESINOS, ARDIACA 2013). 

B) Imagerie médicale 

Les modes de fonctionnement des différents appareils d’imagerie médicale (scanner, IRM, 
etc.) ne seront pas rappelés dans ce travail. Les informations nécessaires peuvent être trouvées dans 
différents ouvrages (SILVERMAN, TELL 2010), (GROUT 2013) et (JIMENEZ, ARMBRUST 2009). 

1) Radiographie 

Par expérience, l’examen radiographique est utilisé très fréquemment chez les oiseaux. 
Chaque vétérinaire souhaitant développer une activité aviaire devrait donc équiper sa clinique avec 
du matériel radiographique (appareil à rayon X, films radiographiques ou écrans photostimulables et 
grilles anti-diffusantes, même si celles-ci sont très rarement utilisées chez les Psittacidés) adapté aux 
oiseaux (SILVERMAN, TELL 2010). 

La principale difficulté de l’examen radiographique consiste à maintenir l’oiseau immobile. En raison 
du caractère difficile des perroquets, ceux-ci sont souvent placés sous anesthésie flash le temps de la 
réalisation des clichés (sauf bien sûr si leur état de santé ne le permet pas) (SILVERMAN, TELL 2010). 

a- Examen radiographique de l’appareil squelettique 

Cet examen permet d’examiner la qualité des os et de rechercher d’éventuelles lésions 
(fractures, luxations, etc.). 

Les os longs des oiseaux ont un aspect radiographique très différent de celui des os des mammifères. 
Ceci est dû à une cavité médullaire plus large et un cortex plus fin chez les oiseaux, ainsi qu’à la 
présence d’os pneumatiques (humérus, fémur…). Dans certains cas, un dessin trabéculaire est même 
visible (TULLY et al. 2009). 

De plus, les oiseaux ne possèdent pas de centres d’ossification épiphysaires contrairement aux 
mammifères (TULLY et al. 2009).  

Chez les femelles, une hypercalcification homogène physiologique peut être visible avant le début 
d’une ponte (COLES 2007). 

Les réactions périostées et les zones d’ostéolyses évoquent un processus inflammatoire ou tumoral 
(TULLY et al. 2009). 

  



226 
 

i. La tête 

Les clichés peuvent être réalisés selon cinq incidences : ventro-dorsale, latéro-latérale gauche 
et latéro-latérale droite, oblique gauche et oblique droite (GROUT 2013). 

Le clinicien peut réaliser des radiographies de la tête lorsqu’il suspecte des lésions du crâne (type 
fractures, etc.), du bec ou des voies respiratoires (masses, abcès…). 

L’oiseau est placé directement au contact de la cassette radiographique, puis (GROUT 2013) : 

x Pour une vue ventro-dorsale : l’oiseau est positionné en décubitus dorsal, le corps est 
maintenu avec un gant plombé et la tête est étirée crânialement dans le prolongement du 
corps grâce à un sparadrap fixé au bec. 

x Pour les vues latéro-latérale : l’oiseau est placé en décubitus latéral, le corps est maintenu 
avec un gant plombé et la tête est étirée crânialement dans le prolongement du corps grâce 
à un sparadrap fixé au bec. 

x Pour les vues obliques : l’oiseau est positionné comme en vue latéro-latérale puis une 
rotation de la tête de 15 à 30 degrés est effectuée.  
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1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

Droite Gauche 

Légende : 
 

1. Os prémaxillaire 
2. Os palatin 
3. Osselets scléraux 
4. Appareil hyoïde 
5. Os jugal 
6. Os carré 
7. Bex maxillaire kératinisé 
8. Orbite 
9. Mandibule 
10. Os ptérygoïde 
11. Crâne 

Figure 121 : Schéma de l’anatomie de la tête d’un Psittacidé adulte en vue ventro-dorsale  
(SILVERMAN, TELL 2010). 

Légende : 
1. Os mandibulaire 
2. Os palatin 
3. Opercule nasal 
4. Arc sub-orbitaire 

10.   Os jugal 
11.   Os cératobranchial 
12.   Os épibranchial 
13.   Trou occipital 
14.   Os supraoccipital 

5.   Os ptérygoïde 
6.   Processus paraoccipital 
7.   Choanes 
8.   Os basihyal rostral 
9.   Os basihyal caudal 

Figure 120 : Radiographie de la tête d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon une incidence ventro-dorsale et 
son schéma d’interprétation (GROUT (2) 2013). 
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1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 

11 12 13 14 15 
Légende : 

1. Bec maxillaire kératinisé 
2. Os prémaxillaire 
3. Narine externe 
4. Zone de flexion crâniofaciale 
5. Os frontal 

6. Orbite 
7. Crâne 
8. Os jugal 
9. Os pariétal 
10. Os carré 

11. Os mandibulaire kératinisé 
12. Os palatin 
13. Mandibule 
14. Os hyoïde 
15. Os ptérygoïde 

Figure 123 : Schéma de l’anatomie de la tête d’un Psittacidé adulte en vue latérale gauche (d’après 
SILVERMAN, TELL 2010). 

Légende : 
1. Os prémaxillaire 
2. Opercule nasal 
3. Os palatin 
4. Os frontal 
5. Os préfrontal 

6. Os pariétal 
7. Bulle tympanique 
8. Os supraoccipital 
9. Appareil hyoïdien 
10. Os jugal 

11. Foramen optique 
12. Arc sub-orbitaire  
13. Os carré 
14. Os mandibulaire 
15. Processus paraoccipital 

Figure 122 : Radiographie de la tête d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon une incidence latéro-latérale 
droite et son schéma d’interprétation (GROUT (2) 2013). 
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ii. Le rachis et les côtes 

Le rachis et les côtes sont observés sur les radiographies de la cavité cœlomique qui seront 
traitées ultérieurement. 

 

Légende : 
1. Os supra-occipital 
2. Bulle tympanique 
3. Os carré 
4. Os ptérygoïde 

5. Os préfrontal 
6. Os jugal 
7. Os frontal 
8. Opercules nasaux 

9. Os prémaxillaire 
10. Processus paraoccipital 
11. Os mandibulaire 

Figure 124 : Radiographie de la tête d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon une incidence 
oblique gauche et son schéma d’interprétation (GROUT (2) 2013). 
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Légende : 
1. Vertèbres cervicales 
2. Coracoïde 
3. Tête humérale 
4. Tubercule ventral de l’humérus 
5. Scapula 
6. Vertèbres thoraciques 
7. Tête fémorale 

8. Synsacrum 
9. Vertèbres caudales 
10. Clavicule 
11. Tubercule dorsal de l’humérus 
12. Sternum 
13. Côte 
14. Ilium 

15. Trochanter fémoral 
16. Fémur 
17. Fibula 
18. Ischium 
19. Pubis 
20. Tibiotarse 
21. Pygostyle 

 Figure 125 : Schéma de l’anatomie de l’appareil squelettique d’un Psittacidé adulte en vue ventro-dorsale 
(d’après SILVERMAN, TELL 2010). 
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iii. Membre thoracique 

Le membre thoracique est observé selon deux incidences (GROUT 2013) et (GROUT (2) 
2013):  

x Caudo-crâniale : une personne maintient l’oiseau tête en bas (corps perpendiculaire à la 
cassette) tandis qu’un deuxième manipulateur étire l’aile le plus parallèlement possible à la 
table. Un clinicien expérimenté peut la faire seul (cf. figure 127). 

x Médio-latérale : le perroquet est placé en décubitus dorsal sur la cassette radiographique, le 
corps maintenu par un gant plombé ou par une main (protégée) du manipulateur et l’aile 
étendue parallèlement à la cassette par la seconde main du manipulateur (cf. figure 128). 

  

Légende : 
1. Vertèbres cervicales 
2. Humérus 
3. Vertèbres 

thoraciques 
4. Scapula 
5. Côte 
6. Processus unciforme 
7. Ilium 

8. Synsacrum 
9. Tête fémorale 
10. Fémur 
11. Foramen obturateur 
12. Foramen 

iliosciatique 
13. Ischium 
14. Vertèbres caudales 
15. Pygostyle 

16. Clavicule 
17. Coracoïde 
18. Sternum 
19. Jonction costo-

chondrale 
20. Patella 
21. Fibula 
22. Pubis 
23. Tibiotarse 

 Figure 126 : Schéma de l’anatomie de l’appareil squelettique d’un Psittacidé adulte en vue latérale 
gauche (d’après SILVERMAN, TELL 2010). 
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Remarque : Les manipulateurs doivent toujours veiller à se protéger des rayons X (utilisation des 
équipements de protection individuelle, etc.). 

Pour plus de facilité et de rigueur lors de l’interprétation des radiographies, il est possible de 
comparer des radiographies des deux membres (SILVERMAN, TELL 2010). 

 

  

  

Avant de prendre le cliché, les mains des manipulateurs doivent être recouvertes de gants plombés  

Figure 128 : Positionnement d’un Gris du Gabon (P. erithacus) pour la réalisation d’une radiographie du 
membre thoracique en vue médio-latérale (issue de GROUT 2013). 

Figure 127 : Positionnement d’un perroquet pour la réalisation d’une radiographie du 
membre thoracique en vue caudo-crâniale (issu de SILVERMAN, TELL 2010). 
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Légende : 
1. Doigt II 
2. Os radial du carpe 
3. Tubercule dorsal de l’humérus 
4. Tête humérale 
5. Canal tri-osseux 

6.   Coracoïde 
7.   Clavicule 
8.   2ème phalange du doigt II 
9.   1ère phalange du doigt II 
10.  1ère phalange du doigt III 

11.  Os métacarpien mineur 
12.  Os métacarpien majeur 
13.  Phalanges 1 et 2 du doigt I 
14.  Os ulnaire du carpe 
 

Figure 129 : Radiographie de l’aile droite d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon une incidence 
médio-latérale et son schéma d’interprétation (GROUT (2), 2013). 
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Légende : 
1. 2ème phalange du doigt II 
2. 1ère phalange du doigt II 
3. 1ère phalange du doigt III 
4. Os métacarpien majeur 
5. Phalanges 1 et 2 du doigt I 
6. Os radial du carpe 

7. Ulna 
8. Radius 
9. Condyle ventral de l’humérus 
10. Humérus 
11. Tubercule ventral de l’humérus 
12. Tête humérale 

13. Coracoïde 
14. Doigt II 
15. Condyle dorsale de l’humérus 
16. Tubercule dorsale de l’humérus 
17. Scapula 

Figure 130 : Radiographie de l’aile droite d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon une 
incidence caudo-crâniale et son schéma d’interprétation (GROUT (2), 2013). 
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iv. Le membre pelvien  

Le membre pelvien peut être étudié selon deux incidences radiographiques (GROUT 2013) et 
(GROUT (2) 2013) : 

x Médio-latérale : l’oiseau est placé en décubitus latéral du côté du membre étudié. Puis, le 
corps est maintenu en avant tandis que le membre étudié est tiré ventro-caudalement à 
l’aide d’un sparadrap (et le membre controlatéral dorso-caudalement) (cf. figure 131). 

x Crânio-caudale : Cette fois l’oiseau est placé en décubitus dorsal et le membre étudié mis en 
extension grâce à du sparadrap (cf. figure 131). 

  

Incidence médio-latérale.  Incidence crânio-caudale. 

Figure 131 : Positions pour la radiographie du membre pelvien d’un Psittacidé. Les pointillés rouges indiquent 
la zone à radiographier (issu de SILVERMAN, TELL 2010). 



236 
 

  

  

Légende : 
 

1. Ilium 
2. Tête fémorale 
3. Trochanter fémoral 
4. Fémur 
5. Condyle médial du fémur 
6. Condyle latéral du fémur 
7. Ischium 
8. Pubis 
9. Fibula 
10. Tibiotarse 
11. Tarsométatarse 
12. Trochlée du tarsométatarse 
13. Doigt IV 
14. Doigt III 
15. Condyle latéral du tibiotarse 
16. Condyle médial du tibiotarse 
17. Métatarse 
18. Doigt I 
19. Doigt II 

Figure 132 : Radiographie du membre pelvien droit d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon 
une incidence crânio-caudale et son schéma d’interprétation (GROUT (2) 2013). 
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b- Examen radiographique de la cavité cœlomique 

i. Positionnement 

Deux incidences sont toujours nécessaires pour examiner la cavité cœlomique : ventro-
dorsale et latéro-latérale (droite ou gauche). 

Pour l’incidence ventro-dorsale, le perroquet est placé en décubitus dorsal. Ses ailes sont écartées et 
maintenues ouvertes par des sacs de sables ou des gants de plomb et les pattes sont étirées 
caudalement. Ces dernières peuvent être fixées à la table d’examen par du sparadrap afin de 
permettre au manipulateur de s’écarter du faisceau primaire (cf. figure 134) (SILVERMAN, TELL 
2010). 

Les figure 134 illustrent combien il est difficile de se passer d’anesthésie pour radiographier un 
perroquet. 

Légende : 
1. Ilium 
2. Tête fémorale 
3. Ischium 
4. Pubis 
5. Fémur 
6. Patella 

7. Condyles fémoraux 
8. Fibula 
9. Tibiotarse 
10. Condyles du tibiotarse 
11. Métatarse 
12. Tarsométatarse 

13. Doigt III 
14. Doigt II 
15. Foramen ilio-ischiatique 
16. Crête hypotarsale du tarsométatarse 
17. Doigt I 
18. Doigt IV 

Figure 133 : Radiographie du membre pelvien droit d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte selon 
une incidence médio-latérale et son schéma d’interprétation (GROUT (2) 2013). 
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Pour l’incidence latéro-latérale, l’oiseau est placé en décubitus latéral, les ailes relevées dorsalement 
et les pattes étirées caudalement. Dans l’idéal, le clinicien peut maintenir l’oiseau avec des sacs de 
sables ou des gants plombés ce qui lui permet de se maintenir à l’écart (cf. figure 135) (SILVERMAN, 
TELL 2010). 

  

Ara bleu et jaune (A. ararauna) Gris du Gabon (P. erithacus) 

Ici, les deux oiseaux sont en position idéale car le manipulateur n’a pas besoin de les 
maintenir et peut donc se protéger du faisceau de rayon X. 

Figure 134 : Ara bleu et jaune et Gris du Gabon en position pour une radiographie ventro-
dorsale de la cavité cœlomique (Images : P. GRENTZINGER, remerciements à la clinique pour 

animaux exotiques de l’université de Pretoria). 

Figure 135 : Gris du Gabon (P. erithacus) en position pour une radiographie latéro-
latérale de la cavité cœlomique (Image : P. GRENTZINGER, remerciements à la 

clinique pour animaux exotiques de l’université de Pretoria). 
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ii. Anatomie radiographique 

Avant de se lancer dans l’interprétation d’un cliché radiographique, le clinicien doit s’assurer 
de bien connaître les structures anatomiques et leurs repères.  

Légende : 
1. Trachée 
2. Syrinx 
3. Aorte 
4. Poumons 
5. Veine pulmonaire 
6. Proventricule 
7. Gonades 

8. Rate 
9. Reins 
10. Colon 
11. Cloaque 
12. Portion cervicale de l’œsophage 
13. Jabot 
14. Portion thoracique de l’œsophage 

15. Départ de l’artère brachiocéphalique 
16. Artère pulmonaire 
17. Cœur 
18. Foie 
19. Isthme entre le proventricule et le gésier 
20. Gésier 
21. Intestins 

Figure 137 : Schéma de l’anatomie de la cavité cœlomique vue de profil d’un Psittacidé adulte 
(issu de SILVERMAN, TELL 2010). 

Légende : 
1. Trachée 
2. Syrinx 
3. Tronc pulmonaire 
4. Cœur 
5. Proventricule 
6. Foie 
7. Gésier 
8. Colon 
9. Portion cervicale de l’œsophage 
10. Jabot 
11. Portion thoracique de l’œsophage 
12. Aorte et artère brachiocéphalique 
13. Poumon droit 
14. Reins 
15. Pancréas 
16. Duodénum 
17. Intestins 
18. Cloaque 

Figure 136 : Schéma de l’anatomie de la cavité cœlomique vue de face d’un Psittacidé adulte 
(issu de SILVERMAN, TELL 2010). 
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1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 

14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 Légende : 
1. Trachée 
2. Air sac cervical 
3. Œsophage 
4. Syrinx 
5. Poumons 
6. Veine pulmonaire 
7. Aorte 
8. Sac aérien thoracique 

9. Gonades 
10. Reins 
11. Sac aérien abdominal 

(superposé aux intestins) 
12. Intestins 
13. Cloaque 
14. Jabot 
15. Aorte et départ de l’artère 

brachiocéphalique 

16. Artère pulmonaire 
17. Atrium gauche 
18. Ventricules cardiaques 
19. Apex du cœur 
20. Proventricule 
21. Rate 
22. Foie 
23. Gésier 

Figure 138 : Radiographie de la cavité cœlomique d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte en vue latéro-
latérale et son schéma d’interprétation (d’après SILVERMAN, TELL 2010). 
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¾ Appareil respiratoire : 

La trachée doit avoir une radio-opacité aérique. Chez les Psittacidés, elle est très souple et suit la 
colonne vertébrale. Le cou de l’oiseau doit donc être étendu pour permettre une meilleure visibilité 
de la trachée. La syrinx se situe crânialement au carrefour bronchique mais peut être difficile à 
observer sur une radiographie chez les perroquets (TULLY et al. 2009). Les lésions radiographiques de 
la trachée et de la syrinx sont rarement visibles sur une radiographie (sauf les masses) (NEWELL, 
ROBERTS, BENNETT 1997). 

Les poumons sont finement réticulés et ont un aspect en « nid d’abeilles » (cf. figure 140). Leur radio-
opacité n’est donc pas complètement aérique. De plus, cet aspect est physiologique et sa disparition 
évoque une maladie pulmonaire (pneumonie, aspergillose…). Contrairement à ceux des mammifères, 
leur aspect et leur taille ne varient pas au cours du cycle respiratoire (NEWELL, ROBERTS, BENNETT 
1997). 

Les sacs aériens ont une radio-opacité aérique et leurs parois ne sont pas visibles chez les oiseaux 
sains. Les anomalies radiographiquement visibles des sacs aériens peuvent être des augmentations 
focales ou diffuses de leur radio-opacité, une sur-distension du sac ou encore une atélectasie 
(NEWELL, ROBERTS, BENNETT 1997). 
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Légende : 
1. Trachée 
2. Aorte et artère brachiocéphalique 
3. Poumon droit 
4. Sac aérien thoracique 
5. Reins 

6. Intestins 
7. Sac aérien cervical 
8. Jabot 
9. Sac aérien claviculaire 
10. Cœur 

11. Foie 
12. Proventricule 
13. Gésier 
14. Sac aérien abdominal 

Figure 139 : Radiographie de la cavité cœlomique d’un Gris du Gabon (P. erithacus) adulte en vue 
ventro-dorsale et son schéma d’interprétation (d’après SILVERMAN, TELL 2010). 



242 
 

¾ Foie : 

Le foie dessine une forme de sablier avec le cœur (cf. figure 140). La disparition de ce sablier peut 
indiquer (TULLY et al. 2009) : une hépatomégalie ou une microhépathie, une cardiomégalie, la 
présence d’une masse thoracique abdominale crâniale de radio-opacité tissulaire masquant les 
silhouettes cardiaques ou hépatiques, ou encore la présence d’une masse cœlomique déplaçant le 
foie ou le cœur (un œuf par exemple). 

¾ Rate : 

Chez les oiseaux, la rate n’est pas toujours visible à la radiographie (TULLY et al. 2009). 

Une splénomégalie suggère une chlamydophilose (particulièrement si le foie est lui aussi de taille 
augmentée). Les néoplasies de la rate sont rares chez les Psittacidés (TULLY et al. 2009). 

¾ Tube digestif : 

Le tube digestif d’un Psittacidé est composé de (crânialement à caudalement) : œsophage, jabot, 
proventricule (qui assure la digestion chimique), ventricule ou gésier (dans lequel se fait la digestion 
mécanique), intestins et cloaque (HARCOURT-BROWN, CHITTY 2005) (cf. figures 136 et 137). 

Le tube digestif est plus facilement étudiable sur une incidence latéro-latérale (COLES 2007). 

Un corps étranger métallique présent dans le tube digestif est très facilement identifiable en raison 
de sa radio-opacité. Attention cependant à ne pas les confondre avec la puce électronique (cf. figure 
140) ou du grit (qui peut être physiologique en petite quantité chez les Psittacidés) (TULLY et al. 
2009). 

La présence de gaz en quantité excessive dans les intestins est un signe évocateur d’iléus parasitaire, 
de gastroentérite bactérienne ou encore d’une obstruction (TULLY et al. 2009). 

Un déplacement du ventricule indique une masse ou une organomégalie adjacente (hépatomégalie, 
rétention d’œuf, etc.) (TULLY et al. 2009). 

¾ Appareil cardio-vasculaire : 

L’apex cardiaque se situe au niveau du 5ème ou 6ème espace intercostal (TULLY et al. 2009). 

La radiographie a une portée très limitée dans le diagnostic des maladies (TULLY et al. 2009). 

¾ Appareil uro-génital : 

Les reins sont uniquement visibles sur une incidence latéro-latérale et repose contre la colonne 
vertébrale à hauteur du synsacrum. Toutes les structures se superposant dans cette région rend 
l’examen radiographique des reins très difficile (TULLY et al. 2009). 

Sur une vue de profil, les gonades sont visibles crânialement au pôle crânial des reins (TULLY et al. 
2009). 
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Ainsi, sur la radiographie de la cavité cœlomique, le clinicien doit prêter attention à : 

x L’absence d’anomalie des tissus osseux (rachis, côtes, vertèbres, membres, etc.) : fractures, 
luxations, radio-opacité anormale, etc. 

x La position anatomique des organes : vérifier qu’aucun n’est déplacé ou de taille anormale. 
x L’absence de masses de radio-opacité anormale (dans le cas contraire, essayer de déterminer 

son origine) 
x L’absence d’anomalies radiographiques le long de l’arbre respiratoire. 
x La présence d’un sablier cardio-hépatique bien marqué (cf. figure 140). 
x L’absence de corps étranger de radio-opacité (surtout métallique) dans la cavité cœlomique 

et particulièrement dans le tube digestif.  

  

Puce électronique 
Silhouette cardiaque 

Foie 

Sablier 

Figure 140 : Radiographie de la cavité cœlomique d’un Ara bleu et jaune (A. ararauna) adulte 
en vue ventro-dorsale (Image : ENVT – Clinique NAC). 
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iii. Utilisation d’un produit de contraste, l’exemple du transit baryté 

L’utilisation d’un produit de contraste permet de mettre en évidence certaines structures sur 
une radiographie en augmentant ou en diminuant la radio-opacité d’un ou plusieurs organes du 
corps. Chez les oiseaux, cette technique est utilisable pour réaliser une angiographie, une urographie, 
une rhinosinographie ou encore un transit baryté, en particulier si la réalisation d’une échographie 
ou d’un examen tomodensitométrique est impossible (GROUT 2013). 

Plusieurs types de contrastes peuvent être utilisés (KRAUTWALD-JUNGHANNS, SCHLOEMER, PEES 
2008) : 

x Le contraste positif augmentant la radio-opacité du tissu : 
9 Le sulfate de baryum (ou baryte) dont l’administration est limitée à la voie orale (elle 

permet donc l’exploration du tube digestif). 
9 Les produits iodés hydrosolubles qui ont un champ d’application plus large car peuvent 

être administrés par différentes voies (veineuse notamment). 
x Le contraste négatif qui diminue la radio-opacité du tissu : air, CO2, etc. 
x Le double contraste où les deux types de contrastes précédents sont combinés (permet par 

exemple d’observer l’état de la muqueuse digestive en gonflant le tube digestif d’air tandis 
que la baryte tapisse la muqueuse). 

Le transit baryté est l’examen réalisé le plus fréquemment chez les Psittacidés, c’est pourquoi il sera 
présenté ici. Il est indiqué en cas de suspicion d’atonie du tube digestif (vomissements, 
régurgitations, présence de graines non digérées dans les fientes…), de présence de masse 
cœlomique (afin de déterminer la nature de celle-ci) ou encore de radiographie cœlomique 
anormale.  

Pour cette investigation, l’oiseau est placé sous anesthésie afin de limiter le stress lié à l’intervention. 
Une radiographie cœlomique est réalisée à T-5 minutes puis le produit de contraste est administré 
par gavage directement dans le jabot. Le sulfate de baryum est le produit de contraste de référence 
pour cet examen (administrer 20 à 25 mL/kg de baryte diluée à 20% ou 30%). Il est néanmoins 
contre-indiqué en cas de suspicion de perforation du tube digestif (auquel cas, utiliser un produit 
iodé) (KRAUTWALD-JUNGHANNS, SCHLOEMER, PEES 2008).  

D’autres radiographies sont ensuite réalisées à T0, T+10 minutes, T+20 min., T+30 min., T+1 heure, 
T+1h30, T+2h… jusqu’à ce que le produit de contraste atteigne le cloaque (KRAUTWALD-
JUNGHANNS, SCHLOEMER, PEES 2008). 

¾ Présentation d’un exemple vu en clinique : 

Un jeune Gris du Gabon (P. erithacus) de quatre mois est présenté en clinique pour abattement, 
dyspnée, amaigrissement et régurgitations évoluant depuis une semaine environ. 

Après un examen clinique qui n’a révélé qu’une cachexie, une radiographie cœlomique est réalisée 
(cf. figures 141 et 142 présentées ci-dessous). 
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Opacité liquidienne 
anormale dans le jabot 

Sablier déformé 

Masse d’opacité liquidienne au 
niveau de la zone de projection 

du proventricule 

G 

T-5 minutes 
Figure 142 : Radiographie cœlomique de face du patient (Image : Clinique NAC – ENVT). 

T-5 minutes 

D 

Opacité liquidienne 
anormale dans le jabot 

Masse cœlomique 
d’opacité liquidienne  

Figure 141 : Radiographie cœlomique de profil du patient (Image : Clinique NAC – ENVT). 
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Sur ces radiographies, on note la présence d’un radio-opacité tissulaire anormale au niveau du jabot 
(évoquant une masse du jabot ou un état de remplissage trop important de celui-ci) ainsi qu’une 
masse cœlomique de radio-opacité tissulaire déforme le sablier. Néanmoins, il est impossible en 
l’état actuel de déterminer l’origine de cette masse (proventricule, foie, abcès, etc. sont autant de 
possibilités). Un transit baryté est donc réalisé. Pour plus de simplicité, seules les radiographies de 
profil (incidence latéro-latérale) seront présentées ici (cf. figure 143). 

 

 T0 T+10 minutes 

D 

D 

T+20 minutes T+30 minutes 

D D 

T+1 heure T+1h30 

D 

D 
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Ce transit baryté montre que le produit de contraste atteint très rapidement le proventricule (dès 
T0). Puis, la baryte s’écoule dans le gésier et les intestins jusqu’au cloaque qu’il atteint à T+1h30. 
Néanmoins, il reste toujours du produit de contraste dans le jabot et dans le ventricule à T+6h, ce qui 
est anormal chez un oisillon de cet âge (chez qui la digestion se fait en quelques heures) (HOLLAND 
1962).  

Ceci indique donc que : 

x La masse cœlomique détectée sur les premières radiographies correspond au proventricule 
qui est dilaté. 

x Il n’y a pas de corps étranger ou d’impaction du tube digestif 
x Le transit digestif est ralenti. 
x Il n’y a pas de vidange complète du jabot, même après 6 heures d’examen. 

Toutes ces observations amènent donc le clinicien à suspecter les différentes causes de dilatation du 
proventricule, à savoir : la maladie de dilatation du proventricule (= PDD pour Proventricular 
Dilatation Disease), une proventriculite bactérienne ou fongique, une intoxication au zinc ou au 

T+2h T+4h 

D D 

T+6h 

D 

Figure 143 : Transit baryté réalisé sur un Gris du Gabon (P. erithacus) de 4 mois 
(depuis T0 jusqu’à T+6h) (Images : Clinique NAC – ENVT). 
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plomb, une mégabactériose, une aspergillose, une chlamydophilose ou encore une tumeur du pylore 
(très peu probable étant donné l’âge du patient). 

¾ Détermination du diamètre du proventricule : 

Si le vétérinaire a un doute concernant une éventuelle dilatation du proventricule, il peut utiliser des 
repères radiographiques permettant de déterminer si le diamètre de ce dernier est anormal ou pas. 
Ces repères sont tracés sur une radiographie cœlomique prise selon une incidence latéro-latérale et 
réalisée de préférence avec un produit de contraste afin de mieux délimiter le proventricule (TULLY 
et al. 2009). 

Pour cela, il doit tracer différentes lignes qui lui serviront de repères (cf. figure 144) (DENNISON, 
PAUL-MURPHY, ADAMS 2008) : 

x Hauteur maximale de la cavité cœlomique au niveau de la portion proximale du 
proventricule : hauteur allant de la face ventrale du corps vertébral jusqu’à la face dorsale du 
sternum (distance A). 

x Distance maximale depuis la délimitation dorsale du proventricule (au niveau de sa partie 
proximale) jusqu’à la face dorsale du sternum (distance B). 

x Diamètre maximal du proventricule (distance C). 
x Droite suivant l’axe des coracoïdes (ligne D). 
x Distance maximale entre les faces ventrale et dorsale du sternum selon une droite 

perpendiculaire à la ligne D (distance E). 

Légende : 
Distance A = 78 mm 
Distance B = 59 mm 
Distance C = 30 mm 
Ligne D  
Distance E = 27 mm 

Figure 144 : Transit baryté et mesure du diamètre du proventricule réalisés sur un Ara bleu et jaune (A. ararauna) 
adulte (Image : Clinique Atlantia à Nantes, remerciements au Dr. Risi). 
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Différents ratios sont ensuite calculés (DENNISON, PAUL-MURPHY, ADAMS 2008) : 

x Ratio 1 : R1 = (Distance C) / (Distance B) soit R1 = 0,508 dans cet exemple. 
x Ratio 2 : R2 = (Distance C) / (Distance A) soit R2 = 0,384 ici. 
x Ratio 3 : R3 = (Distance C) / (Distance E) soit R3 = 1,111 ici. 
x Ratio 4 : R4 = (Distance B) / (Distance A) soit R4 = 0,756 ici. 

Plutôt que de mesurer directement le diamètre du proventricule sur le cliché, l’utilisation de ces 
ratios permet de s’affranchir des différences de tailles et de forme de cet organe en fonction des 
espèces. Néanmoins, le tracé des droites est variable d’un clinicien à un autre ce qui rend cette 
méthode approximative (DENNISON, PAUL-MURPHY, ADAMS 2008). 

Le ratio 3 est le paramètre le plus sensible et le plus objectif pour détecter une dilatation anormale 
du proventricule. Ainsi, obtenir un ratio R3 inférieur à 0,48 permet d’exclure une maladie du 
proventricule tandis qu’un ratio R3 supérieur à 0,52 est compatible avec une telle pathologie 
(DENNISON, PAUL-MURPHY, ADAMS 2008). Dans notre exemple, R3 est égal à 1,111. La dilatation du 
proventricule de cet oiseau est donc avérée et doit être investiguée. 

Les autres ratios (R1, R2 et R4) peuvent également être exploités et montrent une dilatation 
proventriculaire si leurs valeurs sont respectivement supérieures à 0,49, 0,65 et 0,87. Néanmoins, 
leur sensibilité est très mauvaise et ils sont donc peu utilisés en pratique (DENNISON, PAUL-MURPHY, 
ADAMS 2008). 

Remarque : La mesure du diamètre du proventricule n’est possible que si l’oiseau est correctement 
positionné sur la radiographie (coracoïdes superposés, têtes fémorales superposées, pattes étirées 
caudalement, etc.). 

c- Exemples de lésions observées à la radiographie 

Les figures 145 à 148 sont des radiographies de Psittacidés présentés en consultation. Les 
commémoratifs ayant motivé la réalisation d’un examen radiographique sont également précisés. 
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Fracture 

Aile gauche vue selon une incidence médio-latérale. 

Aile gauche vue selon une incidence caudo-crâniale. 

G 

G 

On observe ici une fracture multi-esquilleuse de l’ulna gauche  

G 

G 

Fracture 

Figure 145 : Radiographies de l’aile gauche d’un Eclectus (E. roratus) présenté pour douleur au 
niveau de ce membre suite à une chute survenue la veille (Image : Clinique NAC – ENVT). 

Cal osseux 

Aile gauche vue selon une incidence médio-latérale. 

Aile gauche vue selon une incidence médio-latérale. 

G 

G 

On note la formation d’un cal osseux au niveau du trait de fracture. 

Cal osseux 

Figure 146 : Radiographies de l’aile gauche du même Eclectus (E. roratus) après 40 jours de 
bandage en 8 et de cageothérapie (Source : Clinique NAC – ENVT). 
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Incidence ventro-dorsale. 

Incidence latéro-latérale. 

Ce perroquet a été placé dans une nouvelle volière en acier galvanisé il y a une semaine. 
Sur ces radiographies, on observe un objet de radio-opacité métallique dans le gésier. De 

plus, les symptômes observés correspondent à ceux d’une intoxication au zinc. Une 
intoxication avec un morceau du grillage de la nouvelle volière est donc suspectée. 

D 

Figure 148 : Radiographies cœlomique d’un Ara chloroptère (A. chloropterus) présenté pour abattement 
majeur, diarrhée brunâtre et régurgitations évoluant depuis 2 jours (Source : Clinique NAC – ENVT). 

Incidence latéro-latérale. 

Incidence ventro-caudale. 

On remarque la présence de petites masses dans les sacs aériens et particulièrement 
le sac aérien thoracique gauche (cercles rouges). 

D 

D 

Figure 147 : Radiographies cœlomique d’un Gris du Gabon (P. erithacus) présenté pour légère 
dyspnée évoluant depuis deux semaines (Source : Clinique NAC – ENVT). 
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2) Echographie 

L’échographie est un outil diagnostic non-invasif qui complète généralement un examen 
radiographique en donnant des informations sur la structure interne des organes. Etant indolore et 
souvent rapide, elle peut être réalisée sur oiseau vigile ou anesthésié (TULLY et al. 2009). 

Néanmoins, cet outil est peu utilisé chez les oiseaux et ce pour trois raisons (TULLY et al. 2009) : 

x La petite taille de certains patients pour lesquelles même la plus petite sonde disponible en 
médecine vétérinaire sera trop large. 

x La présence de sacs aériens qui forment un grand volume d’air dans la cavité cœlomique, 
empêchant ainsi la propagation des ultrasons. 

x Les cliniciens lui préfèrent souvent l’endoscopie dont l’interprétation est plus abordable et 
qui permet plus facilement de réaliser des prélèvements (biopsies, etc.) au cours de 
l’examen. 

La principale indication de l’échographie chez les oiseaux est l’exploration de la fonction cardiaque 
(échocardiographie), du tractus digestif, du foie et de l’appareil uro-génital (CASSAIGNE 2006). 

Remarque : Le gel échographique n’est pas toxique pour les oiseaux. Attention cependant à 
l’augmentation du risque d’hypothermie lorsque ce gel est utilisé en trop grande quantité. 

a- Echocardiographie 

L’échocardiographie est indiquée dans différentes situations : 

x Suspicion de cardiomégalie à la radiographie (elle permettra alors de faire la distinction entre 
hypertrophie, dilatation, masse cardiaque et épanchement péricardique) (ZOLLER 2013). 

x Auscultation d’un souffle ou d’une arythmie cardiaque à l’examen clinique (ZOLLER 2013). 
x Signes évocateurs d’une cardiopathie : ascite, incoordination musculaire, cyanose des 

muqueuses, etc. (PEES, KRAUTWALD-JUNGHANNS 2005). 

Les particularités anatomiques de l’oiseau et de son cœur rendent impossible l’utilisation du 
protocole d’échocardiographie des mammifères. Par exemple, les modes M et TM (unidimensionnel, 
permettant de mesurer l’épaisseur des tissus et la contractilité du cœur) ne sont pas utilisables chez 
l’oiseau (CASSAIGNE 2006). L’utilisation du mode B (bidimensionnel, donnant une image en 
mouvement de la zone recherchée) est donc la méthode de référence chez les oiseaux (PEES, 
KRAUTWALD-JUNGHANNS 2005). 

En raison de l’importance de la fréquence cardiaque et de la petite taille du cœur du patient, le 
clinicien doit utiliser du matériel répondant à certains critères (PEES, KRAUTWALD-JUNGHANNS 
2005) et (ZOLLER 2013) : 

x Production d’au moins 100 images par secondes. 
x Possibilité de se servir des fonctions Doppler (spectral et couleur) et ECG. 
x Sonde ayant de petites surfaces couplantes (microconvexe ou à balayage sectoriel par 

déphasage) et une fréquence d’au moins 7,5 MHz. L’utilisation de sondes pédiatriques 
développées en médecine humaine est possible. 



253 
 

x Possibilité d’enregistrer des images ou vidéos. 
 

¾ Protocole : 

Pour ne pas être gêné par le tube digestif lors de l’examen, il est conseillé de laisser l’oiseau à jeûn 
quelques temps avant l’échocardiographie (pas plus de 2 à 4 heures chez les Psittacidés). 

L’oiseau doit ensuite être tenu à la verticale, la tête en haut. Il y a deux types d’approches possibles 
pour la sonde (PEES, KRAUTWALD-JUNGHANNS 2005) : 

x Ventromédiane (approche de référence) : la sonde est positionnée contre le bréchet (enlever 
quelques plumes si besoin). Le cœur est ensuite observé selon deux coupes longitudinales : 
verticale (visualisation de deux chambres) ou horizontale (quatre chambres visibles) (cf. 
figure 149). C’est la seule approche qui permette l’utilisation du mode Doppler. 

x Parasternale (chez les oiseaux ayant un espace suffisamment large entre les dernières côtes 
et l’os pelvien) : le membre pelvien droit est tiré crânialement ou caudalement, libérant ainsi 
un espace sur la paroi cœlomique contre lequel la sonde est posée. Le cœur peut alors être 
observé en coupe semitransverse. 

Différentes structures sont reconnaissables ici : ventricule gauche (1), valvule atrio-ventriculaire gauche (1a), 
atrium gauche (2), foie (3), Sternum (4), aorte (5), Valve aortique (5a) et ventricule droit (6)  

Figure 149 : Echocardiographie en mode B d’un Gris du Gabon (P. erithacus) sain en approche ventromédiane 
selon une coupe longitudinale verticale (A) et horizontale (B) (PEES, KRAUTWALD-JUNGHANNS 2005). 
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Dans la plupart des cas, l’échocardiographie est facilitée par la présence d’une cardiopathie. En effet, 
l’organomégalie (cœur, foie…) et la congestion tissulaire qui en découle facilitent la transmission des 
ultrasons (ZOLLER 2013). 

Les découvertes les plus fréquentes réalisées à l’échocardiographie sont un hydropéricarde associé à 
une hypertrophie ou une dilatation du ventricule droit indiquant une insuffisance cardiaque droite 
congestive. Les atteintes du ventricule gauche sont moins fréquentes (PEES, KRAUTWALD-
JUNGHANNS 2005). 

Remarque : Une technique d’échocardiographie trans-œsophagienne a été étudiée en 2010. Cette 
méthode permet d’obtenir des images de meilleure qualité et permet d’utiliser le mode M de 
l’échographe. Néanmoins, ce protocole n’est réalisable que chez les plus grands Psittacidés (Ara sp.) 
(BEAUFRERE et al. 2010). 

b- Echographie du tube digestif et de ses annexes 

i. Le foie 

Les indications d’une échographie du foie sont les mêmes que pour les mammifères 
(CASSAIGNE 2006) : signes cliniques évocateurs d’une insuffisance hépatique, suspicion d’une 
hépatomégalie à la radiographie, anomalie des marqueurs biochimiques du foie…  

Le foie est un organe très facilement accessible à l’échographie, en particulier en cas d’ascite où le 
fluide présent dans la cavité cœlomique facilite la transmission des ultrasons. L’approche est 
ventromédiane et se fait caudalement au processus xyphoïde (TULLY et al. 2009). Malheureusement, 
les sacs aériens thoraciques caudaux et abdominaux empêche la visualisation complète de l’organe 
(et notamment de ces bords (CASSAIGNE 2006). 

L’échographie permet donc d’observer une partie du parenchyme hépatique et les éventuelles 
lésions qui le composent. Auquel cas, la forme, la taille et la distribution de ces dernières peuvent 
être évaluées.  

Comme il est impossible de mesurer la taille de l’organe, les principaux signes d’hépatomégalie chez 
les Psittacidés sont : la présence de parenchyme hépatique dépassant nettement du processus 
xyphoïde, la dilatation des vaisseaux sanguins hépatiques (signe de congestion) et une échogénicité 
augmentée du parenchyme (signe de surcharge) (CASSAIGNE 2006). 

En cas de processus néoplasique, le parenchyme est classiquement hétérogène à l’échographie 
(foyers de nécrose anéchogènes ou masses tumorales hyperéchogènes) (CASSAIGNE 2006).  

La biopsie hépatique échoguidée est un acte assez bien supporté par l’oiseau et réalisée de la même 
manière que chez les mammifères. Elle permet de faire une analyse histologique du parenchyme 
(COLES 2007). 

La vésicule biliaire peut également être en partie observée. Néanmoins, les lésions de voies biliaires 
sont rares chez les oiseaux (TULLY et al. 2009). 
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ii. Tractus digestif 

Il existe peu d’indications à l’échographie du tractus digestif car l’examen radiographique avec 
produit de contraste (voie à double contraste) apporte généralement suffisamment d’informations 
au chirurgien (COLES 2007). 

Chez les Psittacidés, le gésier est très facilement identifiable (grâce notamment au grit) depuis une 
approche ventromédiane ou latérale. Le reste du tube digestif (proventricule, intestins, cloaque, etc.) 
est également visible dans les fenêtres d’observation laissées par les sacs aériens. Le pancréas, quant 
à lui, est très difficilement visible (TULLY et al. 2009). 

Un épaississement de la paroi intestinale peut être observé en cas d’entérite, de tuberculose, 
d’infiltrations tumorales, de parasitose marquée ou encore de granulomes bactériens (des 
colibacilles le plus souvent) (CASSAIGNE 2006). 

Le cloaque peut également être examiné. Les lésions les plus fréquentes sont des masses dans la 
paroi (papillomes cloacaux principalement) ou encore des concrétions d’acide urique (CASSAIGNE 
2006). 

c- Echographie de la rate 

Les altérations du parenchyme splénique sont très difficiles à diagnostiquer à la radiographie. 
De même, il peut être ardu d’observer une rate saine à l’échographie en raison de sa très petite 
taille. De plus, la forme et la taille de la rate varient grandement d’une espèce à l’autre (TULLY et al. 
2009). 

L’abord se fait par voie latérale. La rate est légèrement plus échogène que le foie mais son 
parenchyme doit être homogène (TULLY et al. 2009). 

En cas de splénomégalie, la rate est plus facilement identifiable et son échogénicité est souvent 
diminuée. Un parenchyme hétérogène évoque alors un processus tumoral tandis qu’un parenchyme 
homogène correspond plutôt à un traumatisme ou à un processus infectieux (CASSAIGNE 2006). 

d- Echographie du tractus urogénital 

L’échographie permet de distinguer les affections rénales des lésions génitales. 

i. Les reins 

L’échographie permet de diagnostiquer des lésions rénales, comme par exemple (TULLY et al. 
2009) : 

x Une tumeur : les reins apparaissent élargis et avec un parenchyme très hétérogène. 
x Des kystes : Lésion ronde, bien définie et créant un renforcement postérieur. 
x Ou encore un processus inflammatoire : parenchyme très hétérogène. 

L’abord des reins se fait par voie ventromédiane (CASSAIGNE 2006). 
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ii. L’appareil génital 

 
¾ Les testicules : 

Les principales lésions touchant les testicules sont les processus tumoraux (principalement les 
sertolinomes).  Ceux-ci créent des petites zones de nécroses (hypoéchogènes) (CASSAIGNE 2006).  

Néanmoins, la complexité de l’image testiculaire à l’échographie et la petite taille des testicules chez 
les Psittacidés (particulièrement chez les petits patients) rend le diagnostic très difficile (CASSAIGNE 
2006). 

¾ Les ovaires et l’oviducte : 

Il est facile de repérer une tumeur ovarienne à l’échographie : la grappe ovarienne est en effet 
hypertrophiée et la tumeur est souvent ronde, bien délimitée et hétérogène (TULLY et al. 2009). 

Les kystes ovariens, quant à eux, forment des lésions rondes et anéchogènes, créant ainsi un 
renforcement postérieur (CASSAIGNE 2006). 

Les follicules ovariens en cours de développement peuvent également être observés : ils ont un 
contenu hyperéchogène (le vitellus) et sont entourés par la coquille en fin de maturation (qui 
apparait très hyperéchogène) (TULLY et al. 2009). 

Enfin, l’examen échographique de l’oviducte peut permettre de mettre en évidence une salpingite (la 
paroi apparait alors épaissie et contenant un exsudat hypo ou anéchogène) (CASSAIGNE 2006), ou 
encore une rétention d’œuf (même si celui-ci ne possède pas encore sa coquille contrairement à la 
radiographie) (TULLY et al. 2009). 

3) Scanner 

Comme on a pu le voir, l’examen des tissus mous est limité chez l’oiseau : la radiographie ne 
donne que peu d’informations et l’échographie est limitée par la présence des sacs aériens. 

Le scanner est un examen non-invasif qui permet d’obtenir des images en coupe du corps de l’oiseau 
ainsi que des reconstitutions des organes en 3 dimensions. Chez l’oiseau, il est généralement utilisé 
de manière à obtenir des coupes transversales ou sagittales du corps ou du crâne espacées de 1 à 5 
mm (cf. figure 151) (GUMPENBERGER, HENNINGER 2001). 

Pour cet examen, l’oiseau doit être impérativement sédaté ou anesthésié pour empêcher les 
mouvements et limiter le stress (cf. figure 150) (KUSMIERCZYK et al. 2013). Il est ensuite placé en 
décubitus ventral ou dorsal selon le choix du clinicien (et en fonction de la zone à examiner), l’axe 
médian de son corps parallèle au faisceau de l’appareil (cf. figure 150). 
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Les indications du scanner chez les Psittacidés sont les suivantes (GUMPENBERGER, HENNINGER 
2001) : 

x Observation des structures calcifiées (tissus osseux) et en particulier de la tête et du rachis. 
x Recherche d’une organomégalie (reins, foie, rate, etc.) (cf. figure 151), de lésions kystiques, 

de calcifications dystrophiques (reins, foie, poumons et sacs aériens en particulier) ou 
d’anomalies de densité. La présence des sacs aériens cœlomiques permet d’ailleurs de 
mettre en évidence certains organes comme les reins et le foie. 

x Examen du tractus digestif, en particulier le proventricule et le gésier (les intestins sont 
difficilement repérables). Pour faciliter l’examen, un produit de contraste (sulfate de baryum 
dilué) peut être utilisé. 

x Exploration du tractus génital : le scanner donne de nombreuses informations quant au 
nombre, la taille, la forme et la position des follicules et des œufs. Les testicules quant à eux 
sont très rarement observés en raison de leur petite taille. 

x Exploration de l’arbre respiratoire : diagnostic de masses (tumorales, granulomes 
mycosiques…), d’un épaississement des parois des sacs aériens ou encore de zone de 
calcifications. 

x Observation du système nerveux central : mise en évidence d’hémorragies intracrâniennes, 
de malformations, de traumatismes ou encore de néoplasies. 

x Examen des yeux : Certaines structures des yeux (comme les osselets scléreux, la chambre 
antérieure de l’œil, etc.) peuvent être observées au scanner. Néanmoins, cet examen reste 
limité par la petite taille des yeux des Psittacidés. 

 

 

 

Figure 150 : Scanner d’un Eclectus mâle (E. roratus) placé en décubitus ventral 
(Image : B. THIBAULT, remerciements à la clinique Atlantia à Nantes). 
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Malheureusement, cet examen est peu réalisé en pratique à cause de son prix élevé. De plus, il existe 
très peu de données bibliographiques ou d’images de références concernant le scanner des 
Psittacidés. En pratique, il est donc conseillé de réaliser un scanner au patient et à un individu de la 
même espèce afin de pouvoir comparer les images obtenues pour les deux individus. 

4) Imagerie par résonance magnétique (= IRM) 

L’IRM est un examen non-invasif permettant de reconstituer des images en coupe des 
structures internes grâce à un champ magnétique externe. De plus, la reconstitution d’images en 
trois dimensions à partir de ces coupes est également possible. 

Elle est indiquée pour l’observation des structures nerveuses (cerveau, moelle épinière…) et des 
tissus mous (organes cœlomiques, arbre respiratoire, etc.) ou encore pour la recherche de masses 
tumorales. En effet, elle offre un contraste remarquable entre les différents tissus mous (HARRISON, 
LIGHTFOOT 2006). 

C’est un examen assez long (une dizaine de minutes) qui nécessite une immobilité totale de l’oiseau. 
Ainsi, il est préférable que celui-ci soit anesthésié (COLES 2007). Il est ensuite placé en décubitus 
dorsal (GROUT 2013). 

Remarque : Attention, cet examen ne doit pas être réalisé si des objets magnétiques sont à proximité 
ou dans l’oiseau (certaines bagues, puce électronique, corps étranger digestif, etc.) (COLES 2007). 
Ceci peut causer des difficultés pour le monitoring de l’anesthésie du patient. 

Chez les perroquets, les meilleures images semblent être obtenues en coupe sagittale en 
pondérations T1 (graisse hyperintense et eau hypointense) et T2 (graisse hypointense et eau 
hyperintense). De plus, un produit de contraste (gadolinium à 0,1 mmol/kg administré par voie 
intraveineuse par exemple) peut être utilisé pour faciliter la visualisation de certains tissus (appareil 
vasculaire par exemple) (GROUT 2013). 

Ici, les poumons (Lung), le foie (L), le cœur (H), la rate (S), les reins (K), les intestins (BL) et les muscles 
pectoraux (BM) sont visibles. Cette image montre une splénomégalie majeure. 

BL 

K 

S 

L 
H 

BM 

Lung 

Figure 151 : Coupe sagittale paramédiane de la cavité cœlomique d’une Amazone poudrée 
(A. farinosa) femelle (GUMPENBERGER, HENNINGER 2001). 
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Néanmoins, l’IRM est très peu pratiquée en médecine aviaire, et ce pour plusieurs raisons : 

x Examen long et compliqué nécessitant la mise au point préalable de séquences d’acquisition 
des images. 

x Infrastructures et matériel onéreux et difficiles à rentabiliser pour le clinicien : antennes 
adaptées au patient, cage de Faraday, etc. L’IRM reste donc un examen peu disponible en 
médecine vétérinaire. 

x La lecture et l’interprétation des images requièrent des compétences particulières, d’autant 
plus que les données bibliographiques sont très rares. 

x Examen onéreux pour le propriétaire. 

C) L’endoscopie 

Tout orifice suffisamment large pour permettre le passage de l’endoscope peut être 
examiné visuellement. En permettant une observation directe des organes, l’endoscopie est un outil 
diagnostic complémentaire des techniques d’imagerie médicale. De plus, elle permet la réalisation de 
prélèvements (biopsies, écouvillons, etc.) (TULLY et al. 2009). 

Chez les Psittacidés (et plus généralement chez les oiseaux), l’endoscopie est facilitée par la présence 
des sacs aériens : grâce à eux, l’oiseau est déjà « pré-insufflé » pour l’examen. De plus, ils constituent 
une série de cavités dans lesquelles l’endoscope peut facilement être introduit (HARRIS 1999).  

Comme nous allons le voir, la cœlioscopie et la trachéoscopie sont les deux applications les plus 
courantes de l’endoscopie en médecine aviaire. 

L’endoscopie d’un Psittacidé est toujours réalisée sous anesthésie pour limiter le stress de la 
procédure, éviter que l’oiseau n’abime le matériel (notamment lors d’une endoscopie de la cavité 
buccale) et pour que celui-ci reste immobile. 

1) Matériel 

Chez les oiseaux, l’endoscopie est réalisée grâce à un endoscope rigide dont le diamètre doit 
être adapté à la taille de l’oiseau. En général, les vétérinaires aviaires utilisent un embout de 2,7mm 
de diamètre et de 170 à 190 mm de longueur (DIVERS 2010). 

Pour faciliter l’examen et avoir un champ visuel le plus large possible, il est recommandé de choisir 
une lentille qui offre un champ de vision incliné de 30° (CHAI, ROMAN 2005). 

La source lumineuse doit être au minimum de 150 W et la lumière est guidée par des fibres de verre 
(attention donc au guide lumineux qui est très fragile) (CHAI, ROMAN 2005). 

Enfin, une gaine adaptée à l’embout de l’endoscope et munie d’un canal opérateur, une pince à 
préhension et une pince à biopsie mesurant 1,7 mm de diamètre peuvent venir compléter 
l’équipement du clinicien (DIVERS 2010). 

L’utilisation d’une caméra et d’un système vidéo ne sont pas obligatoires même si elles apportent un 
confort à l’examen ainsi que la possibilité de réaliser des enregistrements. 
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En raison de sa grande fragilité, il est important de prendre quelques précautions pour protéger 
l’équipement (CHAI, ROMAN 2005) : 

x Tenir l’endoscope par l’oculaire plutôt que par la tige. 
x Eviter toute chute ou coup. Attention à ce que le guide lumineux n’entraine pas l’endoscope 

dans une chute (notamment lorsqu’on le pose sur la table d’examen par exemple). 
x Nettoyer le matériel après chaque utilisation avec un tissu non abrasif puis un trempage dans 

une solution protéolytique. 
x Stérilisation uniquement à froid par trempage (bannir l’utilisation d’une cuve à ultrasons ou 

d’un autoclave). 

Remarque : Le matériel disponible en médecine humaine en pédiatrie ou pour les arthroscopies peut 
également être utilisé chez les plus grands Psittacidés (DIVERS 2010). 

2) Indications 

Comme on l’a déjà expliqué, les Psittacidés masquent les symptômes de maladies jusqu’à ce 
que celles-ci atteignent un stade avancé. Néanmoins, ils ont tendance à se dégrader rapidement dès 
l’apparition des premiers signes cliniques. Ainsi, réaliser une endoscopie dès l’apparition des 
premiers signes cliniques peut permettre de faire une avancée rapide dans la démarche diagnostique 
(DIVERS 2010). 

De plus, l’endoscopie est le seul examen (hormis la laparotomie) qui permet la visualisation des 
parois des sacs aériens (HARRIS 1999). 

Cet examen est donc indiqué en cas de (CHAI, ROMAN 2005) : 

x Anomalie de l’examen clinique ou d’un autre examen complémentaire (organomégalie 
suspectée à la radiographie par exemple). 

x Examens cliniques et complémentaires réalisés au préalable non concluants ou peu 
évocateurs. 

x Sexage de l’oiseau. 
x Chirurgie sous contrôle endoscopique (ablation de granulomes aspergillaires, vasectomie, 

salpingohystérectomie, etc.). 

Néanmoins, les contre-indications à la réalisation d’une endoscopie sont les suivantes (CHAI, ROMAN 
2005) : 

x Etat général du patient trop altéré pour que celui-ci supporte une anesthésie. 
x Obésité de l’oiseau (exploration alors difficile et augmentation du risque anesthésique). 
x Ascite : la perforation accidentelle du sac aérien exploré créerait alors une ouverture sur la 

cavité péritonéale, causant un risque de passage du liquide d’épanchement dans l’arbre 
respiratoire (risque de « noyade interne »). 

x Eviter les abords latéraux en cas de ponte à cause du risque de rupture de la grappe 
ovarienne au cours de l’intervention. 
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Les avantages et inconvénients de l’endoscopie sont résumés dans le tableau 34 présenté ci-
dessous : 

Tableau 34 : Avantages et inconvénients de l’endoscopie chez les Psittacidés (réalisation personnelle 
d’après (TULLY et al. 2009) ; (CHAI, ROMAN 2005) ; (DIVERS 2010) ; (HERNANDEZ-DIVERS, 

HERNANDEZ-DIVERS 2004)) 

Avantages Inconvénients 
La cavité cœlomique peut être entièrement examinée 
via seulement un ou deux points d'incision Invasif 

Prélèvements possibles (biopsies, écouvillons, lavage 
des sacs aériens, etc.) 

Anesthésie nécessaire, même sur un oiseau 
débilité 

Visualisation directe des organes Impossible sur un trop petit oiseau 

Moins invasive qu'une laparoscopie exploratrice 
Difficile à réaliser en cas de tube digestif plein ou 
de ponte (écrasement des sacs aériens). La mise à 
jeun est donc conseillée avant une cœlioscopie. 

Examen riche et rapide quand le praticien est 
expérimenté 

Examen laborieux si le clinicien manque 
d'expérience 

Moins onéreux que le scanner ou l'IRM Complications possibles (cf. plus bas). 
Dans certains cas, permet un diagnostic rapide et donc 
une prise en charge optimisée Matériel très onéreux à l’achat et très fragile 

 

3) Endoscopie non invasive 

a- Tête 

L’endoscopie permet de réaliser un examen poussé de la cavité buccale (langue, choanes, 
oropharynx, etc.) et de réaliser des prélèvements (prélèvement d’éventuels dépôts au niveau des 
choanes notamment) (CHAI, ROMAN 2005). 

Chez les plus grands oiseaux, les narines et les conduits auditifs externes peuvent également être 
examinés en surface à l’aide d’un endoscope. Néanmoins, le matériel ne peut pas être introduit 
profondément dans ces cavités en raison de leur taille (TULLY et al. 2009). 

b- Trachéoscopie 

La trachéoscopie est indiquée en cas de modification ou perte soudaine de la voix, dyspnée 
sévère, insuffisance respiratoire sévère (le patient doit alors être stabilisé avant d’entreprendre 
l’examen) (HERNANDEZ-DIVERS, HERNANDEZ-DIVERS 2004). Dans ces conditions, la trachéoscopie 
est le premier examen à réaliser (HARRIS 1999). 

Pour réaliser cet examen, l’endoscope est introduit dans la cavité buccale puis dans le larynx situé 
caudalement à la base de la langue. Cette étape est facilitée si le cou de l’oiseau est étendu (cf. figure 
152) (TAYLOR 1997). 



262 
 

L’endoscope peut alors être engagé jusqu’à la syrinx et la jonction trachéo-bronchique (cf. figure 
152). 

Remarque : Comme on l’a déjà évoqué, les anneaux trachéaux des oiseaux sont complets. Ainsi, la 
trachéoscopie n’est réalisable que sur les plus grands Psittacidés (poids supérieur à 200 grammes en 
moyenne) sur lesquels il n’y a pas de risque de léser la trachée (TAYLOR 1997). 

Lumière de l’endoscope observée à 
travers la trachée et la peau du cou 

Figure 153 : Trachéoscopie sur un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : P. GRENTZINGER, 
remerciements au Dr. Le Loc’h). 

Syrinx et trachée distale saines chez un Gris du Gabon (P. erithacus) (A), zone de striction de la 
trachée (m) d’un Gris du Gabon (P. erithacus) (B) et biopsie d’un granulome crânial à la syrinx chez 

un Cacatoès à huppe rouge (Cacatua moluccensis). 

Figure 152 : Images issues de trachéoscopies (Source : DIVERS 2010). 
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Afin de ne pas être gêné par la sonde endotrachéale lors de cet examen, il est conseillé de canuler le 
sac aérien abdominal pour maintenir l’anesthésie (cf. partie II-C-1). Ceci permet également de 
procurer une voie d’apport en oxygène au patient éventuellement dyspnéique (CHAI, ROMAN 2005).  

c- Tube digestif 

L’examen endoscopique de l’œsophage, du jabot, du proventricule et du gésier est possible 
chez la plupart des Psittacidés dont le poids ne dépasse pas 500 grammes. Pour les plus grands 
perroquets, il est difficile d’atteindre le gésier par la voie orale (auquel cas, une ingluviotomie est 
nécessaire) (HERNANDEZ-DIVERS, HERNANDEZ-DIVERS 2004). 

Afin de limiter les risques de régurgitations et de fausse déglutition, tous les oiseaux doivent être 
intubés et inclinés de 30 à 45 degrés (la tête en hauteur) (DIVERS 2010). De même, une compresse 
absorbante peut être placée au niveau de la glotte pour éviter le passage de particules acides dans la 
trachée (particulièrement au moment du retrait des instruments du tractus digestif) (TAYLOR, 
MURRAY 1999). 

L’endoscope est introduit dans la cavité buccale puis dans l’œsophage via le pharynx. La muqueuse 
digestive doit être examinée à la recherche d’ulcérations, d’une inflammation, de zones de strictions 
ou de masses. Au besoin, des biopsies des lésions peuvent être réalisées (TAYLOR, MURRAY 1999). 

Pour faciliter l’examen, de l’air ou un soluté saline tiédie (à 39,5°c environ) peuvent être insufflés 
dans le tube digestif (DIVERS 2010). De plus, un jeûne peut être mis en place avant la gastroscopie 
afin de ne pas être gêné par du contenu alimentaire (TAYLOR, MURRAY 1999). 

Remarque : La visibilité est souvent meilleure au retrait de l’endoscope que lors de son insertion 
dans le tube digestif (CHAI, ROMAN 2005). 

Si un corps étranger est observé, le vétérinaire peut essayer de le retirer à l’aide de forceps ou d’une 
pince à biopsie (DIVERS 2010). 

d- Cloacoscopie 

La cloacoscopie est l’examen de référence pour évaluer l’état de la muqueuse cloacale et 
rechercher des masses (papillomes le plus souvent), des concrétions d’acide urique ou des signes 
d’inflammation (HERNANDEZ-DIVERS, HERNANDEZ-DIVERS 2004). 

Néanmoins, cet examen est rendu difficile par la présence de fécès et d’urates. Un rinçage préalable 
du cloaque avec une solution saline tiédie est donc nécessaire. De l’air peut également être insufflé 
en resserrant les marges de l’anus autour de l’endoscope (CHAI, ROMAN 2005). Attention, un rinçage 
trop abondant du cloaque peut entrainer des régurgitations. L’intubation de l’oiseau est donc 
nécessaire pour le protéger du risque de fausses déglutitions (DIVERS 2010). 

Chez les Psittacidés, le coprodeum (partie du cloaque sur laquelle s’ouvre le rectum) correspond à la 
chambre crâniale du cloaque. C’est également la plus développée. L’urodeum (où s’abouche les deux 
uretères et les conduits déférents ou l’oviducte) est plus petit et plus caudal. Enfin, le proctodeum est 
la chambre du cloaque la plus caudale et est en relation avec l’anus. C’est le site de localisation 
préférentiel des papillomes (TAYLOR, MURRAY 1999). 
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4) Endoscopie invasive : cœlioscopie 

a- Les différentes voies d’abord 

Pour chaque voie d’abord, la zone d’incision doit être préparée chirurgicalement (plumée, 
nettoyée et désinfectée). A la fin de l’intervention, il est recommandé de refermer la plaie grâce à un 
point de suture en U ou en X en utilisant du fil résorbable (peau et muscles pris en masse) 
(HERNANDEZ-DIVERS, HERNANDEZ-DIVERS 2004). 

i. Voie latérale 

Lors de la réalisation d’une cœlioscopie, la voie d’abord la plus utilisée chez les oiseaux est la 
voie latérale via le sac aérien thoracique caudal (CHAI, ROMAN 2005). Cet abord a déjà été détaillé 
dans la partie traitant de la canulation d’un sac aérien (cf. partie II-C-1). 

Il est recommandé de maintenir délicatement l’ouverture de la cavité cœlomique à l’aide d’une 
compresse stérile. Ceci permet de garantir la stérilité de l’intervention et de limiter les fuites de gaz 
anesthésique dans l’environnement (cf. figure 154) (CHAI, ROMAN 2005).  

Une fois l’endoscope introduit dans le sac aérien thoracique caudale, le clinicien peut explorer les 
autres sacs aériens en les ponctionnant d’un coup sec et en y introduisant l’endoscope. Les 
perforations ainsi créées ne semblent pas avoir de conséquences pour l’oiseau (à condition bien sûr 
de ne pas trop en créer) et cicatrisent en 5 à 10 jours (DIVERS 2010).  

  

L’image montre la compresse stérile utilisée pour maintenir l’endoscope. 

Figure 154 : Cœlioscopie par voie latérale d’un Youyou du Sénégal (P. senegalus) (Images : P. GRENTZINGER, 
remerciements au Dr. Le Loc’h). 
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Les structures visibles lors d’une cœlioscopie par voie latérale sont détaillées dans le tableau 35. 

Tableau 35 : Structures visibles en fonction de la localisation de l’endoscope (réalisation personnelle 
d’après (CHAI, ROMAN 2005) ; (DIVERS 2010)et (HERNANDEZ-DIVERS, HERNANDEZ-DIVERS 2004)) 

Cœlioscopie latérale gauche Cœlioscopie latérale droite 
Localisation de 
l'endoscope Organes observés Localisation de 

l'endoscope Organes observés 

Sac aérien 
thoracique caudal 

Surface caudale des poumons et 
ostiums du sac aérien 

Sac aérien 
thoracique caudal 

Surface caudale des poumons 
et ostiums du sac aérien 

Cœur et péricarde Cœur et péricarde 

Paroi séparant les sacs aériens 
thoracique caudal et abdominal 

Paroi séparant les sacs aériens 
thoracique caudal et 
abdominal 

Paroi séparant les sacs aériens 
thoracique caudal et crânial 

Paroi séparant les sacs aériens 
thoracique caudal et crânial 

Gésier et proventricule Gésier et proventricule 
- Pancréas 
Portion caudale du lobe gauche 
du foie 

Portion caudale des lobes 
gauche et droit du foie 

Sac aérien 
abdominal 

Intestins 

Sac aérien 
abdominal 

Intestins 
Rein (lobes médian et caudal) et 
uretère gauches  

Rein (lobes médian et caudal) 
et uretère droits  

Rate - 
Gésier et proventricule Gésier et proventricule 
Gonades (grappe ovarienne ou 
testicule gauche) Gonades (testicule droit) 

Surrénale gauche (crânialement 
au pôle crânial du rein) 

Surrénale droite (crânialement 
au pôle crânial du rein) 

Cloaque Cloaque 
Os pelvien Os pelvien 

Sac aérien 
thoracique crânial 

Portion crâniale du poumon 
gauche 

Sac aérien 
thoracique crânial 

Portion crâniale du poumon 
droit 

Portion crâniale du lobe gauche 
du foie 

Portion crâniale du lobe droit 
du foie 

Cœur et péricarde Cœur et péricarde 
Côtes et sternum Côtes et sternum 

 

ii. Voie caudale 

Pour l’abord par voie caudale, la cavité péritonéale est incisée caudalement à la pointe du 
bréchet et sur la ligne médiane (attention à ne pas léser le bord caudal du foie, surtout en cas 
d’hépatomégalie) (CHAI, ROMAN 2005). L’oiseau est alors placé en décubitus dorsal. 
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C’est la seule voie permettant d’observer l’intégralité de la face ventrale du foie (lobes droit et 
gauche) et de réaliser des biopsies hépatiques. De plus, c’est la voie d’abord à privilégier en cas 
d’ascite puisqu’elle permet d’éviter d’ouvrir un sac aérien (DIVERS 2010). 

iii. Voie crâniale 

La voie d’abord se fait alors par le sac aérien claviculaire. Pour cela, l’oiseau est placé en 
décubitus latéral, les ailes étendues contre la table de chirurgie. La peau est ensuite préparée puis 
incisée au niveau de l’espace inter-claviculaire, crânialement au bréchet et à gauche de la ligne 
médiane (afin d’éviter le jabot). Le sac aérien claviculaire est ensuite ponctionné et l’endoscope y est 
introduit en direction caudo-dorsale (cf. figure 155) (CHAI, ROMAN 2005). 

L’endoscope doit être manipulé avec une extrême précaution dans cette région en raison de sa 
proximité avec certains gros vaisseaux (veines brachiocéphaliques par exemple) (DIVERS 2010). 

  

Figure 155 : Cœlioscopie par voie crâniale sur un Gris du Gabon (P. erithacus) (Image : 
P. GRENTZINGER, remerciements à la clinique pour oiseaux et animaux exotiques de 

l’université vétérinaire de Pretoria). 
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Cette voie d’abord est rarement utilisée et est indiquée pour l’investigation de masses cœlomiques 
crâniales (thyroïdiennes notamment). Elle donne accès à la face externe de la trachée et de la syrinx, 
au cœur, au péritoine, à certains vaisseaux à la partie crâniale des poumons, aux thyroïdes et aux 
parathyroïdes (cf. figure 156) (DIVERS 2010).  

b- Observations et interprétations 

La visualisation directe des structures internes permet d’examiner leur couleur, leur taille 
(attention à l’effet grossissant de l’endoscope qui peut être trompeur), leur forme ainsi que 
d’éventuelles lésions à leur surface. 

i. Appareil respiratoire 

¾ Sacs aériens : 

Les parois des sacs aériens doivent être examinées avec attention. Chez un oiseau sain, celles-ci sont 
fines, transparentes et peu vascularisées (cf. figure 157). Au contraire, en cas d’inflammation 
(aérosaculite), elles s’épaississent et abordent une vascularisation dense (CHAI, ROMAN 2005).  

- A : Paroi délimitant les sacs aériens thoracique caudal et abdominal (a) et poumon (l) visibles chez une 
Amazone (Amazona sp.). Le trou présent dans la paroi sacculaire correspond au passage de l’endoscope 

- B : Paroi sacculaire blanchâtre et très épaissie et granulomes fongiques chez une Amazone (Amazona sp.). 

Figure 157 : Visualisation des sacs aériens par endoscopie réalisée par voie d’abord caudale) (DIVERS 2010). 

Figure 156 : Apparence normale des muscles de la syrinx (s), de la trachée (t), de la carène 
proximale (k) et du tronc brachiocéphalique (b) vus par endoscopie par voie d’abord crâniale 

chez une Amazone à front jaune (Amazona ochrocephala) (Source : DIVERS 2010). 
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De plus, des granulomes peuvent être présents à leur surface (cf. figure 157). Le diagnostic 
étiologique ne peut jamais se faire uniquement par l’aspect visuel de ces granulomes. Ceux-ci 
doivent donc être prélevés afin de réaliser une analyse histologique et une mise en culture. La 
plupart du temps, leur origine est fongique (Aspergillus sp. surtout) mais ils sont souvent associés à 
des surinfections bactériennes (TAYLOR 1997). 

Enfin, des parasites peuvent parfois être observés le long des parois des sacs aériens (filaires 
souvent) (CHAI, ROMAN 2005). 

Remarque : Chez les oiseaux obèses, des dépôts lipidiques peuvent être observés sur la paroi des 
sacs aériens (CHAI, ROMAN 2005). 

¾ Poumons : 

A l’endoscopie, la surface des poumons apparait rose clair (cf. figure 158). Celle-ci doit donc être 
examinée à la recherche de changements de couleur ou de consistance (TAYLOR 1997). 

Une congestion ou une inflammation s’exprime souvent par une couleur rougeâtre de la surface 
pulmonaire (cf. figure 158). Celle-ci est souvent rencontrée chez les oiseaux exposés à une pollution 
chronique de l’air ambiant (tabagisme passif, encens, etc.). Au contraire, un œdème pulmonaire 
entraine une coloration grisâtre à blanche (TAYLOR 1997). 

La présence de petites taches noires sur les poumons peut signifier une anthracose pulmonaire due à 
une inhalation de poussières. C’est une lésion bénigne (CHAI, ROMAN 2005). 

ii. Le tractus digestif et ses glandes annexes 

¾ L’appareil digestif : 

La face externe de l’œsophage n’est visible qu’en abord crânial. Celui-ci doit avoir un diamètre 
régulier sur toute sa longueur (environ égal à celui de la trachée) (CHAI, ROMAN 2005). 

- A : Aspect ventrolatéral d’un poumon sains (l) chez un pigeon bizet (Columba livia) (l’aspect des poumons 
est similaire chez les Psittacidés). On observe également l’ostium du sac aérien thoracique caudal (flèche), 

les côtes (r), les muscles intercostaux (i) et les parois des sacs thoracique crânial (c) et abdominal (a) 
- B : Hémorragie (flèche blanche) et congestion pulmonaire (l) sur un poumon d’Amazone (Amazona sp.). 

L’ostium du sac aérien thoracique caudal (flèche noire) est également visible. 

Figure 158 : Poumons d’oiseaux vus à l’endoscopie (DIVERS 2010). 
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L’examen de la face externe du tube digestif permet la recherche de masses, de signes de congestion 
ou encore de dépôts calciques (TULLY et al. 2009). 

¾ Le foie : 

Le foie doit avoir un aspect homogène et une coloration rouge foncé. De plus, il ne doit pas dépasser 
l’extrémité distale du bréchet et doit avoir des bords fins (CHAI, ROMAN 2005). 

¾ Le pancréas : 

Il peut être difficile à observer. Il doit avoir une couleur jaunâtre homogène et être peu vascularisé 
(cf. figure 159) (TULLY et al. 2009). 

iii. La rate 

Elle est située sur le côté droit du ventricule au niveau de l’isthme (jonction proventricule-
gésier). En temps normal, elle est ronde et de même aspect que le pôle crânial du rein avec lequel 
elle peut être confondue (CHAI, ROMAN 2005). 

iv. L’appareil uro-génital 

¾ L’appareil génital : 

Comme nous avons pu le voir dans la partie II-C-2, l’endoscopie permet de sexer l’oiseau avec 
certitude (DIVERS 2015). 

Figure 159 : Pancréas (p) et duodénum (d) observés depuis de sac aérien 
abdominal chez un Ara (Ara sp.) (DIVERS 2010). 
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Chez la femelle, la grappe ovarienne (cf. figure 160) et l’oviducte ne sont visibles que par un abord 
latéral gauche puisque le tractus femelle droit dégénère au cours du développement embryonnaire 
jusqu’à complètement disparaitre (CHAI, ROMAN 2005). 

L’oviducte est tortueux et longe les reins pour atteindre le cloaque. Son diamètre est trois fois plus 
important que celui des uretères (qui sont reconnaissables à leur couleur blanchâtre) (CHAI, ROMAN 
2005). 

Les testicules quant à eux sont ovoïdes et de couleur claire. Attention, leur volume peut augmenter 
de plus de 100 fois lors de la période de reproduction. Les canaux déférents ont un diamètre 
légèrement inférieur à celui des uretères et sont parallèles à ces derniers (CHAI, ROMAN 2005).  

¾ Les reins : 

Les reins possèdent trois lobes (crânial, médian et caudal) et des vaisseaux peuvent être visibles à 
leur surface (cf. figure 160). 

v. Le système endocrinien 

¾ Les thyroïdes et parathyroïdes : 

Elles sont visibles uniquement grâce à un abord crânial. Elles sont situées contre les carotides au 
niveau de la paroi du sac aérien claviculaire (CHAI, ROMAN 2005). 

Elles ont une forme ovoïde de quelques millimètres de diamètre et sont de couleur rose foncé. Les 
glandes doivent être observées et doivent avoir la même apparence et la même taille (CHAI, ROMAN 
2005). 

Les parathyroïdes accolées caudalement aux thyroïdes. Elles sont plus claires et légèrement plus 
petites que ces dernières (CHAI, ROMAN 2005). 

  

Lobe crânial du rein gauche (k), grappe ovarienne mature (o), ligament suspenseur (l) et glande surrénale 
chez un Cacatoès blanc (Cacatua alba). La couleur sombre de la grappe est physiologique chez cette espèce. 

Figure 160 : Grappe ovarienne d’un Cacatoès blanc (Cacatua alba) vue à l’endoscopie 
(DIVERS 2010). 
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¾ Les surrénales : 

Elles se situent crânialement aux pôles crâniaux des reins et ont une forme triangulaire, une couleur 
beige et un aspect légèrement hétérogène (cf. figure 160). La surrénale droite est souvent plus 
difficile à voir que la gauche (CHAI, ROMAN 2005). 

vi. L’appareil cardio-vasculaire 

Peu importe la voie d’abord utilisée, le cœur est facilement repérable grâce à ses 
battements. Néanmoins, la fréquence cardiaque est si élevée qu’elle rend difficile l’observation du 
cœur, du péricarde et des grands vaisseaux (CHAI, ROMAN 2005). 

Les ponctions péricardiques sont réalisées au niveau de l’apex du cœur, vu depuis une voie d’abord 
caudale (CHAI, ROMAN 2005). 

c- Procédures réalisables sous contrôle endoscopique 

Comme on l’a déjà évoqué, l’un des grands avantages de l’endoscopie est de permettre la 
réalisation de biopsies pendant l’examen au cas où des lésions sont objectivées.  

Celles-ci sont réalisées à l’aide d’une pince à biopsie à cupules ovales à adapter à l’oiseau et à 
l’endoscope (utiliser des pinces de 1,7 à 2,3 mm de diamètre environ). Des hémorragies peuvent 
survenir après le prélèvement mais celles-ci sont en général sans gravité (CHAI, ROMAN 2005). 

De manière générale, tous les tissus mous peuvent être biopsiés (reins, foie, rate, poumons, paroi 
des sacs aériens, etc.). En cas de lésion diffuse, il est conseillé de réaliser plusieurs prélèvements. 
Dans l’idéal, la biopsie doit être réalisée en périphérie de la lésion pour essayer de récupérer du tissu 
sain en même temps (DIVERS 2010). 

En cas de suspicion de kyste ou d’abcès, il est conseillé de ponctionner et drainer la lésion plutôt que 
de risquer qu’elle ne s’écoule dans les sacs aériens (DIVERS 2010). 

De plus, certaines chirurgies sont réalisables sous contrôle endoscopique (parage de granulomes 
déposés à la surface des parois des sacs aériens, orchidectomie, salpingohystérectomie, etc.). Ceci 
permet de limiter l’ouverture de la cavité péritonéale nécessaire à une laparotomie (DIVERS (2) 
2010). 

5) Complications pouvant survenir après une endoscopie 

Les complications liées à l’endoscopie sont rares et leur fréquence d’apparition diminue avec 
l’expérience du clinicien (CHAI, ROMAN 2005). 

Lors d’hémorragies ou d’écoulement de fluides dans les sacs aériens, l’oiseau doit immédiatement 
être placé à 45° par rapport au sol et la tête en haut pour que le liquide n’atteigne pas les poumons 
(CHAI, ROMAN 2005). 

Les autres complications pouvant survenir sont des traumatismes des organes (foie, rate, etc.) 
lorsque le geste n’est pas suffisamment précis, ou encore les infections nosocomiales si les 
conditions d’asepsie ne sont pas respectées (CHAI, ROMAN 2005). 
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Néanmoins, les principales complications sont dues à l’anesthésie qui est malheureusement 
nécessaire pour cet examen (DIVERS 2010). 

CONCLUSION : 

En raison de toutes les informations qu’ils apportent au vétérinaire, les examens complémentaires 
sont très utilisés en médecine aviaire. En effet l’hématologie, l’imagerie médicale ou encore 
l’endoscopie permettent de mettre en évidence des anomalies ou des lésions, ce qui aidera à 
progresser dans la démarche diagnostique. Cependant, l’oiseau malade n’est pas toujours en état de 
supporter une anesthésie est bien souvent nécessaire pour réaliser ces procédures. C’est donc au 
clinicien qu’il appartient de décider si ces examens doivent être entrepris ou non. 
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IV- Maladies fréquentes affectant les Psittacidés 

Dans cette partie seront présentées les maladies souvent rencontrées chez les Psittacidés. 
Cette liste n’est pas exhaustive et les affections présentées sont dites « fréquentes » en raison du 
nombre important de cas présentés dans la littérature ou rencontrés en clinique (LEVINE 2003)  
(ROSSKOPF 2003). 

Afin de rendre cette partie la plus didactique possible, les maladies seront présentées sous forme de 
tableau en fonction du motif de consultation exprimé par le propriétaire. 

A) Pathologie respiratoire 

La dyspnée est un motif de consultation très courant pour les Psittacidés (OROSZ, 
LICHTENBERGER 2011) (GRAHAM 2004). Les hypothèses diagnostiques que le clinicien doit envisager 
face à une gêne respiratoire chez un perroquet sont résumées en annexe 8. 

Seules l’aspergillose et la chlamydophilose seront détaillées ici, en raison de leur importance chez les 
Psittacidés (TULLY 1995). 

Remarque : On rappelle qu’un oiseau présenté en dyspnée doit avant tout être stabilisé avant de 
réaliser des examens (même l’examen clinique). 

1) L’aspergillose 

Avec la candidose, l’aspergillose fait partie des deux infections fongiques les plus fréquentes 
chez les Psittacidés. L’agent infectieux le plus répandu est Aspergillus fumigatus, même si d’autres 
membres de l’espèce Aspergillus sp. peuvent contaminer les oiseaux (notamment A. flavus et A. 
niger) (OROSZ 2000). 

A. fumigatus est un germe saprophyte opportuniste transmis majoritairement par voie aérienne 
(inhalation des spores) et plus rarement par voie digestive ou à travers la coquille de l’œuf. Une fois 
ingérées, les spores germent et forment des granulomes aspergillaires qui ont une action mécanique 
(obstruction des voies aériennes), irritative et toxique (sécrétion d’aflatoxine). Elles peuvent ensuite 
se disséminer dans tout l’organisme (OROSZ 2000). 

Il existe de nombreux facteurs favorisant la multiplication de ce germe (JONES, OROSZ 2000) : 

x Stress immunitaire (maladie concomitante, traumatisme, intoxications, administration de 
corticoïdes…). 

x Episode de stress prolongé pour l’oiseau (voyage, changement de propriétaire, etc.). 
x Environnement chaud et humide ou au contraire trop sec. 
x Mauvaises conditions d’hygiène (cage pas suffisamment nettoyée, mauvaise ventilation de la 

pièce où se situe la cage, etc.). 

Deux présentations cliniques sont possibles (OROSZ 2000) : 

x Forme chronique (la plus fréquente) : alternance de périodes de rémission et d’aggravation 
avec symptômes généraux (altération de l’état général, amaigrissement chronique, 
vomissements, diarrhée, plumage terne, dyspnée, modification de la voix, etc.) 
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x Forme aigüe : Episode de dyspnée et d’anorexie aigu suivi par la mort de l’animal dans les 2 à 
5 jours qui suivent. Elle concerne surtout les jeunes oiseaux gardés dans des conditions 
d’hygiène déplorables. 

Le diagnostic peut être délicat (JONES, OROSZ 2000) : 

x Clinique : symptomatologie, commémoratifs évocateurs (période de stress, mauvaises 
conditions d’entretien…), etc. 

x Hématologique : hétérophilie marquée, monocytose, lymphopénie, hyperprotéinémie, 
élévation des AsAT et/ou des CPK et anémie non-régénérative sont tous des signes 
évocateurs. 

x Endoscopie : observation des granulomes fongiques et d’une aérosaculite (seulement 
évocateur car on ne peut pas diagnostiquer une aspergillose seulement sur l’aspect visuel 
des granulomes). 

x Culture : très long et non diagnostic car A. fumigatus est un germe ubiquitaire. 
x Cytologie sur des prélèvements (réalisés sous endoscopie, écouvillon trachéal, etc.) : nombre 

important de macrophages et d’hétérophiles en présence d’éléments fongiques (attention 
aux contaminations environnementales). 

x Radiologie avec parfois :  
9 Une augmentation de la radio-opacité des poumons et des sacs aériens. 
9 Masses focales de radio-opacité tissulaire dans les voies respiratoires (correspondant 

aux granulomes agglomérés). 
9 Perte de contraste cœlomique (hépatomégalie, splénomégalie, ascite…). 
9 Modification du sablier cardio-hépatique (hépatomégalie…). 
9 A noter que le pronostic s’assombrit si de telles lésions sont visibles. 

x Sérologie : recherche d’anticorps (à partir de 7 à 10 jours après l’infection) et d’antigènes par 
ELISA (mais les faux positifs sont nombreux). 

Le traitement est long (plusieurs semaines nécessaires) et difficile et la guérison n’est pas possible 
(rémission seulement), ce qui décourage souvent le propriétaire. La thérapie repose 
sur (KRAUTWALD-JUNGHANNS, VORBRÜGGEN, BÖHME 2015) : 

x Traitement chirurgical : débridement des granulomes aspergillaires (sous endoscopie si 
besoin). 

x Traitement systémique : antifongiques (voriconazole, itraconazole, kétoconazole, 
amphotéricine B, etc.). Attention, des résistances à ces molécules ont été décrites. 

x Traitement local par inhalations : énilconazole, itraconazole ou amphotéricine B, etc. 

Enfin, la prophylaxie est uniquement sanitaire (hygiène rigoureuse, proscrire la paille pour la litière, 
etc.) (OROSZ 2000).   

2) La chlamydophilose 

La chlamydophilose, aussi appelée chlamydiose, psittacose ou ornithose est due à une 
bactérie intracellulaire stricte Gram - : Chlamydophila psittaci (FUDGE 1984). 
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Cette maladie est très contagieuse mais le portage asymptomatique est fréquent (on estime que 30 à 
40% des oiseaux sont porteurs en France). La transmission se fait principalement par inhalation du 
germe contenu dans des d’aérosols produits par les fientes, les urines, la salive ou les sécrétions 
nasales (WEST 2011). Les oisillons sont d’ailleurs souvent infectés au nid lorsqu’ils sont nourris par les 
parents (HARKINEZHAD, GEENS, VANROMPAY 2009). 

Une fois inhalée, la bactérie pénètre dans les cellules des muqueuses respiratoires (tropisme) puis 
l’incubation dure de 3 jours à plusieurs semaines (WEST 2011). 

La présentation clinique diffère en fonction de la souche bactérienne et de l’hôte. Les symptômes 
communément observés sont (HARKINEZHAD, GEENS, VANROMPAY 2009) (DE FREITAS RASO et al. 
2006) :  

x Forme suraigüe (rare) : mort en 24 à 48 heures. 
x Forme aigüe (la plus fréquente) : altération de l’état général, péricardite, péritonite, hépatite, 

signes respiratoires (rhinite avec jetage nasal séro-purulent, sinusite, aérosaculite, 
pneumonie, etc.), digestifs (diarrhée, vomissements), ophtalmologiques (épiphora…) et 
nerveux en fin d’évolution (convulsions, etc.). La mort survient en 2 à 3 semaines. 

Le diagnostic peut se faire de différentes façons (WEST 2011), (HARKINEZHAD, GEENS, VANROMPAY 
2009) : 

x Clinique : l’association de signes oculaires et respiratoires (voire digestifs) est fortement 
évocatrice. 

x Imagerie médicale : augmentation de la radio-opacité des voies respiratoires (aérosaculite et 
pneumonie), splénomégalie, hépatomégalie. 

x Hématologie : signes peu spécifiques (anémie, hétérophilie, augmentation des paramètres 
hépatiques, etc.) 

x Diagnostic sérologique (certitude) : recherche d’antigènes par immunofluorescence ou PCR 
sur écouvillon des choanes, du cloaque et des conjonctives (dès 72 heures après l’infection). 

x Recherche des anticorps par ELISA à partir de 10 jours post-infection (VANROMPAY et al. 
2000). 

Comme nous allons le voir dans la partie IV-E, la chlamydophilose est une zoonose majeure et 
potentiellement mortelle pour l’homme. Or, un oiseau guéri continue d’excréter le germe toute sa 
vie. Ainsi, en cas de certitude de chlamydophilose, l’euthanasie de l’oiseau est conseillée. 

B) Pathologie digestive 

Les maladies digestives se traduisent souvent par des diarrhées et/ou des vomissements chez 
les Psittacidés (ROSSKOPF 2003). 

Les principales causes de diarrhées et vomissements sont résumées respectivement en annexes 10 et 
11 d’une part, et 12 et 13 d’autre part. Seule la maladie de dilatation du proventricule sera détaillée 
ici. 
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¾ La maladie de dilatation du proventricule : 

La maladie de dilatation du proventricule est plus communément appelée PDD (pour Proventricular 
Dilatation Disease). 

Encore aujourd’hui, la pathogénie de la PDD reste mal connue. En effet, elle a longtemps été 
considérée comme une maladie infectieuse multifactorielle (HOPPES et al. 2010). 

Ce n’est qu’en 2008 qu’un Bornavirus a été identifié comme agent étiologique de la maladie (HOPPES 
et al. 2010). C’est un virus très contagieux mais il existe des portages asymptomatiques. La 
transmission est horizontale par ingestion (via les fécès, etc.) et éventuellement inhalation du germe, 
mais aussi verticale (HOPPES, TIZARD, SHIVAPRASAD 2013). 

Après l’infection (parfois des années après), une réponse immunitaire lymphoplasmocytaire se met 
en place contre le virus. Ces lymphocytes sont principalement présents au niveau des nœuds 
lymphatiques mésentériques, des nerfs de la portion crânial du tube digestif (dont proventricule), 
dans les nerfs sciatiques, vagaux et brachiaux et dans certains organes comme la rate et les 
surrénales. Pour une raison encore inconnue, chez certains perroquets cette réponse évolue en une 
réaction auto-immunitaire, causant la destruction des cellules nerveuses par les lymphocytes T. Cette 
dégradation des fibres nerveuses innervant le tube digestif entraine alors un défaut de vidange du 
proventricule, jusqu’à une atonie complète, d’où une dilatation progressive. 

Il existe différentes méthodes de diagnostic de la PDD (GANCZ, CLUBB, SHIVAPRASAD 2010) : 

x Recherche de l’ARN viral par PCR ou immunohistochimie sur fientes, plumes sang ou pièces 
nécropsiques. Attention, la présence du virus ne signifie pas forcément qu’il y a une PDD 
clinique puisqu’il existe des portages asymptomatiques (en cas d’absence de réponse auto-
immune). 

x Sérologie : recherche des anticorps par PCR, Western-blot, immunofluorescence ou ELISA 
(mais là encore, infection ne signifie pas maladie). 

x Radiographie : suspicion par mise en évidence d’une dilatation du proventricule (cf. partie III-
B-1).  

x Histologie sur biopsie du proventricule ou du cloaque ou sur pièces nécropsiques : 
observation d’infiltrations lymphoplasmocytaires principalement centrées autour des cellules 
nerveuses (cf. figure 161).  

Figure 161 : Infiltration lymphoplasmocytaire (flèche) dans la paroi du proventricule d’un Gris du Gabon 
(histologie réalisée sur pièce nécropsique) (Image : Laboratoire d’anatomopathologie de l’ENVT). 
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Le traitement est uniquement palliatif à base d’AINS (inhibiteurs de la cyclo-oxygénase 2 ou 
méloxicam entre autres) et de soutien nutritionnel (gavage, fluidothérapie…) (GANCZ, CLUBB, 
SHIVAPRASAD 2010) (HOPPES (2) et al. 2013) (DAHLHAUSEN, ALDRED 2002). 

C) Pathologie de la reproduction 

Nous nous intéresserons ici uniquement à la rétention d’œuf, même si les Psittacidés 
peuvent également souffrir de salpingite, orchite, etc. (HADLEY 2010). 

La rétention d’œuf est une forme de dystocie commune des Psittacidés. Elle survient quand un 
oiseau ne parvient pas à pondre son œuf et que celui-ci reste coincé dans le tractus génital (oviducte, 
cloaque, etc.) (HADLEY 2010). 

Les facteurs favorisant ou prédisposant à la rétention d’œuf sont : le stress, la malnutrition 
(particulièrement des régimes trop riches en gras ou carencés en calcium), l’obésité, la sédentarité, 
maladie systémique, anomalie de l’œuf (malformations, etc.), une torsion de l’oviducte, etc. (HADLEY 
2010). 

Les signes cliniques associés sont : une dyspnée sévère (compression des sacs aériens et douleur), 
une agitation (avec efforts expulsifs) suivi d’une dégradation de l’état général, une anorexie et même 
parfois une parésie ou une paralysie (par compression des vaisseaux sanguins irrigants les membres 
pelviens) ou un prolapsus cloacal (HADLEY 2010). 

Le diagnostic passe par (ROSEN 2012) : 

x Palpation cœlomique (œuf palpable). 
x Imagerie médicale (particulièrement radiographie) : visualisation de l’œuf, surtout s’il a déjà 

sa coquille. 
x Transillumination : éclairer la cavité cœlomique ave une lumière forte (celle de l’endoscope 

par exemple) permet de localiser l’œuf chez les plus petits patients. 

Le traitement doit être mis en place le plus rapidement possible : c’est une urgence (ROSEN 2012) : 

x Commencer par réhydrater l’oiseau et le réchauffer, voire l’oxygéner si besoin. Injecter 
également du calcium. 

x Si l’œuf est coincé au niveau du salpinx : lubrifier le cloaque à l’aide de vaseline ou d’huile de 
paraffine et faire sortir l’œuf par taxis externe (attention à ne jamais forcer). Si ça ne 
fonctionne pas, ponctionner l’œuf en passant par les voies naturelles pour le faire diminuer 
de volume. S’il implose, veiller à retirer tous les débris. 

x Si l’œuf est bloqué dans l’oviducte : l’utilisation d’ocytocine est déconseillée par certains 
auteurs à cause du risque de rupture utérine (CARPENTER, MARION 2013). Le retrait 
chirurgical par laparotomie doit alors être envisagé. 

Remarque : Les récidives sont fréquentes, en particulier si la rétention est liée à une origine 
alimentaire (hypocalcémie, etc.). 
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D) Pathologie cutanée 

Il existe de nombreuses maladies cutanées chez les Psittacidés. Nous détaillerons ici le picage 
et la maladie du bec et des plumes. 

1) Le picage 

Le picage correspond à l’action de l’oiseau de s’arracher ses propres plumes. C’est un trouble 
bien connu des propriétaires mais dont l’étiologie peut être difficile à déterminer (LAMBERSKI 1995). 

En cas de d’alopécie, il est important de commencer par déterminer si l’absence de plume vient 
effectivement d’un picage et non d’une absence de pousse de plumes ou d’une chute de celles-ci (en 
demandant par exemple au propriétaire s’il a déjà vu son oiseau s’enlever ses plumes). 

S’il est communément admis que le picage peut avoir une origine comportementale (oiseau qui 
s’ennuie par exemple, ou qui stresse suite à un changement de propriétaire), il ne faut pas oublier 
qu’il peut avoir d’autres étiologies (LAMBERSKI 1995). Par exemple, une parasitose externe causera 
un prurit et l’oiseau pourra se retirer des plumes abimées par les parasites en se grattant. 

La figure 162 détaille la démarche diagnostique à suivre en cas de picage (FRITSCH 1989) : 

En attendant de traiter la cause, le vétérinaire peut tenter de stopper le picage en posant une 
collerette ou un collier élisabéthain. 

  

Figure 162 : Démarche diagnostique à suivre en cas de picage chez les Psittacidés  
(FRITSCH 1989) 
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2) La maladie du bec et des plumes 

La maladie du bec et des plumes est communément appelée PBFD (pour Psittacine Beak and 
Feather Disease). Elle est due à un circovirus (virus à ADN non enveloppé) très contagieux 
(MARCHON 2003). 

Ce virus est très résistant dans l’environnement et est transmis via les fécès et la poussière de plume 
ou le lait de jabot (nourriture fournie par les parents aux oisillons lorsque ceux-ci sont encore au nid) 
(par contact ou par le milieu). 

L’incubation peut prendre 25 jours à quelques mois en fonction de l’âge de l’oiseau au moment de 
l’infection (plus courte chez les jeunes oiseaux) (MARCHON 2003). 

Ce virus a un tropisme pour les cellules épithéliales (plumes, follicules plumeux et bec en particulier). 
Une fois en place, le virus induit une nécrose de l’épithélium folliculaire, ce qui mène à une dysplasie 
de la plume produite par ce follicule. De plus, ce virus semble avoir un pouvoir immunosuppresseur 
qui prédispose l’oiseau à d’éventuelles surinfections (MARCHON 2003). 

Les symptômes de cette maladie sont (MARCHON 2003) : 

x Forme chronique (la plus fréquente, surtout chez les jeunes oiseaux) :  
9 Altérations du plumage : alopécie bilatérale qui s’accroit à chaque mue, décoloration 

du plumage, dysplasie des plumes qui poussent (hampe tordue…), etc.  
9 Lésions au niveau du bec et de la cavité buccale (souvent moins visibles que les 

lésions du plumage) : élongation des deux portions du bec (surtout mandibulaire), 
fractures spontanées, nécrose du palais, ulcères buccaux. 

x Forme aigüe (se manifeste au cours de la première mue, soit vers 3 mois environ) : 
abattement, anorexie, diarrhée, dysplasie importante des plumes et mort en 10 à 15 jours. 

x Forme suraigüe (rare) : mortalité néonatale en quelques heures. 

Le diagnostic est réalisé par (MARCHON 2003) : 

x Clinique : symptômes évocateurs. 
x Histologique sur plume prélevée avec son collier épidermique et sa pulpe : mise en évidence 

de lésions inflammatoires et nécrotiques et des corps d’inclusion viraux cytoplasmiques. 
x Recherche de l’ADN du virus par PCR sur pièces nécropsiques. 
x Sérologie : recherche des antigènes par immunohistochimie. 

Il n’existe pas de traitement spécifique à cette maladie. De plus, en raison de la forte contagiosité, 
l’euthanasie de l’animal peut être conseillée. 

E) Zoonoses 

Certaines maladies des perroquets peuvent être transmissibles à l’homme, certaines pouvant 
même être fatales. Le vétérinaire se doit donc d’en avoir conscience et d’en informer le propriétaire. 

Les principales zoonoses transmises par les Psittacidés sont présentées dans le tableau 36 (EVANS 
2011).  
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Tableau 36 : Principales zoonoses transm
ises par les Psittacidés (réalisation personnelle d’après (EVAN

S 2011)). 

M
aladies 

Agent pathogène 
M

ode de transm
ission 

Sym
ptôm

es chez l'hom
m

e 

Bactériennes 

Chlam
ydophilose 

(= Psittacose chez 
l'hom

m
e) 

C. psittaci 
Inhalation des bactéries lors du 
nettoyage de la cage par exem

ple. 

Les m
anifestations les plus graves ont lieu chez les 

personnes im
m

unodéprim
ées 

Fièvre, m
aux de tête, douleurs m

usculaires, toux 
sèche, pneum

onie, insuffisance rénale, hépatite, 
pancréatite, arthrite, signes neurologiques, m

ort 

Salm
onellose 

Salm
onella pullorum

 et 
gallinarum

 
Ingestion (alim

ents contam
inés) ou par 

contact 

M
aux de ventre, m

aux de tête, fièvre, nausées, 
vom

issem
ents, diarrhée liquide profuse 

Disparition des sym
ptôm

es en 4 à 7 jours 

Com
plications (hépatite, m

ort…
) rares m

ais possibles 

Tuberculose 

M
ycobacterium

 avium
, 

etc. 
Inhalation 

Fièvre, am
aigrissem

ent, douleur abdom
inale, fatigue, 

diarrhée chronique et aném
ie. 

M
ycobacterium

 
tuberculosis 

Inhalation 
Toux sanguinolente, douleur à la poitrine, m

ort 

M
ais égalem

ent Pasterella sp., Klebsiella sp., Yersinia sp., E. coli, etc. 

Virales 
Grippe aviaire 

H5N
1, etc. 

Inhalation ou contact direct avec des 
sécrétions oculaires, fécales ou 
respiratoires 

Toux, fièvre, etc. 

Fongiques 
Aspergillose 

Aspergillus sp. 
Inhalation des spores 

Signes respiratoires et digestifs 
Candidose 

Candida sp. 

Parasitaires 

Giardiose 
Giardia sp. 

Ingestion 
Troubles digestifs (diarrhée, etc.) 

Cryptococcose 
Cryptosporidium

 sp. 

Parasitoses 
externes 

O
rnithonyssus 

sylvarium
 

Contact ou via l'environnem
ent 

Prurit, lésions papulaires, etc. 
Derm

anyssus gallinae 
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Iverm
ectine (0,2 m

g/kg PO
, SC, IM

 ; 
à répéter 15 jours après) 

Très résistants 
dans 
l'environnem

ent 
donc vide sanitaire 
long + changer 
tout le m

atériel en 
bois de l'enclos 

A associer im
pérativem

ent à des 
m

esures sanitaires 

Traitem
ent de 

l'environnem
ent 

(poudres) 

Poux broyeurs 
(histophages) : 
N

eopsittaconirm
us 

sp., 
Psittaconirm

us 
sp., etc. 

En surface 

Epaississem
ent de la 

peau, prurit, picage, 
détérioration du 
plum

age, etc…
 

O
bservation 

directe des 
parasites ou des 
œ

ufs collés aux 
plum

es 

Par contact ou 
via 
l'environnem

ent 

Pyréthrine ou Carbaryl en poudre à 
saupoudrer sur le plum

age 

Traitem
ent de 

l'environnem
ent 

(poudres) 
recom

m
andé 

Puces piqueuses : 
Echidnophaga 
gallinacea 

En surface souvent fixé 
aux plum

es de la tête  

Signes liés à l'aném
ie 

(dyspnée, m
auvais état 

général, m
ort, etc…

) + 
prurit 

O
bservation 

directe des 
parasites 

Via 
l'environnem

ent 
Pyréthrine en poudre à saupoudrer 
sur le plum

age 

Isoler les 
perroquets des 
volailles 

Tiques (Ixodes sp., 
etc…

) 
En surface 

Signes liés à l'aném
ie 

(dyspnée, m
auvais état 

général, m
ort, etc…

)  

O
bservation 

directe des 
parasites 

Via 
l'environnem

ent 
- 

Retirer la tique le 
plus rapidem

ent 
possible 

Annexe 1 : Ectoparasites fréquents des Psittacidés (réalisation personnelle d’après SAM
O

U
R 2008, DO

N
ELEY 2009 et CARPEN

TER, M
ARIO

N
 2013). 
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Type 
Parasites 

Localisation dans 
l'hôte 

Signes cliniques 
associés 

Diagnostic 
M

atériel 
contam

inant 
Exem

ples de traitem
ents 

m
édicaux 

M
esures sanitaires 

Protozoaires 

Eim
eria spp. et 

Isospora spp. 
M

uqueuse 
intestinale 

Souvent 
asym

ptom
atique, 

sinon : diarrhée (± 
hém

orragique), 
am

aigrissem
ent, 

atteinte de l'état 
général 

Coproscopie 
(attention, les signes 
cliniques peuvent 
apparaître avant que 
les oocystes ne soient 
détectables dans les 
fécès) 

Fécès 
(oocystes 
sporulés) - 
contam

ination 
par ingestion 

Toltrazuril (2 m
g/L d'eau de 

boisson sur 2 jours et à 
répéter 5 jours après) 

Isoler les oiseaux 
porteurs 

M
étronidazole (10-30 

m
g/kg PO

 BID sur 10 jours 
ou 10 m

g/kg IM
 SID) ; 

Refaire un traitem
ent 5 

jours après 

N
ettoyage et 

désinfection quotidienne 
du m

atériel souillé par 
les fientes 

Cryptosporidies 

Surface épithéliales 
(digestives, 
respiratoires, 
urinaires, etc…

) 

Souvent 
asym

ptom
atique, 

sinon : 
déshydratation, 
dépression, 
anorexie, diarrhée, 
vom

issem
ents, 

troubles 
respiratoires 
(éternuem

ents, 
jetage nasal, ...) 

Coproscopie 
(oocystes) ou par 
analyses 
histologiques sur 
pièces nécropsiques 
après autopsie 

Fécès 
(oocystes 
sporulés) - 
contam

ination 
par ingestion 
ou inhalation 

Parom
om

ycine (100 m
g/kg 

PO
 BID pendant 7 jours) 

N
ettoyage et 

désinfection quotidienne 
du m

atériel souillé par 
les fientes + vide 
sanitaire (oocystes 
résistants dans 
l'environnem

ent) 

M
icrosporidiose = 

Encéphalitozoonose 
(Encephalitozoon 
hellum

) 

Parasite 
intracellulaire 
obligatoire touchant 
différents tissus 
(tube digestif, reins, 
foie, cornée, tractus 
respiratoire, etc…

) 

N
on-spécifiques : 

diarrhée, anorexie, 
abattem

ent, 
am

aigrissem
ent, 

troubles 
respiratoires, 
kératoconjonctivite 

PCR ou par analyses 
histologiques sur 
pièces nécropsiques 
après autopsie 

Fécès 
(oocystes 
sporulés) - 
contam

ination 
par ingestion 
ou inhalation 

Albendazole (25 m
g/kg PO

 
SID sur 90 jours ou 50 
m

g/kg PO
 SID sur 5 jours) 

N
ettoyage et 

désinfection quotidienne 
du m

atériel souillé par 
les fientes + vide 
sanitaire 

  

Annexe 2 : Endoparasites fréquem
m

ent rencontrés chez les Psittacidés (partie 1/3) (réalisation personnelle d’après SAM
O

UR 2008, DO
NELEY 2009 

et CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013). 
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Type 
Parasites 

Localisation dans 
l'hôte 

Signes cliniques associés 
Diagnostic 

M
atériel contam

inant 
Exem

ples de traitem
ents 

m
édicaux 

M
esures sanitaires 

Protozoaires 

Toxoplasm
a 

gondii 

Trachyzoïtes 
dans les cellules 
phagocytaires 
m

ononucléées 

Anorexie, am
aigrissem

ent, 
ataxie, conjonctivite, perte de la 
vue, m

ort. 

Analyses histologiques sur 
pièces nécropsiques après 
autopsie 

O
ocystes dans les fécès 

de chats - 
contam

ination par 
ingestion 

Pyrim
etham

ine (0,5-1 
m

g/kg PO
 BID sur 30 

jours) associée au 
Trim

étoprim
e-

Sulfadiazine (30 m
g/kg PO

 
BID à TID) 

M
aintenir le 

perroquet hors de 
portée des chats et de 
leurs litières 

Giardia psittaci 
Tube digestif 

Entérite : am
aigrissem

ent, 
graines non digérées dans les 
fientes, diarrhée chronique, 
abattem

ent, m
ortalité néonatale 

élevée, etc. 

Visualisation sur un 
étalem

ent frais de selles 
(m

ais excrétion 
interm

ittente)  

Fécès (cystes) - 
contam

ination par 
ingestion 

M
étronidazole (10-30 

m
g/kg PO

 BID sur 10 jours 
ou 10 m

g/kg IM
 SID) 

N
ettoyage et 

désinfection 
quotidienne du 
m

atériel souillé par les 
fientes aux 
am

m
onium

s 
quaternaires  

Trichom
onas 

gallinae 
Jabot 

Signes associés à une ingluvite : 
régurgitations, am

aigrissem
ent, 

ptyalism
e, diarrhée, m

ort par 
inanition 

Visualisation des parasites 
sur un lavage du jabot au 
N

aCl (flagellés m
obiles) 

N
ourriture contam

inée 
(dont lait de jabot) 

Ronidazole (6-10 m
g/kg 

PO
 SID sur 6-10 jours ou 

100-200 m
g/L d'eau de 

boisson sur 7 jours) 

Isoler les oiseaux 
porteurs 

N
ém

atodes 

Ascaridés 
(Ascaridia 
herm

aphrodita, 
A. colum

bae, 
etc.) 

Tube digestif 
(principalem

ent 
dans le 
duodénum

) 

Léthargie, m
auvais état général, 

diarrhée, m
ort 

Coproscopie (visualisation 
des œ

ufs) 

Contam
ination par 

ingestion de fientes ou 
de nourriture et d'eau 
souillées 

Fenbendazole (33 m
g/kg 

PO
 SID sur 3 jours ou 125 

m
g/L d'eau de boisson sur 

5 jours) 

N
ettoyage et 

désinfection 
quotidienne de la cage 
et/ou verm

ifuger 
l'oiseau tous les 2-3 
m

ois 

Capillaria(C. 
annulata et 
C.obsignata) 

Jabot, œ
sophage 

et cavité buccale 
Anorexie, dysphagie, diarrhée et 
am

aigrissem
ent 

Coproscopie (visualisation 
des œ

ufs 

Fécès - Transm
ission via 

nourriture souillée ou 
hôtes interm

édiaires (= 
insectes) 

Traitem
ent difficile 

(nom
breuses résistances 

aux antihelm
inthiques) 

N
ettoyage et 

désinfection 
quotidienne du 
m

atériel souillé par les 
fientes et contrôle des 
populations d'insectes 

Annexe 3 : Endoparasites fréquem
m

ent rencontrés chez les Psittacidés (partie 2/3) (réalisation personnelle d’après SAM
O

UR 2008, DO
NELEY 2009 

et CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013). 



301 
    

Type 
Parasites 

Localisation 
dans l'hôte 

Signes cliniques 
associés 

Diagnostic 
M

atériel 
contam

inant 
Exem

ples de traitem
ents 

m
édicaux 

M
esures sanitaires 

Cestodes 

Raillietaenia sp. 

Tube digestif 
Anorexie, 
am

aigrissem
ent, 

diarrhée 

Segm
ents de vers (ou 

œ
ufs) visibles à la 

coproscopie ou au 
fond de la cavité 
buccale 

Contam
ination par 

ingestion de l'hôte 
interm

édiaire 
(certains insectes) 

Praziquantel (10 m
g/kg PO

, 
IM

, SC ; répéter l'injection 7 
jours après) + Fenbendazole 
(15 m

g/kg PO
 SID sur 5 jours 

ou 33 m
g/kg PO

 SID sur 3 
jours) 

N
ettoyage et 

désinfection 
quotidienne du 
m

atériel souillé par les 
fientes et contrôle des 
populations d'insectes 

Choanataenia sp. 
Gastronem

ia sp. 
Idiogenes sp. 
Am

oebataenia sp. 

Arthropodes 

Acariens des sacs 
aériens : Cytodites 
nudus et 
Sternostom

a 
tracheacolum

 

Arbre 
respiratoire 
(principalem

ent 
trachée et sacs 
aériens) ; plutôt 
rares chez les 
Psittacidés 

Augm
entation des 

bruits respiratoires, 
perte ou m

odification 
de la voie, dyspnée et 
abattem

ent 

Difficile : visualisation 
des adultes dans la 
trachée ou 
identification des 
œ

ufs à la coproscopie 
ou dans un lavage 
trachéal 

Fécès - 
Contam

ination 
principalem

ent au 
nid par les parents 

Iverm
ectine (0,2 m

g/kg PO
, 

SC, IM
 ; à répéter 15 jours 

après) ; antibiothérapie 
parfois nécessaire pour 
contrôler les surinfections 
bactériennes concom

itantes 

N
ettoyage et 

désinfection de 
l'environnem

ent + 
isoler les oiseaux 
atteints 

  
 

Annexe 4 : Endoparasites fréquem
m

ent rencontrés chez les Psittacidés (partie 3/3) (réalisation personnelle d’après SAM
O

UR 2008, DO
NELEY 2009 

et CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013). 
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Type 
Parasites 

Localisation dans l'hôte 
Signes cliniques associés 

Diagnostic 
M

éthode de transm
ission 

Traitem
ent m

édical M
esures sanitaires 

Protozoaires 

Haem
oproteus 

Dans les érythrocytes ou les 
cellules endothéliales des 
vaisseaux sanguins, poum

ons, 
foie et rate. U

ne fois infecté, 
l’oiseau est porteur pour le 
reste de sa vie. 

Rarem
ent 

sym
ptom

atique 

Frottis sanguin 
(visualisation du 
parasite dans les 
cellules) 

Via insectes piqueurs 
hém

atophages  

Rarem
ent 

nécessaire. Si 
besoin, utiliser la 
chloroquine 
associée à la 
prim

aquine 

Protéger l'oiseau 
des insectes 
piqueurs 
hém

atophages 

Plasm
odium

 = 
M

alaria 
aviaire 

Dans les érythrocytes, 
throm

bocytes, leucocytes et 
cellules épithéliales. U

ne fois 
infecté, l’oiseau est porteur 
pour le reste de sa vie. 

Signes clinique rares 
sauf en cas d'infestation 
m

assive (aném
ie, 

am
aigrissem

ent, 
abattem

ent, dyspnée, 
hém

oglobinurie, m
ort) 

Frottis sanguin 
(visualisation du 
parasite dans les 
cellules) 

Via certains m
oustiques 

(Culex et Aedes) 

Souvent trop tard si 
l'oiseau est 
sym

ptom
atique 

m
ais les autres 

oiseaux en contact 
doivent être traités 
avec  chloroquine + 
prim

aquine 

Protéger l'oiseau 
des m

oustiques 
hém

atophages 

Leucocytozoon 
Dans les érythrocytes et les 
leucocytes. 

Anorexie, abattem
ent, 

déshydratation, 
hém

oglobinurie (due à 
une aném

ie 
hém

olytique) 

Frottis sanguin 
(visualisation du 
parasite dans les 
cellules) 

Via m
ouches m

ordeuses 
Chloroquine + 
prim

aquine 

Protéger l'oiseau 
des m

ouches 
m

ordeuses 

   
 

Annexe 5 : Hém
oparasites fréquem

m
ent rencontrés chez les Psittacidés (réalisation personnelle d’après SAM

O
U

R 2008, DO
N

ELEY 2009 et CARPEN
TER, M

ARIO
N

 2013). 
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Espèces 

G
ris du 

G
abon 

Am
azones 

Am
azone à 

front bleu 
Aras 

Ara bleu et 
jaune 

Callopsitte 
Cacatoès 

Cacatoès à 
huppe 
jaune 

Eclectus 
Conure 
soleil 

Youyou du 
Sénégal 

P. erithacus 
Am

azona sp. 
A. aestiva 

Ara sp. 
A. ararauna 

N
. 

hollandicus 
Cacatua sp. 

C. galerita 
E. roratus 

A. 
solstitialis 

P. 
senegalus 

Param
ètre 

U
nité 

  
Hém

atocrite 
%

 
43 - 51 

44 - 56 
44 - 56 

45 - 55 
41 - 51 

45 - 57 
40 - 54 

41 - 49 
35 - 47 

39 - 49 
36 - 48 

Cellules rouges 
x 10^6/µL 

3,0 - 3,6 
2,6 - 3,5 

2,6 - 3,5 
2,5 - 4,5 

2,7 - 3,5 
2,5 - 4,7 

2,5 - 2,95 
2,4 - 3,0 

2,4 - 3,9 
2,5 - 4,0 

2,4 - 4 
Leucocytes 

x10^3/µL 
6,0 - 12 

5,0 - 17 
6,0 - 13 

6,0 - 13,5 
8,0 - 16 

5,0 - 10 
5,0 - 13 

12 - 16 
9,0 - 15 

6,0 - 11,0 
4 - 14 

Hém
oglobine 

g/dL 
14,2 - 17,0 

13,8 - 17,9 
13,8 - 17,9 

14,8 - 18,9 
14,8 - 18,9 

- 
12,0 - 14,8 

13,8 - 17,1 
11,5 - 16 

12,0 - 16,0 
11,0 - 16,0 

Lym
phocytes 

%
 

19 - 50 
20 - 67 

22 - 65 
20 - 50 

18 - 53 
25 - 55 

20 - 50 
22 - 56 

23 - 57 
20 - 49 

25 - 45 
M

onocytes 
%

 
0 - 2 

0 - 2 
0 - 1 

0 - 3 
0 - 2 

0 - 2 
0 - 2 

0 - 2 
0 - 1 

0 - 1 
0 - 2 

Hétérophiles 
%

 
45 - 73 

31 - 71 
33 - 72 

45 - 70 
49 - 71 

40 - 70 
45 - 72 

44 - 75 
46 - 70 

44 - 72 
55 - 57 

Eosinophiles 
%

 
0 - 1 

0 - 0 
0 - 1 

0 - 2 
0 - 1 

0 - 2 
0 - 2 

0 - 1 
0 -1 

0 -1 
0 - 1 

Basophiles 
%

 
0 - 1 

0 - 2 
0 - 1 

0 - 5 
0 - 1 

0 - 6 
0 - 1 

0 - 1 
à -1 

0 - 2 
0 - 1 

M
CV 

fL 
137 - 155 

156 - 194 
156 - 194 

90 - 185 
132 - 157 

- 
154 - 170 

145 - 187 
95 - 220 

90 - 190 
90 - 200 

M
CH 

pg 
41,9 - 52,8 

44,7 - 58,6 
44,7 - 58,6 

27 - 53 
49,4 - 56,4 

- 
45,0 - 55,5 

53,8 - 60,6 
27,0 - 55,0 

28,0 - 55,0 
27 - 55 

M
CHC 

g/dL 
28,9 - 34,0 

28,9 - 35,8 
28,9 - 35,8 

23,0 - 32,0 
34,7 - 39,8 

- 
24,1 - 32,9 

33,3 - 37,6 
22,0 - 33,0 

23,0 - 31,0 
23,0 - 32,0 

Throm
bocytes 

K/µL 
11 - 42 

10 - 67 
10 - 67 

- 
11 - 34 

- 
11 - 34 

7 - 24 
- 

- 
- 

 
 

Annexe 6 : Intervalles de référence de la N
FS de certaines espèces de Psittacidés (réalisation personnelle d’après CARPENTER, M

ARIO
N

 2013 et 
CLARK, BO

ARDM
AN

, RAYDAL, 2009 

La m
ention ‘-‘ signifie que les valeurs ne sont pas connues. 
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Espèces 

G
ris du 

G
abon 

Am
azones 

Am
azone à 

front bleu 
Aras 

Ara bleu et 
jaune 

Callopsitte 
Cacatoès 

Cacatoès à 
huppe jaune 

Eclectus 
Conure 
soleil 

Youyou du 
Sénégal 

P. erithacus 
Am

azona 
sp. 

A. aestiva 
Ara sp. 

A. 
ararauna 

N
. 

hollandicus 
Cacatua sp. 

C. galerita 
E. roratus 

A. solstitialis 
P. 
senegalus 

Param
ètres 

U
nité 

  
AsAT 

U
I/L 

110 - 340 
150 - 344 

146 - 408 
65 - 168 

64 - 168 
128 - 396 

140 - 360 
120 - 208 

144 - 339 
138 - 355 

120 - 330 
Protéines 
totales 

g/dL 
2,7 - 4,4 

2,6 - 4,5 
3,5 - 6,5 

2,4 - 4,4 
2,5 - 4,2 

2,1 - 4,8 
2,6 - 4,8 

2,4 - 4,8 
3,2 - 4,3 

2,4 - 4,5 
3 - 4,5 

LDH 
U

I/L 
154 - 378 

160 - 368 
158 - 366 

70 - 220 
69 - 220 

122 - 378 
208 - 414 

118 - 374 
198 - 386 

155 - 346 
150 - 350 

Am
ylase 

U
I/L 

415 - 626 
184 - 478 

184 - 478 
239 - 564 

239 - 516 
113 - 870 

228 - 876 
- 

150 - 645 
- 

190 - 550 
Acides 
biliaires 

µm
ol/L 

12 - 96 
33 - 154 

34 - 140 
7 - 100 

27 - 86 
44 - 108 

34 - 112 
24 - 98 

30 - 110 
12 - 92 

20 - 85 

Cholestérol 
m

g/dL 
100 - 250 

148 - 228 
100 - 270 

96 - 264 
96 - 249 

- 
96 - 212 

146 - 248 
100 - 261 

112 - 255 
130 - 340 

CPK 
U

I/L 
140 - 411 

117 - 425 
130 - 417 

88 - 361 
92 - 380 

160 - 420 
147 - 418 

164 - 396 
132 - 410 

153 - 372 
100 - 330 

Acide urique 
m

g/dL 
2,2 - 11 

2,2 - 10 
2,3 - 10 

1,8 - 12 
1,9 - 11 

3,4 - 11 
3,8 - 11 

2,2 - 11 
2,0 - 11 

2,2 - 12 
2,3 - 16 

Créatinine 
m

g/dL 
0,1 - 0,4 

0,1 - 0,4 
0,1 -0,4 

0,1 - 0,5 
0,1 - 0,5 

0,1 - 0,4 
0,1 - 0,4 

- 
0,1 - 0,4 

- 
0,1 - 0,4 

Glucose 
m

g/dL 
256 - 360 

246 - 378 
246 - 389 

210 - 360 
210 - 368 

228 - 440 
206 - 418 

200 - 345 
216 - 396 

167 - 380 
140 - 250 

Calcium
 total 

m
g/dL 

8 - 14 
8 - 13,9 

8,2 - 13,8 
8,4 - 11,9 

8,4 - 11,8 
8,2 - 10,9 

8,2 - 11,5 
8 - 12 

7 - 13,0 
8 - 11,2 

6,5 - 13 
Calcium

 
ionisé 

m
Eq/L 

0,96 - 1,22 
- 

- 
- 

- 
- 

- 
- 

- 
- 

- 

Phosphore 
m

g/dL 
3,2 - 5,4 

3,1 - 5,5 
3,1 - 5,5 

2,0 - 12,0 
2,0 - 12,0 

3,2 - 4,8 
2,5 - 5,5 

- 
2,9 - 6,5 

- 
2,5 - 9,5 

Potassium
 

m
Eq/L 

2,9 - 4,6 
3,0 - 4,5 

3,0 - 4,5 
2,0 - 5,0 

2,0 - 5,0 
2,4 - 4,6 

2,5 - 4,5 
- 

3,5 - 4,3 
- 

3 - 5 
Sodium

 
m

Eq/L 
157 - 165 

125 -155 
125 - 155 

140 - 165 
140 - 165 

130 - 153 
130 - 150 

- 
130 - 145 

- 
130 - 155 

  
 

La m
ention ‘-‘ signifie que les valeurs ne sont pas connues. 

Annexe 7 : Intervalles de référence de la biochim
ie sanguine de certaines espèces de Psittacidés (réalisation personnelle d’après CARPENTER, 

M
ARIO

N
 2013 et CLARK, BO

ARDM
AN

, RAYDAL, 2009 
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Atteinte 
Exem

ple 
Cause ou agent 
pathogène 

Pathogénie 
Sym

ptôm
es 

accom
pagnant la 

dyspnée 
Diagnostic 

Traitem
ent 

Bibliographie 

Effet de 
m

asse 
cœ

lom
ique 

Rétention d'œ
uf 

cf. partie IV-C 

Ascite 
Hypoprotéiném

ie 

Com
pression des sacs aériens 

em
pêchant leur bon 

fonctionnem
ent d'où une 

dim
inution de la capacité 

ventilatoire 

Abattem
ent, abdom

en 
distendu 

Endoscopie 
Visualisation de la cause 

Traitem
ent de la 

cause 

GRAHAM
 2004 

IC droite 
Radiographie 

Perte de contraste 
cœ

lom
ique 

O
RO

SZ et 
LICHTEN

BERG 
2011 

M
asse 

cœ
lom

ique 
Abcès, tum

eur, 
etc. 

Echographie 
M

ise en évidence de la 
cause 

O
rganom

égalie  
Hépatom

égalie, 
etc. 

Laparoscopie 
Visualisation de la cause 

PDD 
Bornavirus 

cf. partie IV-B 

Atteinte des 
voies 
respiratoires 
hautes 

Corps étrangers nasaux ou trachéaux 

M
auvaise ventilation due à une 

obstruction des voies aériennes 
ou à une dim

inution de leur 
diam

ètre à cause de 
l'inflam

m
ation locale 

Eternuem
ents, 

sifflem
ents à la 

respiration, parfois 
présence d'un jetage 
nasal séreux 

Endoscopie 
Visualisation du corps 
étranger  

Retrait du corps 
étranger + anti-
inflam

m
atoires 

si besoin 

O
RO

SZ et 
LICHTEN

BERG 
2011 

Sinusite infra-
orbitaire 

Hypovitam
inose A 

O
bstruction des narines par des 

rhinolithes entrainant une 
m

auvaise ventilation 

Eternuem
ents, 

sifflem
ents à la 

respiration, parfois abcès 
sous-m

andibulaire 
(surtout chez les Gris du 
Gabon) 

Anam
nèse  

Ration alim
entaire 

carencée en vitam
ine A  

Correction de la 
ration et retrait 
des rhinolithes 

GRAHAM
 2004 

(M
O

RRISEY 1997) 

M
étaplasie squam

euse des 
m

uqueuses respiratoires 
Clinique 

O
bservation des 

rhinolithes 

Flush des sinus à 
l'aide d'une 
solution saline 
tiédie 

GRAHAM
 2004 

Rhinite ou 
sinusite 
infectieuse 

E. coli, Klebsiella 
sp., etc. 

Dépend de l'agent pathogène 

Eternuem
ents, 

sifflem
ents à la 

respiration, jetage nasal 
m

ucopurulent 

Culture bactérienne sur un lavage des 
sinus (antibiogram

m
e conseillé) 

Anti-
inflam

m
atoires 

et antibiotiques 
en fonction du 
germ

e  

(FU
DGE 2001) 

M
O

RRISEY, 1997 
Fongique  

cf. Aspergillose (partie IV-A) 

Annexe 8 : Principales hypothèses diagnostiques d’une dyspnée (partie 1/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 
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Atteinte 
Exem

ple 
Cause ou agent 
pathogène 

Pathogénie 
Sym

ptôm
es 

accom
pagnant la 

dyspnée 
Diagnostic 

Traitem
ent 

Bibliographie 

Atteinte des 
voies 

respiratoires 
profondes 

(pneum
onie, 

aérosaculite, 
etc.) 

Infection 
bactérienne 

Chlam
ydophilose 

(C. psittaci) 
cf. détails dans le texte 

Tuberculose 
Chez les oiseaux, les signes sont plutôt digestifs (cf. détail dans l’annexe 10). 

Parasitaire 
Syngam

um
 

sp.,etc. 
cf. annexe 1 

Fongique 
Aspergillose (A. 
fum

igatus) 
cf. détails dans le texte 

Traum
atique 

Fracture d'un os 
pneum

atique 
avec hém

orragie 

Passage du sang ou de 
germ

es dans les voies 
respiratoires 

Baisse de l'état 
général, boiterie ou 
m

auvais port d'aile 

Radiographie 
M

ise en évidence 
de la fracture 

Traitem
ent de la 

fracture 
(CLIPPIN

GER 1997) 

Endoscopie 

Sang ou signes 
d'infection dans 
les voies 
respiratoires 

Antiinflam
m

atoires et 
antibiotiques si 
nécessaire 

GRAHAM
 2004 

Rupture d'un sac 
aérien 

Suite à un traum
atism

e, la 
paroi d'un sac peut se 
déchirer. La ventilation est 
alors m

oins efficace. 

Em
physèm

e sous-
cutané très im

portant 
Clinique 

O
bservation de 

l'em
physèm

e ou 
de la plaie 

Traitem
ent de soutien 

O
RO

SZ et 
LICHTEN

BERG
 

2011 
Plaie en regard d'un 
sac aérien 

Traitem
ent de la plaie 

CLIPPIN
GER 1997 

Toxique 
Teflon, encens, 
tabac, friture, 

etc. 

Congestion ou hém
orragie 

pulm
onaire pouvant causer 

la m
ort de l'anim

al 

Jetage séreux, baisse 
de l'état général 

Com
m

ém
oratifs 

Inhalation d'une 
solution saline et 
traitem

ent de soutien 

CLIPPIN
GER 1997 

GRAHAM
 2004 

Annexe 9 : Principales hypothèses diagnostiques à envisager face à une dyspnée (partie 2/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 
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Atteinte 
Exem

ple 
Cause ou agent 
pathogène 

Epidém
iologie et pathogénie 

Sym
ptôm

es accom
pagnant la 

diarrhée 
Diagnostic 

Pronostic 
Bibliographie 

Causes 
digestives 

Virales 

PDD 
cf. détails dans le texte 

M
aladie de Pacheco 

(Herpesvirus) 

Contagion im
portante via les selles, les 

sécrétions oculaires et le jetage nasal. 
Touche principalem

ent les oisillons. Les 
oiseaux guéris restent porteurs latents 

Form
e suraigüe (la plus 

fréquente) : M
ort en 2-3 jours 

Histologie 

Corps d'inclusion 
éosinophiliques 
intranucléaires 
dans les 
hépatocytes, etc. 

Pronostic 
très 
som

bre 
(m

ortalité 
élevée) 

GREEN
ACRE 2005 

Form
e aigüe : évolution en 2 à 5 

sem
aines avec altération de 

l'état général, am
aigrissem

ent, 
diarrhée liquide jaunâtre à 
verdâtre et m

ort 

(RAM
IS et al. 

1996) 

Virus ayant une affinité pour les cellules 
épithéliales et lym

phoïdes et visant 
principalem

ent le foie et la rate 

Recherche de 
l'ADN

 du virus 
PCR sur sang ou 
écouvillon cloacal 

(YO
U

N
G 62-71) 

Bactériennes 

Tuberculose (M
. 

avium
 et M

. 
tuberculosis surtout) 

Transm
ission directe par contact ou 

indirecte via l'eau ou les alim
ents 

souillés 

Altération de l'état général, 
am

aigrissem
ent, parfois dypnée 

et troubles nerveux 

Post-m
ortem

 

N
odules caséeux 

sur le foie, la rate, 
les intestins, les 
os, etc. 

Som
bre 

(DAHLHAU
SE, 

SO
LER-TO

VAR, 
SAG

GESE 2012) 

Culture 
Sur selles ou 
pièces 
nécropsiques 

Traitem
ent 

déconseillé 
(zoonose) 

(VAN
DERHEYDEN

 
1997) 

Evolution lente et chronique 

Cytologie 

Coloration de 
Ziehl-N

eelsen sur 
pièces 
nécropsiques 

(PALM
EIRI et al. 

2013) 

Recherche de 
l'ADN

 de la 
bactérie 

PCR sur sang ou 
écouvillon cloacal 

(SHIVAPRASAD, 
PALM

EIRI 2012) 

Chlam
ydophilose 

cf. partie IV-A 

Autres causes 
d'entérite (E. coli…

) 
Dépend de l'agent pathogène 

Dépend de l'agent pathogène 
Suspicion sur coprologie 

Dépend de 
l'agent 
pathogène 

DO
N

ELEY 2009 

Levures 
Cryptococose (C. 
neoform

ans) 
Pathogénie m

al connue. Les oiseaux 
peuvent être porteurs sains 

Altération de l'état général, 
aném

ie, dyspnée, jetage nasal…
 

Cytologie ou culture, souvent 
post-m

ortem
 

Réservé à 
som

bre 
(VELASCO

 2000) 

 

Annexe 10 : Principales hypothèses diagnostiques à envisager face à une diarrhée (partie 1/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 

Annexe 11 : Principales hypothèses diagnostiques à envisager face à une diarrhée (partie 2/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 
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Atteinte 
Exem

ple 
Cause ou agent 
pathogène 

Epidém
iologie et 

pathogénie 

Sym
ptôm

es 
accom

pagnant la 
diarrhée 

Diagnostic 
Pronostic 

Bibliographie 

Causes 
extra-
digestives 

Intoxication 
Plom

b, Zinc, 
Cuivre, plantes, 
etc. 

Ingestion accidentelle 
du toxique ou m

atériel 
(cage, jeux, etc.) non 
adapté à l'oiseau 

Altération m
ajeure 

de l'état générale, 
parfois dyspnée et 
signes 
neurologiques 

Anam
nèse 

U
tilisation d'un 

m
atériel non adapté 

à l'oiseau 

cf. partie II-D-6 
Com

m
ém

oratifs 
Ingestion d'élém

ents 
toxiques rapportée 

Radiographie 
Visualisation d'un 
corps étranger 
m

étallique 

M
aladies 

m
étaboliques 

M
aladie de 

stockage du fer 

Régim
e alim

entaire trop 
riche en fer ou en 
vitam

ine C. Celui-ci est 
absorbé puis stocké 
sous form

e 
d'hém

osidérine dans le 
foie. 

Signes non 
pathognom

oniques 
: altération de 
l'état général, 
dyspnée, ascite, 
am

aigrissem
ent, 

etc. 

Im
agerie 

m
édicale 

Hépatom
égalie, 

cardiom
égalie et 

splénom
égalie 

Phlébotom
ie 

(entraine une 
augm

entation de 
l'utilisation du fer 
stocké) 

(SHEPPARD, 
DIEREN

FIELD 
2002) 

Hém
atologie 

Hypoprotéiném
ie et 

augm
entation des 

param
ètres 

hépatiques 

Correction de la 
ration alim

entaire 
(DAVIES 2000) 

U
tilisation de tannins 

possible 
(GRU

N
KEN

M
EYER 

2010) 
Aném

ie et 
coagulopathies 

Histologie sur biopsie hépatique 
Traitem

ent de 
soutien 

Lipidose 
hépatique 

Carences en vitam
ines 

(B12, etc.) et ration trop 
riche entrainant un 
stockage des lipides 
dans les hépatocytes 

Dyspnée, obésité, 
etc. 

Histologie sur biopsie hépatique 
Réservé. Corriger 
l'alim

entation 
(DO

N
ELEY 2009) 

Iatrogènes 
Réaction à certains m

olécules 
(Kétoconazole, lévam

izole, doxycycline, 
trim

étoprim
e-sulfam

ide, etc.) 

Altération de l'état 
général 

Clinique 

Apparition de la 
diarrhée peu de 
tem

ps après 
l'initiation du 
traitem

ent 

Arrêt du traitem
ent 

CARPEN
TER, 

M
ARIO

N
 2013 

 
Annexe 12 : Principales hypothèses diagnostiques à envisager face à des vom

issem
ents (partie 1/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 
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Atteinte 
Exem

ple 
Epidém

iologie et pathogénie 
Sym

ptôm
es accom

pagnant les 
vom

issem
ents ou 

régurgitations 
Diagnostic 

Pronostic et 
traitem

ent 
Bibliographie 

Digestive 

Virale 
PDD 

cf. détails dans le texte 

Levures 

Candidose 

Germ
e com

m
uném

ent présent 
dans la flore digestive qui profite 
d'une im

m
unodéficience pour se 

développer, entrainant une 
ingluvite ou une proventriculite 

Stase et dilatation du jabot 
causant des régurgitations 
m

ucoïdes, anorexie, dépôt 
caséeux dans la cavité buccale, 
rhinite, etc. 

Clinique 
Sym

ptôm
es et visualisation 

des lésions 

N
ystatine 

(VELASCO
 

2000) 

Germ
e ubiquitaire 

Kétoconazole 
TU

LLY et al. 
2009 

M
égabactérie : 

M
acrorhabdus 

ornithogaster 

Localisée à la jonction entre 
proventricule et gésier (isthm

e) 

Anorexie et am
aigrissem

ent 
chronique parfois accom

pagné 
de diarrhée avec m

éléna, 
aném

ie régénérative 

Coproscopie 
M

ise en évidence des 
levures dans les fécès 

Am
photéricine 

B 
(PHALEN

 2014) 

Contam
ination par fécès 

Post-
m

ortem
 

Raclage de l'isthm
e 

observé au m
icroscope 

N
ystatine 

(efficacité 
aléatoire) 

TU
LLY et al. 

2009 

Portage sain fréquent 

Contenu du proventricule 
m

ucoïde 

(GERLACH 
2001) 

U
lcérations de la 

m
uqueuse du proventricule 

Pronostic 
réservé  

Pathogénie m
al connue 

Histologie 

Epaississem
ent de la 

m
uqueuse du proventricule 

Infiltration 
lym

phoplasm
ocytaire de la 

m
uqueuse du proventricule 

Culture sur un écouvillon du 
proventricule 

M
écanique 

O
bstruction haute du 

tube digestif : Corps 
étranger, tum

eurs, 
parasitose…

 

- 
Dépendant de la cause 

Endoscopie 
Visualisation de 
l'obstruction 

Levée de 
l'obstruction  

(AN
DRE 2000) 

Pronostic bon 
à réservé 
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Atteinte 
Exem

ple 
Epidém

iologie et 
pathogénie 

Sym
ptôm

es 
accom

pagnant les 
vom

issem
ents ou 

régurgitations 

Diagnostic 
Pronostic et 
traitem

ent 
Bibliographie 

Extra-
digestives 

M
écanique 

Com
pression œ

sophagienne 
ou ingluviale (= du jabot) : 
Goitre, cal osseux trop 
volum

ineux suite à une 
fracture d'un coracoïde, etc. 

- 
Dépendant de la 
cause 

Endoscopie 

O
bservation 

d'une zone 
de striction 
dans 
l'œ

sophage 

Dépend de la 
cause 

AN
DRE 2000 

Levée de 
l'obstruction 
(chirurgie) 

N
erveuse 

Stress, m
al des transports, etc. 

Phénom
ène aigu 

Souvent aucun 
Clinique et 
com

m
ém

oratifs 
Traitem

ent de la 
cause 

AN
DRE 2000 

Iatrogène 
Sensibilité à certains m

olécules 
(kétoconazole, lévam

izole, 
doxycycline, etc.) 

- 
  

Apparition des 
sym

ptôm
es peu de tem

ps 
après la m

ise en place du 
traitem

ent 

Arrêt du 
traitem

ent 
AN

DRE 2000 

Toxique 
cf. partie II-D-6 

Com
portem

entale Régurgitations face au 
propriétaire en secouant la 
tête en avant/arrière 

Parade pour le 
propriétaire qui 
est assim

ilé à un 
partenaire sexuel 

Autres troubles du 
com

portem
ent : cris, 

agressivité, hyper-
attachem

ent 

Clinique et 
com

m
ém

oratifs 
Thérapie 
com

portem
entale 

AN
DRE 2000 

 
 

Annexe 13 : Principales hypothèses diagnostiques à envisager face à des vom
issem

ents (partie 2/2) (réalisation personnelle, liste non exhaustive). 
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