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Résumeé

Cet inventaire de la parasitofaune des poissons des eaux douces d’Algérie
est une synthese de plusieurs travaux réalisés entre 1988 et 2011. Nous avons
recensé 34 entités parasitaires incluant des Protozoaires, des Cestodes des
Caryophyllidés et des Pseudophyllidés, des Monogeénes, des Acanthocéphales, des
Nématodes, des Crustaces parasites et des larves Glochidies de Mollusque bivalve
chez 16 espéces de poissons autochtones et allochtones d’Anguillidae, Mugillidae,
Cyprinidae et Cichlidae. La diversité parasitaire répertoriée ouvre de nouvelles
perspectives de recherche en ichtyoparasitologie a travers des investigations
régulieres qui permettront aussi d’évaluer les impacts environnementaux des
especes importées pour la pisciculture continentale. La connaissance de 1’état
sanitaire des populations de poissons dans les hydrosystemes algériens permettra
aussi la mise en place de mesures conservatoires afin d’éviter les risques
d’invasions biologiques et 1’apparition de nouvelles pathologies liées aux

importations d’alevins de poissons vivants.
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Introduction

Ce travail représente la synthese des études sur la parasitofaune des poissons des eaux
douces d’Algérie, réalisées dans I’Est algérien entre 1988 et 2011. Nous avons consulté divers
mémoires de fin de cycle de graduation (DEUA, DES, Ingeniorat), théses de magistére et de
Doctorat (Meddour,1988, Djaafria et al., 1989 ; Maachi, 1990 ; Saieb, 1991 ; Dahraoui et
Yamak, 1992 ; Aoun-Kaid et Chaib, 1994 ; Maali et al., 1995; Ammouchi et al., 1999 ;
Dahmani, 1999 ; Ghorab et al., 1999 ; Azzaz et Boucif, 2000 ; Benabdelkader et Djaroud, 2001 ;
Djabourabbi et Ghimouz, 2001 ; Mokrani, 2002 ; Daghmouchi et Lemouchi, 2003 ; Henchiri,
2004 ; Loucif, 2009 ; Loucif et al., 2009, Meddour, 2009 ; Meddour et al., 2010 ; Meddour et al.,

2011) reparties dans diverses bibliotheques universitaires (Annaba, El Tarf, Batna, Constantine).

En effet, devant la difficulté d’accés a ces sources documentaires, il nous est apparu
essentiel de regrouper les résultats de ces bases de données a travers 1’établissement d’un
inventaire des ichtyoparasitoses identifiées a ce jour chez les diverses espéces de poissons
d’intérét piscicole (Anguillidac; Cyprinidae; Cichlidae; Mugilidae). Quelques rares
investigations effectuées dans le centre et le Sud de 1’Algérie sont aussi intégrées dans ce
mémoire (Boukhalfa, 2008 ; Belaribi, 2008 ; Ayech et Djelloudi, 2010 ; Mouchouka et Rabhi,
2009). Nous avons aussi intégré dans cet inventaire, les résultats de notre investigation sur

Barbus callensis capturé dans I’é¢tang de Diar Djari a proximité de la Marsa (W. Skikda).

Les résultats de notre enquéte révelent la présence de 34 parasites réparties en :

- 09 Protozoaires représentés par 5 genres Chilodonella, Trichodina, Ichthyophthirius,
Myxidium et Myxobolus,

- 05 Cestodes comportant 01 Caryophyllidé du genre Khawia et 03 Pseudophyllidés
des genres Bothriocephalus et Ligula,

- 10 Monogenes incluant 04 genres Dactylogyrus, Pseudodactylogyrus,
Cichlidogyrus et Gyrodactylus,

- 02 Nématode du genre Anguillicolla, Rhabdochona.
- 02 Acanthocéphales représentés par 02 genres Neoechinorhynchus et Acanthogyrus.
- 05 Crustaces parasites comportant 03 genres Argulus, Ergasilus et Lernaea,

- 01 seul Genre Anodonta, mollusque bivalve parasite temporaire au stade larvaire
Glochidium.




A ce jour, aucun Digéne n’a été identifié chez les poissons des eaux douces d’Algérie. De
plus, les données récentes consultées (Bouzid-Lamine, 2008 ; Meddour, 2008a, 2008b ; Loucif et
al., 2009 ; Meddour, 2009 ; Meddour et al., 2010 ; Meddour et al., 2011) indiquent la présence

de nombreuses especes non encore identifiées.

Au regard de la spécificité connue pour certains parasites, il est trés probable que les
espéces répertoriées dans les travaux cités a 1’exemple de Trichodina sp.; Myxobolus sp. ;
Dactylogyrus sp. ; Gyrodactylus sp. ; Ergasilus sp. soient des espéces différentes pour chaque

hote.

Ainsi, dans ce travail, nous présentons une revue de 1’ichtyofaune dulcicole investiguée par
les différents auteurs, I’inventaire de la parasitofaune spécifique a chaque hote et les données

taxonomiques, morphologiques et biologiques des parasites répertoriés.




{. ICHTYOPHAUNE
DULCICOLE D'ALGERIE




Il est important de souligner que depuis I’indépendance du pays, I’ichtyofaune des eaux
douces d’Algérie n’a pas fait 1’objet de nombreuses études. Les rares références de la période
coloniale (Regan, 1916; Pellegrin, 1921 ; Seurat,1930; Pellegrin, 1939 ; Dieuzede et
Champagne,1950) et les récents travaux (Almaca, 1970 a ; Bouhadad, 1993 ; Tazerouti, 1993 ;
Zouakh, 1995 ; Bouhadad, 1998 ; Meddour et al., 1999 ; Meddour, A. et Bouderda, 2001 ;
Zouakh et al., 2004 ; Meddour et al., 2005 ; Zouakh et al., 2005 ; Zouakh et al., 2006 ; Meddour
et al., 2007a ; Meddour et al., 2007b ; Zouakh et Meddour, 2007 ; Zouakh et al.,2007a ; Zouakh
et al., 2007b ; Zouakh et Meddour, 2008 ; Meddour, 2009 ; Zouakh, 2009) mentionnent diverses
espéces d’Anguillidae, Poecillidae, Cyprinidae, Clariidae et Cichlidae. Les deux dernieres
familles étant signalées dans le Sud algérien. Aussi, on reconnait pour le Nord de 1’Algérie, 29
espéces de poissons des eaux douces réparties en deux catégories;

- 18 espéces autochtones,
- 11 especes allochtones.

Les données sur I’historique des introductions de 1’ichtyofaune sont consignées dans les
Tableaux 1, 2 et 3.
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Tableau 1 : Historique des principales actions d’aquaculture en Algérie (Meddour, 2009 modifié).

Période Evénement Référence
A e
M"'?“ XIX Introduction de la carpe C.carpio en Algérie.
siécle
* Premier essai d'acclimatation de la truite a El Milia.
1880 * Introduction de I'épinoche Gasterosteus brachycentrus Gauvet, 1930
dans la Mitidja.
Introduction C. carpio et de la tanche Tinca tinca a El
1894 .
Golea.
1894 — 1895 |Essai d'élevage de moules a Tigzirt (Kabylie) Seurat, 1927
1921 Création de la station d'aquiculture et péche a Boulsmail. Boutan, 1925
1927 Essais d'élevage d'huitres au port d'Alger. Dieuzede et Argilas, 1928
Introduction de Gambusia affinis par I'Institut Pasteur

1931 pour la lutte antipaludique. Gauvet, 1930

1937 Création de la station d'alevinage du Ghrib.

1939 Essai d'acclimatation de la truite Salmo gairdneri.

1939 Empoissonnement du barrage Ghrib en truite
Macrostigma issue de la station d'alevinage du Ghrib. Thevenin, 1948
Empoissonnement du barrage de I'Oued Fodda en truite

1941 .
Salmo trutta macrostigma.

1947 Construction de la Station Hydrologique du Mazafran.
* Collaboration la RP de Chine pour la cypriniculture.

1960-1970 * Plan de valorisation lagune El Mellah, lac Oubeira et Zouakh, 2009

Tonga a El Kala.
* Premiers essais de conchyliculture et introduction de la

1973 moule Mytilus galloprovencialis et de I'huitre Zouakh, 2009
Crassostrea gigas dans la lagune EI Mellah.

1974 Premiers essais de fumage de I'anguille au lac Oubeira

1982 Début d'exploitation de l'anguille (Tonga et El Mellah.
Projet d'élevage du loup de mer Dicentrarchus labrax Zouakh, 2009

1983 -1984 |dans la lagune EI Mellah en collaboration avec la FAO

(MEDRAP 01 et 02). (Projet non réalisé)
Premier Plan National Piscicole : Importation de Hongrie
1985-1986  |de 22 Million d’alevins (Cyprinidés, Percidés). Le lac Meddo“rZ%tO?O”derda’
Oubeira recoit un total de 8.949.600 alevins.
1989 Implantation de la station piscicole prés du barrage de Rouabah et Georges, 1989
Harreza.
2éme Opération Nationale de repeuplement en
1991 I ) .
Cyprinidés importes de Hongrie.
1999 Création du Ministére de la Péche et des Ressources
Halieutiques (MPRH).
3°™ QOpération Nationale de repeuplement en Cyprinidés | Zouakh et Meddour, 2007
2001 importées de Hongrie (effectif global 14 millions
d’alevins).
Importation du Tilapia Oreochromis niloticus d'Egypte.
2002-2006 - A R
Opérations de lachers d'alevins de carpes et de mulets.
2011 Introduction de la crevette Penaeus japonicus Meddour, 2011

(La Marsa, W. Skikda)
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Tableau 2 :

Effectifs des peuplements effectués de 1982 & 1988 (Meddour, 2009).

Année Wilaya Plan d’eau Espeéce Quantité Stade
Béchar Barrage Djorf Torba | Cyprinus carpio 3000 Alevin
1982 Tizi Ouzou RC Draa El Mizane Cyprinus carpio . 10 000 AIe,vi'n
Tlemcen Barrage Bou_khalfa Micropterus salmoides 500 Juvénile
Barrage Beni Bahdel | Micropterus salmoides 2000 Juvénile
. - Gambusia affinis 3000 Adulte
1983 Relizane Barrage Sidi Abed Cyprinus carpio 21000 Alevin
Ain Defla Ghrib Sander lucioperca 30 Géniteurs
Skikda Zardezas S. lucioperca 1 500 000 Alevin
Cyprinus carpio 3025 000 Alevin
Sidi Abed H. molitrix 50 000 Alevin
Relizane A no'bilis - 4 000 000 AIev@n
Cyprinus carpio 500 000 Alevin
Sidi Ben Aouda H. molitrix 100 000 Alevin
A. nobilis 150 000 Alevin
Cyprinus carpio 600 000 Alevin
Barrage — .
Khenchela Foum El Gheiss H. molitrix 1 550 000 Alevin
A. nobilis 1 550 000 Alevin
. Barrage Cyprin_us_carpio 400 000 Alevin
Biskra Foum El Gherza H. molitrix 1 500 000 Alevin
A. nobilis 1 500 000 Alevin
Tizi Ouzou RC Draa El Mizane S. lucioperca 500 000 Alevin
H. molitrix 270 000 Alevin
RC Ain Arnat A. nobilis 270 000 Alevin
C. idella 360 000 Alevin
H. molitrix 180 000 Alevin
1986 Sétif RC Ouricia A. nobilis 180 000 Alevin
C. idella 180 000 Alevin
H. molitrix 180 000 Alevin
RC Lemhari A. nobilis 180 000 Alevin
C. idella 180 000 Alevin
Bordj ) H. moI.it.rix 50 000 AIev@n
Bouarerid; Barrage Ain Zada A I.’lObI|IS 450 000 AIev!n
C. idella 100 000 Alevin
H. molitrix 100 000 Alevin
M’sila Ksobe A. nobilis 50 000 Alevin
C. idella 90 000 Alevin
Cyprinus carpio 2 000 000 Alevin
Lac Oubeira H. moI.it.rix 1 000 000 AIev@n
A. nobilis 200 000 Alevin
S. lucioperca 1 405 000 Alevin
El Tarf . - .
Barrage Cheffia Cyprinus carpio 1800 000 Alevin
introduction o
(W-Tard accidentelle de _Quantlte Alevin
LR inconnue
Carassius gibelio
R.C Naciria C.carpio 39 Géniteur
R.C Sidi Daoud S. lucioperca 50 000 Alevin
1988 Boumerdes C.carpio 2 300 000 Alevin
R.C Cap Djinet S. lucioperca 1 500 000 Alevin
C. idella 10 000 Alevin
1988 Béchar Barrage Djorf Torba | Silurus glanis 30 Géniteurs
1988 Boumerdes R.C Naceria Exos lucius 5 nids Eufs

(RC = retenue collinaire)
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Tableau 3 : Effectifs des repeuplements effectués de 1991 a 2001 (Meddour, 2009)

Année Wilaya Plan d’eau Espéce Quantité Stade
. H. molitrix 1198 400 Alevin
Bl Tarf Lac Oubeira A. nobilis 504 000 Alevin
. H. molitrix 64 000 Alevin
Skikda Barage Barraka A. nobilis 22 500 Alevin
1991 Barage H. molitrix 70 000 Alevin
Sidi Benaouda A. nobilis 280 000 Alevin
Relizane Barage Garaar H. molitrix 789 600 Alevin
g g A. nobilis 576 800 Alevin
. H. molitrix 674 00 Alevin
RC Merjet El Amel 4™ abilis 999 600 Alevin
1999 Création du Ministére de la Péche et des Ressources Halieutiques (MPRH)
2000 Ain Témouchent RC Quled El Kihel C. carpio 2000 Alevin
Barage H. molitrix 750 000 Alevin
Hammam Debagh C. idella 450 000 Alevin
Guelma Barage Gueffla H. molitrix 100 000 Alevin
Barage i .
Madjes EI Bgar H. molitrix 100 000 Alevin
. . H. molitrix 1 050 000 Alevin
Souk Ahras Barrage Ain Dalia C idella 250 000 Alevin
H. molitrix 10 Géniteur
Tiaza R.C Zeralda C. idella 10 Géniteur
P Barrage Boukourdene | H. molitrix 2512 818 Larve
Mazafran Mugilidés 2 500 Alevin
H. molitrix 1 950 000 Larve
A Defla Barrage El Moustekbel 51 450 000 Larve
Barrage Ghrib C. carpio 250 000 Larve
Barrage Derdour Mugilidés 2000 Juvénile
s H. molitrix 1 350 000 Larve
relivans Merdjet Sidi Abed =5l 450 000 Larve
Barrage Garaar H. molitrix 1 350 000 Larve
gearg C.idella 45 0000 Larve
- H. molitrix 450 000 Larve
Mascara Barrage Bouhnifia C idella 150 000 Larve
2001 H. molitrix 300 000 Larve
Boumerdes Barrage Keddara C idella 300 000 Larve
Barrage Sarno H. molitrix 450 000 Larve
Sidi g C.idella 150 000 Larve
Bel Abbes Lac Sha H. molitrix 450 000 Larve
C. idella 150 000 Larve
. .. . H. molitrix 900 000 Alevin
Bordj Bou Arreridj | Barrage Ain Zada C idella 2450 000 Alevin
Jijel Barrage Iraghen H. molitrix 6 000 Alevin
Béjaia Barrage Ighil Emda H. molitrix 5000 Alevin
H. molitrix 7 Géniteur
Tizi Ouzou Barrage Boukhalfa 461 3 Géniteur
Barrage Taksebt C. carpio 500 Alevin
. . H. molitrix 1 050 000 Alevin
Skikda Barrage Guenitra C idella 250 000 Alevin
Khenchla Barrage Babar C. carpio 50 000 Alevin
Chlef Barrage H. molitrix 1 050 000 Larve
g C.idella 450 000 Larve
Barrage Cheffia Mugilidés 96 000 Alevin
El Tarf Sg:ggg Mexa Mugilidés 8 000 Alevin
g Mugilidés 2 000 Alevin

Bou Namoussa
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1.1. Les espéeces autochtones
1.1.1. Anguilla anguilla (Linné 1758) (Anguillidae)

L’anguille vit dans les eaux salées, saumatres, douces, froides et chaudes. Poisson
migrateur, elle peut séjourner de nombreuses années dans les étangs cotiers pour ensuite, se
diriger vers la mer des Sargasses pour s’y reproduire vers la fin de I’automne, a une profondeur
de 1000 m. L’anguille (Fig. 1) peut étre considérée comme sédentaire pour I’é¢tude du

parasitisme.

Figure 1 : Anguilla anguilla (Labo. Aquaculture & Pathologies, Univ. Annaba).

1.1.2. Alosa fallax fallax (Linné 1758) (Clupeidae)
Considérée comme étant une espéce continentale (Syn = Alosa fallax algeriensis (Regan,
1916), ce poisson migre de la mer vers les oueds et les lacs pour se reproduire en eau douce. Les
adultes et les nouvelles générations migrent vers la mer au début du printemps. Espéece
rencontrée dans le Parc National d’El Kala (PNEK) dans le Lac Oubeira et Lac Tonga (Meddour
com. pers) (Fig. 2).
% Vit -,'r“'mm,, "& S-f&g \
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Figure 2 : Alosa fallax fallax (L.,1758)
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1.1.3. Gambusia affinis affinis (Baird & Girard, 1854) (Poecillidae)

La Gambusie est une espéce vivipare. Le male plus petit que la femelle présente au
niveau de sa nageoire anale le Gonopodium ; organe de reproduction (dimorphisme sexuel) (Fig.
3). Cette espece est endémique dans les oueds et lacs du Nord algérien. Observée dans de
nombreux écosystemes aquatiques au nord comme au sud de 1’ Algérie, elle utilisée dans la lutte

contre les moustiques d’ou son surnom de poisson-moustique.

Figure 3 : Gambusia affinis affinis.

1.1.4. Mugil cephalus et Liza ramada (Mugilidae)
Ces deux espéces sont signalées par Meddour (1988 ; 2009) dans les eaux douces du

Nord-Est algérien et dans le PNEK. Poissons marins, se reproduisant en mer, migrent en eau

douce pour atteindre des tailles commerciales trés appréciées (Fig. 4).
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Figure 4 : (A) Mugil cephalus (Linne, 1758) ; (B) Liza ramada.
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1.1.5. Cyprinidés du genre Barbus (Cyprinidae)
Le genre Barbus est représenté en Algérie par 09 especes :

- Barbus callensis Cuvier et Valenciennes, 1842 : Espece endémique dans 1’extréme Nord-
Est algérien dans les wilayas d’El Tarf, Annaba, Guelma et Souk Ahras, a régime
omnivore (Fig. 5).

- Barbus setivimensis a repartition plus large, de la Tunisie a la frontiére marocaine, mais
absent dans les hydrosystemes des wilayas d’El Tarf, Annaba et Souk Ahras.

- Barbus biscarensis dans I’axe Batna-El Kantara-Biskra.

- Barbus desertii, Barbus figuigensis, B. Amguidensis, Barbus nasus, B. Pallaryi et B.
antinorii dans les hydrosystemes du Hoggar et du Tassili.

Figure 5 : Barbus callensis (Diar-djari la Marsa W.Skikda)

1.1.6. Cyprinidés du genre Pseudophoxinus (Cyprinidae)
Pseudophoxinus callensis (Guichenot, 1856), Pseudophoxinus punicus (Pellegrin, 1920)

et Pseudophoxinus guichenoti (Pellegrin, 1920) sont abondantes dans le Nord-Est algérien et
dans le PNEK (Fig. 6 et 7).

Figure 6 : Pseudophoxinus callensis (A) ; Pseudophoxinus guichenoti (B)
(Meddour, 2009).
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Figure 7 : Pseudophoxinus punicus (Pellegrin, 1920).

1.1.7. Tilapia zillii (Cichlidae)
La présence de cette espéce est rencontrée dans les zones semi-arides du Sud algérien et

au Sahara (Biskra, El Oued, Touggourt, Ouargla, Saida etc..). D’aprés Meddour (2009), sa
présence en Algeérie répond a une distribution géographique naturelle bien que son introduction

dans certains hydrosystemes du Sud algérien ait été reportée durant la période coloniale (Fig. 8).

Figure 8 : Spécimen adulte de Tilapia zillii capturé dans
la zone humide de Oued Righ (Photo Zouakh, 2009).
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1.2. Especes allochtones (importées de Hongrie)

1.2.1. Ctenopharyngodon idella (Cuvier et Valenciennes, 1842) (Cyprinidae)

Appelée carpe herbivore (Fig. 9), sa premiére introduction en Algérie par 1’Office
National pour le Développement de la Péche et I’ Aquaculture (ONDPA) a été effectuée en 1985.
D’autres repeuplements par cette espéce ont été réalisés par le Ministere de la Péche et des
Ressources Halieutiques (MPRH). Ce poisson représente un veéritable danger pour les
hydrosystéemes car il se nourrit abondamment de végétaux responsables de la production
d’oxygene et du recyclage des Nitrites, Nitrates et Orthophosphates dont 1’augmentation

engendre des phénomenes d’eutrophisation comme signalé au PNEK dans le lac Oubeira

Figure 9 : Ctenopharyngodon idella du Barrage Ain Zada (Photo D.E. Zouakh, 2007).

1.2.2. Hypophthalmichthys molitrix (Cuvier et Valenciennes, 1842) (Cyprinidae)

La carpe argentée (Fig. 10) a été introduite en Mai 1985 dans plusieurs barrages et
retenues collinaires. Adaptée aux conditions environnementales de 1’Algérie, cette espéce a
connu des croissances phénoménales au lac Oubeira atteignant 32 kg (Meddour, com. pers.).

Cette espéce est Phytoplanctonophage et reconnue comme vecteur de maladies.
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1.2.3. Aristichthys nobilis (Richardson, 1844) (Cyprinidae)

La carpe grande bouche est une espéce Zooplanctonophage, depuis sa premiere

introduction par ’ONDPA en mai 1985, elle a été réintroduite dans plusieurs plans d’eau du

Nord algérien. Toutefois, A. nobilis et H. molitrix ne se reproduisent pas naturellement en

Algérie car elles exigent des conditions sub-tropicales.

Le recours a la reproduction artificielle a permis de repeupler divers hydrosystemes
(Meddour et al., 2000 ; Meddour et al., 2005 ; Rouabah et Meddour, 2006 ; Meddour et al., 2007
Meddour, 2009). Les records indiquent des poids allant de 45 a 65 kg (Meddour com. pers.) (Fig.

11 & 12). Cette espéce est aussi reconnue comme vecteur de maladies.

Figure 11 : Aristichthys nobilis au barrage Ain Zada, Avril 2006 (Photo D.E. Zouakh).

]
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Figure 12 : A. nobilis du barrage Harreza, 2008 (W. Ain Defla)
(Photo de B. Bouali)

19




1.2.4. Cyprinus carpio (Linné, 1758) (Cyprinidae)

Deux variétés de C. carpio ont été introduites en Algérie dés mai 1985, la carpe miroir et
la carpe commune (Fig. 13). Omnivore, cette espéce se reproduit naturellement en Algérie. C.

carpio est un vecteur de maladies virales, bactériennes et parasitaires (Meddour, 2011).

Figure 13 : Cyprinus carpio: (A) ; forme miroir, (B) ; forme sauvage.

1.2.5. Sander lucioperca (Linné, 1758) (Famille Percidae)

Le sandre a été introduit en mai 1986 dans plusieurs plans d’eau. Le peuplement en cette
espéce n’a pas eu de succés au lac Oubeira ou cette espece a disparu en été 1991. Prédateur
piscivore, ce poisson est trés apprécié pour sa valeur organoleptique. Dans d’autres plans d’eau,

sa croissance a atteint 13 kg (Meddour, Com. Pers.) (Fig. 14).

Figure 14 : Sander lucioperca.
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1.2.6. Carassius gibelio (Bloch, 1782) (Cyprinidae)
Signalée par Meddour et al. (1990) dans les hydrosystemes du Nord-Est,

I’introduction accidentelle en Algérie, dés 1986, du carassin argenté C. gibelio s’est faite a
travers les importations de poissons de Hongrie. Cette espece indésirable, est reconnue comme

vecteur de maladies (Fig. 15).

Figure 15 : Carassius gibelio (Meddour, 2009).

1.2.7. Abramis brama (Linné, 1766) (Cyprinidae)
La bréme est présente dans certains hydrosystémes de 1’Ouest Algérien (Meddour Com.

pers.). Il est probable qu’elle ait été introduite accidentellement en 2000 lors des importations

d’alevins de Cyprinidés de Hongrie (Fig. 16). Il n’y a pas de données sur cette espece.

Figure 16 : Abramis brama.
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1.2.8. Micropterus salmoides (Lacepéde, 1802) (Centrarchidae)

Le Black Bass (Fig. 17), probablement été importé de France, a été introduit en 1985
uniquement dans 1’Ouest algérien dans le barrage Beni-Bahdel (Tlemcen) et aussi dans la wilaya
de Boumerdes. Les barrages de Bou-Hanifia (Mascara) et Sidi-M'hamed Ben Ali (Sidi Bel-
Abbes) ont été réecemment peuplés par cette espece. Il n’y a pas de données sur cette espece qui a
fait I’objet d’investigations parasitaires a ce jour. Mais par contre des expérimentations sur la
reproduction artificielle ont eu lieu 8 "ENSSMAL en 2007 et 2008 (Meddour et Zouakh, 2008).

Figure 17 : Micropterus salmoides.

1.2.9. Oreochromis niloticus et I’hybride Oreochromis niloticus x Oreochromis mossambicus
(Cichlidae)
Dés 2002, ces especes ont été importées d’Egypte pour développer la Tilapiculture

intensive et semi intensive en étangs ou bassins dans les zones semi-arides et arides (Laghouat,
Ghardaia, Saida, Ouargla, Touggourt). Ces espéces omnivores, sténothermes se reproduisent de

mai a juillet en Algérie (Fig. 18).

Figure 18 : Oreochromis niloticus (ENSSMAL,2008).
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1.2.10. Clarias gariepinus (Burchell, 1822) (Clariidae)

Appelé poisson chat africain (Fig. 19), ce silure devient mature dés sa premiere année. Sa
récente introduction en Algérie dans les élevages piscicoles suppose des succes de production
tant cette espéce est connue pour sa capacité d’adaptation et sa croissance rapide. Cette espece
n’a pas fait ’objet d’investigations parasitaires a ce jour. Mais a fait 1’objet d’expérimentations
de reproduction artificielle (Chebel et Khouas, 2008).

Figure 19 : Clarias gariepinus muni de 8 paires de barbillons.
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2. PARASITOFAUNE DES POISSONS
DULCICOLES D'ALGERIE




2.1. Les Protozoaires
2.1.1. Genre Chilodonella Strand, 1926
a) Taxonomie

Phylum : Alveolata
S/Phylum :  Ciliophora Doflein,1901 emend. Schulman et Podlipaev,1980

Classe : Kinetofragminophorea (= Phyllopharyngea)
S/Classe : Hypostomatia

Ordre : Cyrtophorida (= Chlamydodontidea)
S/Ordre : Gymnostomata Butschli, 1889

Famille : Chlamydodontidae Claus,1874

Genre : Chilodonella Strand, 1926

Espece: Chilodonella piscicola (Moroff, 1902)

(Syn. = Chilodonella cyprini Moroff, 1902)

b) Hétes et sa localisation :

Le parasite est localisé au niveau des branchies et de la peau chez Barbus callensis,
Cyprinus carpio, Cyprinus gibelio, Pseudophoxinus callensis, P.guichenoti mais aussi chez
Barbus setivimensis, Oreochromis niloticus, Oreochromis niloticus x Oreochromis mossambicus.

c) Distribution géographique

Ce parasite est rencontré dans le Parc National d’El Kala (Lac Oubeira, Lac Tonga), les
hydrosystemes des Wilaya de Tarf, Annaba, Guelma, Bounamoussa, dans le barrage de

Boukourdane, Ain Zada et dans la ferme « Ezzahra » dans la wilaya de Ghardara.

d) Morphologie

Corps ovoide aplati dorso-ventralement avec une ciliation incompléte, le cytosome est
suivie d’un cytopharynx distinct. Il y’a présence d’un macronucléus et d’un micronucléus, de

deux vacuoles contractiles et de nombreuses vacuoles digestives (Fig. 20).

Cytoplasme
Rangée de cils
Vacuole

contractile

Micronuciéus

macronucléus

Figure 20 : Morphologie générale d’une vue ventrale de Chilodonella piscicola q.).
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e) Cycle évolutif

Chilodonella piscicola se multiplie par division longitudinale entre 5°- 10°C et sa
multiplication s’arréte a 20°C. Lorsque les conditions environnementales sont défavorables le

parasite s’enkyste en 3 ou 4 heures et les kystes restent viables jusqu’au retour des conditions
favorables. (Van Duyn, 1973).

2.1.2. Genre Trichodina Ehremberg, 1831

a) Taxonomie

Phylum : Alveolata Cavalier-Smith,1991

S/Phylum :  Ciliophora Doflein,1901 emend. Schulman et Podlipaev,1980
Classe: Oligohymenophorea de Puytorac et al., 1974 (= Ciliata Perty,1852)
S/Classe: Peritrichia Stein, 1859

Ordre : Peritrichida Mobilida

S/Ordre : Mobilina Kahl, 1935

Famille : Trichodinidae Claus, 1874 (=Urceolariidae Stein,1867)

La famille Trichodinidae comporte 9 genres:

Trichodina Ehrenberg, 1831 (& 60 um), Paratrichodina Lom, 1963 ;Trichodinella Sramek-
Husek, 1953 (@ 40-50um); Tripartiella (Lom, 1959) Stein, 1961 (& 40 um), Vauchomia Mueller,
1938 ; Dipartiella Stein, 1961; Pallitrichodina Van As & Basson, 1993 ; Acyclochaeta Zick,
1928 ; Semitrichodina Kazubsky, 1958.

b) Hétes et sa localisation

Trichodina sp. a été localisé sur les branchies, les nageoires et la peau chez les Cyprinidés B.
callensis, B. setivimensis, C. carpio, C. gibelio, A. nobilis, H. molitrix et C. idella, Anguilla
anguilla, Tilapia zillii, Oreochromis niloticus, Oreochromis niloticus x Oreochromis

mossambicus.

c¢) Distribution géographique Lac Oubeira, Oued el Kébir, Oued Bounamoussa, Barrage de Ain

Zada, Guenitra et barrage de Boukourdane.

d) Morphologie

Organisme unicellulaire ectoparasite caractérisé par la présence des cils locomoteurs. On
note la présence sur le c6té ventral un disque central circulaire (anneau ventral) appelé
cytosquelette portant des denticules servant d’organes de perforation des épithéliums cutané et
branchiaux (Fig. 21).
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e) Cycle évolutif

Trichodina sp nage librement et se déplace rapidement, se nourrit des exsudats et de tissu de

I’héte, Sa reproduction s’effectue par division binaire. D’aprés Bauer et col, (1961) une construction

médiane du parasite est suivie d’une division en deux parties égales, chaque cellule fille porte une moiti¢

de ’armature originale de crochet. Le parasite ainsi formé, développé un nouvel anneau de dentricules

dont le nombre et la forme est caractéristique de 1’espéce, la durée de vie Trichodina sp est de 1 a 1,5
04).

jours (Henchiri, 20

Figure 21 : (A) Trichodina sp. au microscope électronique a balayage,

(B) Morphologie générale de Trichodina sp.

2.1.3. Genre Icht
a) Taxonomie

Phylum:
S/Phylum
Classe :
S/Classe :
Ordre :
S/Ordre:
Famille:

Genre:

a- cils, b- macronucleus, c- micronucleus, d- myonéme, e- ciliature marginale,
f- membrane circulaire, g- ceinture ciliaire, h- denticules, k- vacuole nutritive. @

hyophthirius Fouquet, 1876

Alveolata
:  Ciliophora Doflein,1901 emend. Schulman et Podlipaev, 1980
Oligohymenophorea (= Ciliata Perty,1852)
Hymenostomatia
Hymenostomatida (= Holotrichia Stein, 1859)
Hymenostoma Hickson, emend. Kahl, 1931
Ophryonglenidae Kent, 1882 (emend, Kahl, 1931)
Ichthyophthirius Fouquet, 1876

Espéce: Ichthyophthirius multifiliis Fouquet, 1876
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b) Héte et distribution géographique

Ichthyophthirius multifiliis a été localisé dans le Lac Oubeira, Oued Isser, Oued
Bounamoussa, Oued EI Kebir, barrage Ain Zada, Guenitra et Boukeradane chez Barbus
callensis, B. setivimensis, Cyprinus carpio, H. molitrix et A. nobilis, Carassius gibelio, Anguilla
anguilla, Pseudophonxinus callensis et P. guichenoti. Rencontré chez Tilapia zillii, Oreochromis
niloticus et Oreochromis niloticus x Oreochromis mossambicus a Saida et Touggourt. Parasite
présent chez Barbus callensis dans 1’étang de Diar Djari (La Marsa, W. Skikda).

¢) Morphologie

Ichthyophthirius multifiliis qui provoque la maladie des points blancs sont des kystes de
couleur blanche se localisant sur la peau, les nageoires et les branchies. Chaque kyste héberge un
spécimen adulte appelé Trophozoite. Le corps méridien est chargé de cils locomoteurs. Le

cytoplasme contient un macronucléus en forme de fer a cheval (Fig. 22).

A

Figure 22 : Ichtyophthirius mutifiliis, (A) = Trophozoite,
(B) = Macrographie apres traitement numérique (Meddour, 2009).

d) Cycle évolutif

A température optimale (24°C) le Trophozoite arrive a maturité en 2 a 3 jours. Le parasite
quitte son hote pour s’enkyster dans le substrat. A D'intérieur du kyste une série de division
permet la formation de 250 a 2000 Tomites. Ce stade est appelé Plasmodium. Celui-ci se rompt
et libére les tomites dans 1’eau. Les tomites nagent a la rencontre d’un hote. Si le Tomonte ne

trouve pas un hote, il meurt en 1 a 3 jours apres sa libération (Fig. 23).
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Figure 23: Cycle evolutif d’Ichthyophthirius multifiliis

1. Libération du trophozoite ; 2. Enkystement ; 3.Division ; 4. Rupture du kyste et libération des tomites ; 5. Fixation du
tomonte sur I’hote.

2.1.4. Genre Myxidium (Cepede, 1906)

a) Taxonomie

Phylum: Protozoa

S/Phylum :  Ciliophora Doflein,1901 emend. Schulman et Podlipaev, 1980
Ordre : Myxosporidia Butschli, 1881

S/Ordre : Bivalvulea Schulman,1959

Super Famille : Bipolaria Tripathi,1949

Famille: Myxidiidae Thelohan,1892

Genre: Myxidium Butschli, 1882

Espece : Myxidium giardi Cepéde(1906)

b) Localisation sur I’hote et distribution géographique

Myxidium giardi est observé chez Anguilla anguilla (Lac Oubeira, Lac Tonga) sous
forme de kystes blanchétre sur les branchies, la peau et les nageoires.
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¢) Morphologie générale

Spore fusiforme, occasionnellement trés arqué en forme de croissant ou de “S”, capsules
polaires opposéees aux pdles de la spore avec ouverture terminale. Spores avec 9 a 11 striations
longitudinales (Fig. 24).

Myxidium giardi : spore : 9a 15 um x 5 a 7 um ; épaisseur (vue de profil) : 4,7 & 6 um ; capsule
polaire: 3um x 2um ; Sporoplasme (embryon amoeboide entre les poles de la spore) sans
vacuole iodophile.

Sporoplasme

Capsule polaire

Filament polaire

Figure 24 : Schéma de Myxidium giardi (Meddour ,2009).

d) Cycle évolutif inconnu, probablement similaire a celui de Myxobolus spp.

2.1.5. Genre Myxobolus Butschli, 1882

a) Taxonomie

Phylum: Protozoa

S/Phylum :  Cnidosporidia Doflein,1901 emend. Schulman et Podlipaev,1980
Classe: Myxosporidia Butschli, 1881

Ordre: Bivalvulea Schulman, 1959

S/Ordre: Platysporea Kudo, 1919 emend Schulman, 1959

Famille: Myxobolidae Thelohan, 1892

Cette famille integre 4 genres : Hoferellus Berg, 1896 ; Henneguya Thelohan, 1892 ;
Thelohanellus Kudo, 1933 et Myxobolus Butschli, 1882 qui comporte 137 espéces en eau douce
(Bauer et Schulman, 1984 ; Meddour, 2009).

b) Hbtes
Deux espéces ont été signalées pour la premiere fois en Algérie par Meddour (2009) ;

Myxobolus ramadae Bahri, 1997 (sur lamelles branchiales) et Myxobolus ichkeulensis Bahri,

1997 (sur I’arc branchial) chez Mugil cephalus et Liza ramada.
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Myxobolus exiguus Thélohan, 1895 est rencontre sur les branchies et la surface externe de
I’intestin de Mugil cephalus et Liza ramada (Meddour, 1988 ; Bahri, 1997). Meddour (2009)
indique la présence de Myxobolus sp. chez A. anguilla, B. callensis, B. setivimensis,

Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, C. carpio, C. gibelio, H. molitrix et A. nobilis
c¢) Distribution géographique

Selon la présence de I’hote : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued EI Kébir, Oued
Bounamoussa, Oued Isser, barrage de Keddara, barrages de Ain Zada, Guenitra et Boukourdane.

d) Morphologie

Les Myxosporidés sont des protozoaires trées communs chez les cyprinidés. Leur
localisation sous forme des petits kystes blanchatres est tres diverse : peau, derme, hypoderme,
branchies, muscle, cartilage et visceres. Un kyste peut contenir plusieurs millions de spores
(Meddour, 1988).

Les spores du genre Myxobolus peuvent étre ovales, ellipsoides ou aplaties au niveau
polaire. Elles sont caractérisées par la présence de deux capsules polaires contenant un filament
polaire (Fig. 25). Le filament polaire peut étre extrudé quand les spores vivantes sont placées
dans une solution saline NaCl a 1 % (Paperna, 1982).

Capsule polaire

Filament polaire

Figure 25 : Schéma d’une spore de Myxobolus sp (Meddour, 2009).
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d) Cycle évolutif

D’apres plusieurs auteurs (Markiw et Wolf, 1983 ; Wolf et al., 1986 ; EI-Matbouli et al.,

1992), la rupture des kystes libére les spores dans le milieu extérieur. Elles sont ingérées par un

hote intermédiaire annélide oligochete (ex : Tubifex tubifex). Dans 1’épithélium intestinal de

I’oligochéte, le sporoplasme se transforme en Pansporocystes puis en spore mature

d’Actinomyxidie de type Triactinomyxon capable d’infester les poissons par voie buccale ou

transcutanée (Fig. 26).
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Figure 26 : Cycle évolutif de Myxobolus sp. ¢
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2.2. Les Cestodes
2.2.1. Genre Khawia (Schmidt, 1986)

a) Taxonomie

Phylum: Plathelminthes Carus, 1863

Classe: Cestoda Carus, 1863

S/Classe: Eucestoda Southewell, 1930

Ordre: Caryophyllidea Benden in Carus, 1863

Famille: Lytocestidae Hunter, 1849

Genre: Khawia Hsu, 1935 (= Bothrioscolex Szidat, 1937)
Espece: Khawia armeniaca Kholodkowskii, 1915

b) Localisation et Hote: Dans la partie antérieure du tube digestif chez Barbus callensis, Barbus
setivimensis.

c) Distribution géographique

Lac Oubeira, Oued El Kebir, Oued Bounamoussa, Barrage Ain Zada. Etang de Diar Djari (La
Marsa, W. Skikda).

d) Morphologie

Khawia armeniaca est un cestode monozoide hermaphrodite. Les matures mesurent en
moyenne 65 mm de long et 5mm de large. Les conduits sexuels males et femelles débouchent
dans un atrium génital commun. Les glandes vitellines entourent les testicules disposés en deux

rangées longitudinales.

L’ovaire bilobé est en forme de « nceud de papillon » chez les jeunes spécimens ou en
«H» chez les sujets adultes gravides. On remarque la présence de vitellaria post-ovarienne.
(Fig. 27).
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e) Cycle biologique

Procercoide muni d’un processus caudal le Cercomére.

Scolex musculsux

Yitellaria

Testis

Atrium génital

Utérus 3 gravides

Utérus 2 gravides

Ovaire

Utérus | gravide

Vitellaria post-
ovariens

Pare exterieur

Figure 27 : Khawia armeniaca parasite de Barbus callensis (Meddour,2010).
(A)= Macrographie ; (B)= montage entier du scolex ; (C)= Montage entier extrémité postérieure ;
(D)= Diagnose de la famille sur coupe transversale (Hématoxyline d’Erhlich).

Les Caryophyllidés du genre Khawia présentent un cycle indirect. L’h6te intermédiaire est
un annélide oligochéte. Les ceufs sont évacués dans le milieu extérieur avec les maticres fécales

et tombent dans le substrat. Ingéré par 1’oligochéte, I’ceuf libere 1’oncosphere.
Ce dernier migre de la lumiére intestinale vers la cavité coelomique pour s’y développer en
Les poissons s’infestent en ingérant les oligochétes infestés par les procercoides. De

maniere génerale, le cycle des Caryophyllidés est annuel. Il est caractérisé par un séjour de 2 a 3

mois chez I’héte intermédiaire et 9 a 10 mois chez 1’hote définitif (Meddour, 1988).
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2.2.2. Genre Bothriocephalus Yamaguti, 1934
2.2.2.1. Bothriocephalus acheilognathi (Yamaguti, 1934)
a) Taxonomie

Phylum : Plathelminthes Carus, 1863.
Classe : Cestoda Carus,1863.
S/Classe: Eucestoda Southwell, 1930.
Ordre: Pseudophyllidea Carus, 1863.

Famille: Bothriocephalidae Blanchard, 1849.
Genre: Bothriocephalus Rudolphi, 1808.
Espece: Bothriocephalus acheilognathi (Yamaguti, 1934)

(Syn. = Schyzocotyle fluviatilis Akhmerov, 1960)

Pour ce genre, Schmidt (1986) indique 77 espéces parasites des poissons. Chez les
Cyprinidés, on retrouve 9 espéces dont le statut est trés controversé. Ainsi, Bothriocephalus
opsariichthydis Yamaguti, 1952 ; B. gowkongensis Yeh, 1955 ; B. phoxini Molnar, 1968 et B.
aegyptiacus Rusavy et Moravec, 1975 sont considérées comme synonymes de B. acheilognathi
(Molnar et Murai, 1973 ; Chubb, 1981 ; Andrews et al, 1981 ; Pool, 1985 ; Pool et Chubb, 1985 ;
Chubb et al., 1987 ; Scholz, 1997).

b) Localisation sur I’hdte

Moitié antérieure du tube digestif de Barbus callensis, B. setivimensis, Pseudophoxinus
callensis, P. guichenoti, Hypophthalmichtys molitrix , Carassius gibelio.

La présence de Bothriocephalus sp est signalée chez Barbus setivimensis. (Mouchouka, et
Rabhi, 2009)

c) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued EL Kébir, Oued Bounamoussa,
Barrage Boukourdane, Barrage de Keddara, Ain Zada, Harreza, Merjet EL Amel.

d) Morphologie

Bothriocephalus acheilognathi est un plathelminthe segmenté qui est constitué d’un
scolex (Fig. 28) et d’un strobile formé de plusieurs segments appelés proglottis. Chaque
proglottis est hermaphrodite et dont les caractéristiques sont des critéres de diagnose. Le scolex
est ’organe de fixation et qui est muni de deux dépressions ou bothria, I’une dorsale et 1’autre
ventrale. Ce scolex ne présente ni épine ni ventouse.
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Figure 28 : (A, B) Scolex de Bothriocephalus acheilognathi.
(Meddour, 2009).

c- Cycle évolutif :

Le cycle biologique de B.acheilognathi est indirect avec un copépode comme héte
intermédiaire. Les ceufs libérés dans les feces des poissons tombent sur le substrat. L’éclosion
libere une larve ciliée ou Coracidium, qui nage vers la surface de 1’eau (Photropisme positif) ou
elle est susceptible d’étre ingérée par un copépode. Dans I’intestin du crustacé, le coracidium se
développe en une larve Oncosphére qui migre vers la cavité coelomique pour s’y développer en
Procercoide. Un copépode peut héberger plusieurs procercoides et rester viable. Les poissons

s’infestent en ingérant des copépodes contaminés (Fig. 29).

Figure 29 : Cycle évolutif de Bothriocephalus spp.
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2.2.2.2. Bothriocephalus claviceps Goeze, 1728

a) Taxonomie

Phylum: Plathelminthes Carus, 1863

Classe: Cestoda Carus, 1863

S/Classe: Eucestoda Southwell, 1930

Ordre: Pseudophyllidea Carus, 1963

Famille: Bothriocephalidae Blanchard, 1849
Genre: Bothriocephalus Rudolphi, 1808
Espece: Bothriocephalus claviceps Goeze, 1728

b) Localisation sur I’hote et Distribution géographique : Intestin moyen d’Anguilla anguilla

dans le lac Oubeira, le Lac Tonga, les Oueds EI Kébir et Bounamoussa.

c) Morphologie générale : Caractéristiques proches de celles de B. acheilognathi (Fig. 30).

Figure 30 : Microscopie électronique a balayage du scolex de B. claviceps parasite de
I’anguille. Marker= 54,54 um ; (B) Marker = 50pm (Meddour, 2009).
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d) Cycle évolutif

Les copépodes Megacyclops viridis, Macrocyclops fucus, M. albidus et Acanthocyclops
robotus peuvent servir d’hotes intermédiaires. Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, P.
punicus et Gambusia affinis affinis sont les poissons les plus sensibles aux infestations et semble
jouer le rdle d’hotes paraténiques. La maturité sexuelle, achevée au printemps, permet a B.
claviceps de se reproduire, avant la baisse de la température hivernale. 1l est connu que dans les
régions septentrionales, il n’y a qu’une seule reproduction annuelle, alors que dans les pays
riverains de la Méditerranée, la précocité du printemps et le recul de 1’hiver rendent possible

deux reproductions annuelles (Meddour, 2009).

2.2.3. Genre Ligula (Linnaeus, 1758)
a) Taxonomie

Phylum : Plathelminthes Carus,1863

Classe:  Cestoda Rudolphil808

S/Classe: Eucestoda Southwell, 1930

Ordre: Diphyllobothriidea, Kuchta et al., 2007
Famille : Diphyllobothriidae Luhe, 1910
S/Famille :Ligulinae Monticelli et Créty, 1891
Genre : Ligula Bloch, 1788

Espéce : Ligula intestinalis Linnaeus ,1758

b) Localisation et Hétes : forme plérocercoide dans la cavité abdominale de Barbus callensis,
Barbus setivimensis, Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, Hypophthalmichtys molitrix et
Cyprinus carpio.

c) Distribution geographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued EL Kébir et Barrage de
Keddara.

d) Morphologie

Le plérocercoide et le stade adulte (10 — 100 cm x 0,6 — 1,6 cm) sont sensiblement identiques
ressemblant a un ruban blanc teinté de jaune clair (Fig. 31). La téte est absente. Le strobile
présente une rangée longitudinale brunatre le long de la surface ventrale. Cette rangée
correspond a I’appareil génital. Elle est simple chez le genre Ligula mais double chez le genre

Diagramma. Le strobile ne présente pas de véritables segmentations externes.
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Seule, la partie antérieure des parasites adultes peut présenter des pseudo-segmentations ou

pseudoproglotis (24 a 40, le plus souvent 30 a 32 segments). Les organes génitaux (testis,
ovaires) sont visibles chez le stade adulte (Meddour, 2002 ; 2009).

c) Cycle évolutif

Figure 31 : Plérocercoide de Ligula intestinalis (.

Ligula intestinalis effectue une triple migration. Les ceufs sont émis dans ’eau par les

oiseaux piscivores. Apres éclosion apparait le coracidium. Ingéré par un copépode, premier héte

intermédiaire, il se développe en Procercoide. Ingéré par un poisson, ce dernier se développe en

Plérocercoide qui va se développer dans la cavité abdominale pour atteindre une grande taille

(séjour de 2 a 3 ans). Cela aura pour conséquences, le gonflement de I’abdomen du poisson, une

augmentation de sa flottabilité et une grande probabilité de prédation par les oiseaux piscivores.

Le séjour du parasite chez I’oiseau est trés court (2 a 5 jours), le temps d’assurer sa maturité en

adulte et sa reproduction par I’émission d’ceufs a travers les matieres fécales de I’oiseau hote

définitif. Ce cycle a trois hotes dont deux intermédiaires et un définitif est appelé cycle

hétéroxéne (Fig. 32).

-

Stade oeuf
Stade adulte 1 & 5 semaine

1 semaine l

Coracidium 1 a 2 jours
= L]
® g

/

S

Plérocercoide
243 ans

\ o
Procercoide
1 & 3 semaines

Figure 32 : Cycle évolutif de ligula intestinalis
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2.3. Les Monogénes
2.3.1. Genre Dactylogyrus Diesing, 1850

a) Taxonomie

Phylum: Plathelminthes

Classe: Monogenea (=Monogenoidea (Beneden) Bykhovskii, 1937)
S/Classe: Monopisthocotylea Odhner, 1912

Ordre: Dactylogyridea Bychowsky, 1937 (= Capsaloidea)

Famille: Dactylogyridae Bykhovsky, 1937

Genre: Dactylogyrus Diesing, 1850

Espéces : Dactylogyrus sp. , Dactylogyrus extensus et Dactylogyrus anchoratus
Cichlidogyrus halli, Cichlidogyrus arthracanthus et Cichlidogyrus sp.

b) Localisation sur I’hdte : Branchies, rarement sur les surfaces externes.
c) Hote et distribution géographique

- Le genre Dactylogyrus est signalé pour la premiére fois en Algérie par Meddour et al. (1989)
sur les branchies de Barbus callensis dans 1’Oued Bounamoussa. Il est aussi reporté dans le lac
Oubeira chez Cyprinus carpio, Aristichtys nobilis, Hypophthalmichtys molitrix, B. callensis et
Anguilla anguilla (Aoun-Kaid et Chaib, 1994 ; Ammouchi et al., 1999, Loucif, 2009 ; Meddour,
2009). Dactylogyrus sp. est aussi rencontré chez Barbus setivimensis dans 1’oued Isser
(Boukhalfa, 2008), barrage Keddara, barrage de Ain Zada (Mouchouka et Rabhi, 2009) et chez
Barbus callensis dans 1’étang de Diar Djari (La Marsa, W. Skikda).

- Dactylogyrus extensus est signalée dans le barrage Ain Zada chez Barbus setivimensis, et dans
les wilaya d’El Tarf et de Annaba chez Barbus callensis et C. carpio. Présent aussi chez les
Cyprinidés au Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued El Kébir, Oued Bounamoussa, barrages de
Guenitra, Boukourdane, Harreza et a Merjet EI Amel. (Meddour, 2009).

- Dactylogyrus anchoratus chez B.callensis (1 seul cas), C. carpio et Carassius gibelio
(Meddour, 2009).

- Cichlidogyrus tilapiae et Cichlidogyrus halli ont été observés chez O. niloticus et O. niloticus
X 0. mossambicus dans les fermes piscicoles de « Ezzahra » (Ghardaia) et Moulay (Ouargla), et

Cichlidogyrus arthracanthus chez Tilapia zillii a Oued Righ (Belaribi, 2008).
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e) Morphologie générale

Les Dactylogyridés (0,3 a 1,5 mm) sont hermaphrodites et ovipares. La partie antérieure
contient les organes sensoriels, 4 taches optiques noires (Fig. 33), un pharynx musculeux, un
atrium genital et les pieces copulatrices scléreuses.

Dans la partie postérieure, le systeme de fixation Hapteur ou Opisthaptor est un disque
muni de 14 crochets scléreux marginaux et d’une paire de crochets appelés hamulis ou
«ancres » dont la forme et la taille constituent des critéres taxonomiques d’identification
spécifique des Dactylogyrides.

organss @QQ%‘/ Organes céphaliques

_——ceéphaliques §

Yeux
Bouche
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bouche

organe
copulateur Caecum
utérus Organe copulateur
ootype
Utérus
ovaire
diverticule Ootype
intestinal

testicule )
Ovaire

glande

vitellogéne Testicule

Glandes vitellogenes

hapteur _g)?’%

Hanteur

Figure 33 : Morphologie comparative entre Dactylogyrus sp. (A) parasite des Cyprinidés et
Cichlidogyrus arthracanthus parasite des Cichlidés (B) (Meddour et al., 2007b).

f) Cycle évolutif :

Le cycle des Dactylogyridés est direct (Fig. 34). Les adultes fixés aux branchies de I’hote
libérent les ceufs non embryonnés. La production des ceufs est en fonction de 1’age du
Monogéne. Elle varie de 5 a 25 jours voire 60 jours. Elle est accélérée en réponse de 1’adversité
de I’environnement (Paperna, 1982). La durée de vie d’un adulte varie entre 5 et 40 jours selon la
température de 1’eau et les conditions de 1I’environnement aquatique.
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Les ceufs libérés sont entrainés dans 1’eau et tombent sur le substrat. Chez de nombreux
Monogeénes la coquille de I’ceuf est armée d’un filament polaire qui lui permet de se fixer sur les
branchies ou le substrat. Le développement des larves s’effectue en 2 & 3 jours a une température
de 28 °C a 29 °C, et en 100 jours & une température de 4 °C. Apres éclosion, il y a libération de
larves mobiles, munies de 3 touffes de cils qui leur permettent de nager a la recherche d’un héte.

On retrouve chez les larves deux paires d’yeux et un disque de fixation constitué¢ de 14

crochets marginaux et 2 ancres.

La larve Oncomiracidium peut survivre dans 1’eau de 12 a 48 heures a une température de
20° a 28°C. Elle atteint sa maturité en se fixant sur les branchies, la surface du corps ou la cavité

buccale des poissons.

Les ceufs pondus par les adultes
Eclosent en donnant naissance aux

S

L'oncamiracidie se met a nager, localise un nouvel hdte et vient s’y fixer

Figure 34 : Cycle évolutif de Dactylogyrus spp. (in Ayeche et Djelloudi, 2010)

2.3.2. Genre Pseudodactylogyrus (Yin et Sproston, 1948) Gussev, 1965

a) Taxonomie

Phylum: Plathelminthes

Classe: Monogenea (=Monogenoidea (Benden) Bykhovskii 1937)
S/Classe: Monopisthocotylea Odhner, 1912

Ordre: Dactylogyridea Bychowsky, 1937 (= Capsaloidea)
Famille : Pseudodactylogyridae Le Brun, Lambert et Justine, 1986
Genre : Pseudactylogyrus Gussev, 1965

Espéce : P. anguillae (Yin et Sproston, 1948) Gussev, 1965
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b) Hote et localisation : Branchies d’Anguilla anguilla.

c¢) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued El Kébir, Oued Bounamoussa.

d) Morphologie générale

Pseudodactylogyrus anguillae (0,5mm a 2mm x 0,08 X 0,6mm) a un corps transparent,
4taches optiques symétriques trés apparentes et une bouche du c6té ventrale. L’hapteur est armé
de 14 crochetons et 2 hamulis avec une barre transversale. Les hamulis orientés du cOté ventrale,
sont articulés au niveau de la garde dont 1’extrémité est repliée en angle droit au-dessus de la

barre transversale (Fig. 35).

1 mm

Figure 35 : Pseudodactylogyrus anguillae. (A) montage frais, sans coloration.
(B) Ancres de I’hapteur (Meddour, 2009).

e) Cycle évolutif

Chez une espece proche Pseudodactylogyrus microrchris parasite de I’anguille, un sujet
mature expulse 1 a 2 ceufs par jour a 10°C, et environ 12 ceufs par jour a 20°C. Dans I’eau, la
durée de vie de la larve oncomiracidium est de 5heures. Une fois accrochée a la branchie de
I’hote, elle se développe rapidement et devient mature au bout de 7jours & 28°C (Imada et
Muroga, 1977).
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2.3.3. Genre Gyrodactylus Nordmann, 1832

a) Taxonomie

Phylum: Plathelminthes

Classe: Monogenea (= Monogenoidea (Beneden), Bykhovskii, 1937)
S/Classe: Monopisthocotylea

Ordre: Gyrodactyloidea

Famille: Gyrodactylidae Bykhovskii, 1937

Genre: Gyrodactylus Nordman, 1932

Espeéce: Gyrodactylus sp.

b) Localisation et Hotes :

Dans la surface extérieure, nageoires et rarement les branchies. Gyrodactylus sp. chez Barbus
callensis, Barbus setivimensis, Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, Hypophthalmichthys
molitrix, Carassius gibelio, Liza ramada.

Gyrodactylus cichlidarum a été observé pour la premiére fois en Algérie par (Belaribi, 2008)
chez Tillapia zillii et Oreochromis niloticus X O. mossambicus.

c) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued EL Kébir, Oued Bounamoussa,
Barrage Boukourdane.

Gyrodactylus cichlidarum au niveau de Oued Khrouf , I’étang de Ain Zarga et la ferme piscicole
de Ain Skhouna (Belaribi, 2008).

d) Morphologie générale

Les Gyrodactylidés sont des ectoparasites qui infestent la peau, les nageoires et les branchies
des poissons. Leur corps est transparent a blanchatre et mesure entre 0,3 et 1,2 mm a extrémité
antérieure ou prophaptor bilobée. Chaque lobe est muni de structure glandulaire ou organes
céphaliques (Fig. 36). Le pharynx médian est suivi d’un tube digestif muni d’un caecum de
chaque c6té. Le genre Gyrodactylus se distingue de Dactylogyrus par 1’absence des yeux et par

son mode de reproduction.
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Figure

36 : (A) ; Morphologie générale de Gyrodactylus sp.
(B) ; Un hapteur au microscope électronique. ¢

Toutes les especes du genre Gyrodactylus sont hermaphrodites, vivipares, présentant un

cycle évolutif direct. Dans la partie médiane, 1’utérus contient 1 a 2 embryons armés de crochets

et griffes. Chaque adulte peut héberger jusqu’a 3 générations successives (polyembryogeneése).

L’opisthaptor arbore une paire de crochets interconnectés par 1 ou 2 barres scléreuses.
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2.4. Les Nématodes

2.4.1. Genre Anguillicola Yamaguti, 1935

a) Taxonomie

Phylum :
Classe :
Ordre :
S/Famille :
Famille :
S/Famille :
Genre :

Espece :

Nematoda (Rudolphi, 1808)

Rhabditea (= Secernenta ; = Phasmidea)
Spirurida Chitwood, 1933
Dracunculidae Leiper, 1912
Anguillicolidae

Anguillicolinae

Anguillicola Yamaguti, 1935

Anguillicola crassus Kuwahara, Niimi et Itagaki, 1974

Le genre Anguillicola présente 2 sous-genres (Moravec et Taraschewski, 1988) :

- Anguillicola monospécifique avec une seule espéce Anguillicola. L espece Anguillicola

globiceps Yamaguti 1935 a I’origine de la création du genre.

- Anguillicoloides plurispécifique avec 4 especes :

Anguillicola Anguillicoloides australiensis Johnson et Mawsson, 1940

Anguillicola Anguillicoloides crassus Kuwahara, Niimi et Itagaki, 1974

Anguillicola Anguillicoloides novaezelandiae Moravec et Taraschewski, 1988

Anguillicola Anguillicoloides papernai Moravec et Taraschewski, 1988

b) Localisation sur I’hote : VVessie gazeuse d’Anguilla anguilla.

c) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued EL Kébir, Oued Bounamoussa.

d) Morphologie générale

Corps sombre, fusiforme, assez rond, effilé aux deux extrémités (Fig. 37); épicuticule

presque lisse ; téte arrondie avec ouverture buccale circulaire entravée par 4 grosses papilles

(dorsale, ventro-latéral et deux amphides latérales) ; capsule buccale sclérotinisé avec une

couronne anterieure portant 22 dents circumorales ; cesophage fortement musclé, élargi dans la

moitié postérieure ; anneaux nerveux situé entre le premier et le second tiers de 1’cesophage ;

Pore excréteur a la jonction de I’cesophage et de I’intestin ; intestin foncé, droit, large, seule la

partie antérieure est étroite ; 3 glandes rectales unicellulaire ovales ; queue courte et conique
(Risson, 1992 ; Thibaut, 1992).
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Figure 37: Anguillicola crassus ).

e) Cycle évolutif

Chez Anguilla anguilla, la maturité sexuelle est atteinte au bout de 8 a 10 mois. Le
parasite mature se reproduit dans la vessie gazeuse. Les ceufs émis contiennent les larves L1
enveloppés d’une coque ovigeére. Certaines larves sont en phase de différenciation en larve L2.
L’émergence de la larve L2 peut avoir lieu dans la vessie mais aussi a travers le canal
pneumatique et vers le tube digestif, ou bien plus tardivement dans I’environnement aquatique

extérieur.

La larve L2, libre et nageante, peut s’attacher a un support ou étre ingérée par un
copépode hote intermédiaire. La transformation de la L2 en stade infestant L3 se fait a I’intérieur

du copépode. La durée totale du cycle dans le milieu extérieur serait d’une année.

Quand la larve L3 est ingérée par une anguille (copépode infesté, prédation d’hote
paraténiques), elle traverse la paroi intestinale de 1’anguille et gagne la lumiere de la vessie
gazeuse pour se transformer en larve L4 en 2 a 3 semaines puis en stade pré-adulte et enfin en

stade adulte mature (Fig. 38).

Les phases d’évolution des larves L1, L2, L3 et L4 se font par mues (Kennedy et Fitch,
1990 ; Bonneau et al, 1991 ; Risson, 1992, Blanc, 1994 ; Kirk et al. 2000 ; Crean et al. 2003).
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Figure 38 : Cycle évolutif d’Anguillicola crassus.

2.4.2. Genre Rhabdochona (Railliet, 1916)

a) Taxonomie : (Arthur et bui, 2006)

Phylum: Platyhelminthes
Classe: Nematoda

Ordre : Spirurida
Famille : Rhabdochonidae

S/Famille :  Rhabdochoninae
Genre : Rhabdochona (Railliet , 1916)
Espeéce : Rhabdochona sp.

b) Localisation et Hote : Dans I’intestin chez Cyprinus carpio (Mouchouka et Rabhi, 2009).
c¢) Distribution géographique : barrage de Keddara (W. Boumerdes).

d) Morphologie générale :

e Téte nue. Bouche a deux lévres limitant une cavité infundibuliforme (forme d’un
entonnoir) soutenue par des batonnets longitudinaux.

e (Esophage de médiocre longueur, compose de deux parties distinctes.

e Les males ont une queue conique, pointue, recourbée; pas d'ailes caudales; nombreuses
papilles préanales et post-anales simples. Deux spicules inégaux.

e Les femelles ont une queue droite, conique, allongée. Vulve vers le tiers postérieur du
corps; utérus opposes (Fig. 39) o).
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Figure 39 : Rhabdochona sp. (Alvarez et Bueno, 1979).

a) Extrémité antérieure du cops ; b) Structure de la bouche (Vue apicale) ; ¢)Extrémité postérieur du
male ; d) (Eufs embryonnés de ’utérus de la femelle ; €) (Eufs matures.

2.5. Les Acanthocéphales
2.5.1. Genre Neoechinorhynchus (Rudolphi, 1819)
a) Taxonomie

Phylum: Acanthocephala Meyer, 1931

Classe: Eoacanthocephala VVan Cleave, 1936

Ordre : Neoechinorhynchida Southwell et Macfie, 1925
Famille : Neoechinorhynchidae Ward, 1917

S/Famille :  Neoechinorhynchinae Travassos, 1926

Genre : Neoechinorhynchus Stilles et Hassal, 1905
Espeéce : Neoechinorhynchus agilis Rudolphi, 1819

b) Localisation sur I’hote : Partie moyenne du tube digestif de Mugil cephalus, Liza ramada.
D’autre part, N. agilis a été retrouvé chez 3 individus de Barbus callensis du lac Oubeira.

c) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued El Kébir, Oued Bounamoussa.

d) Morphologie générale :
Le corps de teinte blanche et jaunatre, cylindrique, aplati dorso-ventralement, incurvé
ventralement et comportant deux parties distinctes : le Phaesoma et le Metasoma ou tronc, cavité

ou sont logeés les organes sexuels et les structures annexes (Fig. 40).
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Dépourvus de tube digestif, les acanthocéphales possédent un réseau lacunaire au niveau de

la cuticule permettant de faire circuler les nutriments qu’ils absorbent grace a un mécanisme

osmotique (Crompton, 1985).

Le phaesoma comprend :

Les différents muscles du proboscis et le cou.

Le proboscis (ou rostre) armé de 18 crochets disposé en trois rangées de six crochets
chacune. La longueur des crochets diminue de la rangée antérieure a la troisieme rangée
postérieure. Cette partie est responsable de la fixation du parasite au niveau de la
muqueuse intestinale de 1’hote.

Le réceptacle du proboscis, sub-cylindrique, court, constitué d’une seule couche
cellulaire, avec un ganglion nerveux a sa base.

Les lemnisques, longs, filiformes et inégaux en taille, pouvant atteindre la partie médiane

du testicule antérieur chez le male.

Le métasoma comprend :

Chez le maéle la cavité du tronc ou métasoma comprend essentiellement les organes
reproducteurs ; deux testicules, les glandes a cément et la vésicule séminale.

Dans I’hypoderme de N. agilis il y a 8 noyau géant dont 6 sont situés du coté ventral. Le
male présente une bourse copulatrice a 1’extrémité postérieure du corps alors que chez la

femelle cette extrémité est ronde (Fig. 41 et 42).

Figure 40: Microscopie électronique a balayage de N.agilis. (A) = Proboscis ;
(B)= extrémité postérieure d’une femelle. (Meddour, 2009).
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postérieure d’un male de N. agilis (Meddour, 2009).

Bourse

Smie s copulatrice
Vesicule Séminale I

Testicule
Anterieur

Glande a cement

Testicule Novaux géants
Postérieur hyvpodermiques

Figure 42 : Montage de I’extrémité postéricure d’un male de N. agilis (Meddour, 2009).

e) Cycle évolutif
Le poisson étant 1’hote définitif, le cycle est indirect et impliqgue comme hote intermédiaire

un crustacé Amphipode du zooplancton (Gammarus spp.) ou un copépode Cyclopoida (ex :
cycles de N. agilis et Acanthogyrus (Acanthosentis) maroccanus (Fig. 43).
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Figure 43 : Cycle évolutif des Acanthocephales (Meddour, 1988).

2.5.2. Genre Acanthogyrus Thapar, 1927

a) Taxonomie

Phylum:
Classe:
Ordre:
Famille:
S/Famille:

Acanthocephala Mayer, 1931
Eoacanthocephala Van Cleave, 1936
Gyracanthocephala VVan Cleave, 1936
Quadrigyridae Van Cleave, 1920
Pallisentidae Van Cleave, 1928.

Genre: Acanthogyrus Thapar, 1927
(Syn. = Acanthosentis Verma et Datta, 1929 ; = Hemigyrus Achmerova et Dombrowskaya, 1941)

Espéce : Acanthogyrus (Acanthosentis) maroccanus (Dollfus, 1951)
(Syn.= Acanthosentis maroccanus Dollfus, 1951).
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b) Hotes et Distribution géographique

Chez Barbus callensis dans Lac Oubeira, Oued El Kebir, Oued Bounamoussa, barrage Ain
Dalia, Oued Seybouse, Barrage Guelma et dans 1’étang de Diar Djari (La Marsa, W. Skikda).
Chez Barbus setivimensis (barrages de Harreza, Ain Zada et Skikda, Oued Isser et région de
Tipaza).

c) Morphologie générale

La description donnée par Meddour (1988 ; 2009) indique les caractéristiques suivantes :
Corps long et cylindrique, a courbure sur le coté ventral (Fig. 44 A). Proboscis ou rostre petit,
rétractile, possédant 18 crochets répartis en trois rangeées de six crochets chacune (Fig. 44 B).
Seule la partie antérieure externe du tronc est parseme de petit crochets coniques plus abondant
du coté ventral, disposé en 12 a 18 rangées transversales. Leur nombre est inconstant.

Figure 44 : (A) ; Acanthogyrus (A.) maroccanus (Barbus callensis - Lac Oubeira.
Marker = 58,8um. a 7,2 kV). (B) ; Crochets du Proboscis d’Acanthogyrus (A.) maroccanus.
(Marker = 10 um a 7,2 kV) (Meddour, 2009).

L’extrémité postéricure de la femelle est arrondie parfois conique. Chez le méle elle
présente une bourse copulatrice. L’hypoderme comporte 10 a 12 noyaux géants de forme
irreguliere dont 8 sont situés dorsalement. Les lemnisques sont inégaux, munis de deux noyaux
géants. Les glandes copulatrices forment un syncytium a six noyaux en arriére du testicule
postérieur. Les femelles d’A.(A.)maroccanus (5,69 a 15,66 mm de long) sont plus grandes que
les males (4,33 a 8,45 mm). Dans la (fig. 45), le male est plus grand que la femelle afin de mieux
représenter ces détails morphologiques, critéres d’identification de cette espece (Meddour, 1988 ;
2009 ; 2011).
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Figure 45 : Acanthogyrus maroccanus ; (a) male et (b) femelle
(Meddour, 1988 ; 2009 ; 2011).

c) Cycle évolutif

Le cycle est indirect. L’hote intermédiaire est un copépode du zooplancton. Sharma et Wattal
(1976) ont démontré que seules les femelles de Mesocyclops leukarti interviennent dans le cycle
évolutif d’Acanthogyrus dattai . Il faut souligner la grande spécificité des Acanthocéphales vis-a-

vis de I’hote intermédiaire et de 1’hote définitif (Fig. 43, p. 52).
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2.6. Les Crustacés Parasites
2.6.1. Genre Argulus Mller, 1785

a) Taxonomie

Phylum : Arthropoda

Classe : Crustacea Lamarck, 1801
Ordre : Branchiura Thorell, 1864
Famille : Argulidae Mller, 1785
Genre : Argulus Muller, 1785
Espéces : Argulus sp.

Argulus foliaceus (Linnaeus, 1758)

b) Hote : Sans spécificité pour I’hote, ces poux des poissons sont ectoparasites observés sur
Barbus callensis, B. setivimensis, Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, P. punicus, Cyprinus

carpio et Carassius gibelio

c¢) Distribution géographique : Lac Oubeira, Lac Tonga, Oued El Kebir, Oued Bounamoussa,

et barrage de Ain Defla, Harreza, Boukourdane et Guenitra.

d) Morphologie

Corps aplati dorso-ventralement, mesurant 3 a 9 mm de long ; céphalothorax en carapace
ronde plus large que la moitié de la longueur du corps, avec deux yeux antérieurement ; face
ventrale portant 2 ventouses pédonculées (Maxilles 1) servant a la fixation du parasite sur I’hote ;
bouche tubulaire ; stylet préoral perforateur rétractable ; 4 paires de pattes nageuses ; 2 yeux et 2
petites antennes ; Tube digestif formé d’une bouche tubulaire, d’un abdomen 2 petits lobes
arrondis (Fig. 46). Males et femelles similaires en structure et en taille ; absence des sacs
ovigeres chez la femelle.

Figure 46 : Argulus foliaceus .
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e) Cycle évolutif

Le cycle évolutif d’Argulus est direct. Les femelles pondent leurs ceufs sur un substrat dur
(cailloux, galets, végétation etc.). Selon les especes, plusieurs pontes peuvent avoir lieu. D’apres
Paperna (1982), le nombre d’ceufs varie de 100 a 400 chez A. japonicus et 421 chez A. africanus.

En fonction des especes et de la température de 1’cau, 1’éclosion se fait aprés 12 a 80
jours. Généralement en condition optimale, elle a lieu au bout d’une semaine, libérant une larve
nageante qui au bout de 6 jours entame sa premiere mue (Boxshall, 2005). En 1’absence d’héte,
la survie larvaire est de 2 a 3 jours. Les argulidés quittent leur héte lors des périodes de mues et
sont capables de changer d’hote au cours de leur vie.

2.6.2. Genre Ergasilus Kroyer, 1863

a) Taxonomie

Phylum: Arthropoda

Classe: Crustacea Lamarck, 1801

Ordre: Copepoda Milne-Edwards, 1834-1840

Famille: Ergasilidae Thorell, 1859

Genre: Ergasilus Nordmann, 1832

Espece: Ergasilus lizae Kroyer, 1863 (= Ergasilus nanus Van Beneden,1870)

b) Hotes et distribution géographique
- Ergasilus sp. chez Barbus callensis, Cyprinus carpio, Carassius gibelio.

- Ergasilus lizae chez Mugil cephalus, Liza ramada (Lac Oubeira, Oued Bounamoussa, et
Oued EI Kébir).

c) Morphologie générale

Seules les femelles Ergasilus lizae (longueur < a 2 mm) sont parasites des lamelles
branchiales des poissons. D’aspect blanchatre a brun sombre, elles portent deux sacs ovigeres
distincts. La téte et le premier segment thoracique sont fusionnés en un céphalothorax renflé
dorsalement. L’ceil est médian vers 1’extrémité antérieure. Les deux paires d’antennes sont
segmentées, la premiere est petite, garnie de soies tandis que la seconde est grande, en forme de
crochet permettant la fixation du parasite sur les filaments branchiaux (Fig. 47). Cette derniere
constitue I’¢1ément de diagnose le plus significatif du genre Ergasilus.
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d) Cycle évolutif

Figure 47 : Morphologie d’Ergasilus .

Les ceufs sont produits dans les deux sacs ovigéres des femelles. Ils s’y développent
jusqu’a I’éclosion. Les nouveaux sacs ovigeres sont produits par la femelle en 1 & 2 jours. Les
stades larvaires comprennent des Nauplii libres, des Métanauplius et plusieurs stades de

copépodites.

Les Métanauplius et les Copépodites se nourrissent de nanoplancton. Les males adultes
sont libres et les femelles sont fécondées lors de leur phase libre avant leur fixation sur 1’hote.
Les femelles pénétrent dans la cavité branchiale, se fixent sur les filaments branchiaux pour

devenir adultes et peuvent vivre une année entiére sur 1’hote (Ben Hassine, 1983).

2.6.3. Genre Lernaea Linné, 1758

a) Taxonomie

Phylum :
Classe :
Ordre :
Famille :
Genre :

Espeéce :

Arthropoda

Crustacea Lamarck,1801

Copepoda Milne-Edwards,1834-1840
Lernaeidae Wilson,1917

Lernaea Linné, 1746

Lernaea cyprinacea Linné, 1758

b) Hétes et Distribution géographique

Barbus callensis et Cyprinus carpio (Lac Oubeira, Oued El Kébir, Oued Bounamoussa, Barrage

Chefia).
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c) Morphologie générale

La femelle (7 @ 9mm) se fixe dans le derme par sa partie céphalique. Le male n’est jamais
parasite. Au cours de son développement, la femelle subie une métamorphose qui différencie sa
morphologie des autres crustacés. En fait, ce crustacé subi une métamorphose qui fait que le
stade adulte perd toutes ses caractéristiques morphologiques de crustacé et présente un abdomen
ressemblant plus & un nématode.

L. cyprinacea se distingue par une téte a 4 cornes pointues ou renflées. Le thorax, non
segmenté, devient tubulaire pouvant s’épaissir graduellement vers 1’extrémité postérieure ou I’on
remarque parfois deux sacs ovigeéres grace a des cornes ou processus d’ancrage dont la forme est
le critere de différenciation spécifique (Fig. 48).

Figure 48 : Morphologie de Lernaea cyprinacea o).

d) Cycle évolutif

Le développement larvaire et la durée de vie du stade adulte sont dépendants de la
température. De 12 °C a 16 °C et au bout de 9 jours, les ceufs libérent la forme Nauplius I. Le
stade copépodite apparait au bout de 14 jours et le stade femelle adulte est atteint 60 jours aprés
I’éclosion. La durée de vie de la femelle est de 2 a 3 mois. De 27°C a 30°C, I’éclosion se fait en
3 a6 jours libérant la forme Nauplius | qui évolue en copépodite en 2 a 3 jours. Le stade femelle

est précoce et apparait au bout de 9 a 12 jours apres éclosion (Kabata, 1970 ; Van Duyn, 1973).
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2.7. Les larves Mollusques Bivalves
2.7.1. Glochidies du Genre Anodonta

a) Taxonomie

Phylum : Mollusca

Classe : Bivalvia

Ordre : Eulamellibranchia
Famille : Unionidae

Genre : Anodonta

Espece : Anodonta sp.

b) Hotes et distribution géographique

Parasite tous les poissons ; Cyprinus carpio, Barbus callensis, Anguilla anguilla,
Pseudophoxinus callensis, P. guichenoti, Carassius gibelio, Gambusia affinis affinis (Lac
Oubeira, Oued EI Kébir, Oued Bounamoussa, barrage Cheffia).

Chez Barbus callensis dans 1’étang de Diar Djari (La Marsa, W. Skikda).
¢) Morphologie

Dans le Lac Oubeira, les adultes du genre Anodonta peuvent atteindre 20 cm de longueur. Le
bord ventral de la coquille est droit a concave en région moyenne. La couleur est typiqguement
marron sombre. Leurs valves sont minces et pourvues de petits crochets sur leur bord interne
(Fig. 49).

Le stade larvaire des Unionidés est parasite temporaire des branchies, nageoires et peau des
poissons d’eau douce. Les stades juvéniles et adultes se retrouvent enfouis dans le substrat
(sable, vase...) et méme au niveau des berges.

muscle adducteur

valve de la coquille

crochets

\\
/
//
‘QQ filament adhésit’

Figure 49 : schéma de la larve glochidium des Unionides ).
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d) Cycle évolutif

Durant la période de reproduction, a 1’approche d’un poisson, les mollusques adultes
propulsent les larves dans I’ecau. Les glochidies libérées se fixent au niveau des nageoires de
I’hote grace a leurs filaments adhésifs et & leurs crochets situés sur les bords internes des valves.
Quand ces larves sont absorbées par les poissons, leur fixation se fait au niveau des lamelles

branchiales.

La fixation des crochets du glochidium irrite 1’épithélium branchial ou la nageoire. Un
processus inflammatoire entraine 1I’enkystement du parasite en 2 a 4 heures (Van Duyn, 1973).
Le bivalve enkysté se nourrit de cellules de son hote par osmose (Paperna, 1982). Cette phase
d’enkystement peut durer 1 mois (Bykhovskaya-Pavlovskaya et al., 1962) a 10 semaines (Van
Duyn, 1973). Au stade juvénile, le mollusque se détache de 1’hote poisson pour poursuivre sa

croissance dans le substrat (Fig. 50).
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Figure 50 : Cycle évolutif d’Anodonta sp.
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CONCLUSION

Cette étude nous a permis de recenser la présence de 34 parasites chez 16 especes de
poissons dulcicoles d’Algérie. Cette biodiversité ne reflete pas la réalité présente dans les
hydrosystéemes et les milieux piscicoles car divers écosystemes aquatiques du pays n’ont pas

encore été investigués.

Il est important de réviser le statut de 1’ichtyofaune des eaux douces d’Algérie afin de
dresser un listing complet des especes presentes et de définir leur distribution géographique. Les
espéces répertoriées dans la littérature de la période coloniale doivent étre confirmées ou
infirmées au niveau des plans d’eau désignés par les auteurs de cette époque, particuliérement les

truites Salmo trutta macrostigma et Salmo gairdneri.

Sur le plan parasitaire, Cet inventaire n’est pas exhaustif mais offre de nouvelles
perspectives de recherche sur les parasitoses tant en milieu naturel que piscicole. Les impacts
pathogenes des parasites sur les espéces hotes doivent aussi faire I’objet d’études afin de situer
les nivaux d’infestations (Prévalence, Intensité, Abondance) et évaluer leur impact dans les

systémes piscicoles et définir la dynamique saisonniére propre & chaque entité parasitaire.

L’importation de poissons pour stimuler la pisciculture a engendré I’introduction en
Algérie de nouvelles entités parasitaires comme Chilodonella piscicola, Trichodina spp.,
Ichthyophthirius multifiliis, Dactylogyrus sp., Gyrodactylus sp. Cichlidogyrus halli,
Bothriocephalus acheilognathi, Argulus foliaceus et Lernaea cyprinacea. Les milieux repeuplés
en poissons importés doivent faire 1’objet d’un monitoring afin d’évaluer leur impact

environnemental.
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Figure annexe 01 : Diagramme des étapes de 1’investigation parasitaire
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Protocoles d’investigation parasitaire (Meddour, 2009).
1. Site de péche:

0

Lat, 36258'34,45" Long 7°19'30,58"

\ ) — b VF.’;J‘\.\\

Figure Annexe 04 : Péche au filet trémail dans I’

¢tang de Dar Djari (La Marsa)
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Figure Annexe 06 : Echantillons de Barbus callensis déstiné a une investigation parasitaire.
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2. Matériel et produits de laboratoire

Agquariums de divers volumes (50 L ; 150 L ; 200 L)
Trousse a dissection,
Bacs a dissection,
Piluliers pour la conservation des parasites,
Boites de Petri en verre,
Lames et lamelles,
e Pipettes Pasteur avec poire d’aspiration
e \erres a montre,
e Pinceaux fins a poils pour le prélevement de parasites métazoaires de petites tailles,
e Loupe binoculaire Olympus SZH-10,
e Microscope optique Leica DM 2000 équipé de tube a dessin et d’une caméra numerique,
e Balance (Max 5kg ; précision = 1 gr),
e Anesthésique Méthasulfonate de Tricaine (appelé aussi MS-222 ou
FinquelND)
Fixateurs : Formaldéhyde a 10%, éthanol 70°, Acide Acétique Glacial,
Colorants : Bleu de méthyléne, Hématoxyline, ou Carmin Boracique,
Solutions d’éthanol a différentes concentrations 70°, 80°, 90° et éthanol
absolu (100%),
Xyléne, Toluéne, Acide acétique glacial, Méthyle Salicylate,
e Baume de Canada.

3. Protocoles de dissection

Au laboratoire, les poissons sont placés dans des aquariums et maintenus vivants jusqu’au
moment de la dissection (fig.06). Quelques parametres morphométriques sont relevés pour
chaque spécimen (Longueur Totale (LT), age, poids). L’age des poissons est estimé par
scalimétrie. Les écailles seront prélevées au niveau antérieur sous la nageoire pectorale ou a
proximité de la ligne latérale.

Apres nettoyage a I’eau de Javel, elles sont placées entre lames et lamelles et observées sous
microscope a faible grossissement. La détermination de 1’age est basée sur le dénombrement des
groupes de stries les plus sombres correspondant a chaque période hivernale.

-
Figure annexe 07 : Dissection de Barbus callensis pour une investigation parasitaire.
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4. Recherche des ectoparasites

La phase la plus urgente est le prélévement de mucus corporel et son observation a I’état frais
afin d’y rechercher la présence éventuelle de Protozoaires, de Monogénes ou de Crustacés
parasites susceptibles de se détacher rapidement quand leur héte meurt. La fraicheur des
poissons disséqués est un critére majeur dans la réussite d’une investigation parasitaire. Les
poissons morts ou en état de décomposition ne font pas 1’objet de dissection.

L’inspection de la surface externe du corps, des nageoires, des opercules et de la cavité buccale
permet de déceler toute anomalie ou présence de Protozoaires (Myxobolus, Ichthyophthirius,
Trichodina etc.), Monogeénes (Dactylogyrus, Gyrodactylus) ou Crustacés (Argulus, Lernaea).

Les branchies sont isolées dans des boites de Pétri, puis rincées soigneusement pour éliminer
I’excés de mucus et de sang afin de permettre sous loupe binoculaire une observation claire. Les
lamelles branchiales sont sectionnées le long de 1’arc branchial, isolées par petites portions, puis
observées sous faible ou fort grossissement (Fig.08).

Figure annexe 08 : Méthode d’isolement entre lame et lamelle d’une section de
lamelles branchiales parasitées par des Protozoaires et Monogenes.

Ces organes richement vascularisés sont habituellement le siege de diverses parasitoses a
Protozoaires (Myxobolus, Myxidium, Ichtyophthirius, Trichodina), Trématodes Monogeénes
(Dactylogyrus, Gyrodactylus etc..), Crustacés (Ergasilus, Lernaea,) et larves Glochidies de
mollusques bivalves Unionidés.

Les parasites récoltés seront prélevés avec prudence, puis isolés sur lames puis directement
observés a I’état vivant sous faible grossissement ou au microscope en vue de leur identification
et dénombrement.
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5. Recherche des endoparasites

L’inspection interne implique 1’ouverture de la cavité abdominale et 1’isolation des visceres. Une
premicere incision est pratiquée de I’isthme branchial le long de la ligne médiane vers I’anus. Une
seconde incision va de 1’anus puis latéralement vers

la région céphalique, le long de la ligne latérale. La cavité abdominale peut montrer la présence
éventuelle d’endoparasites particuliérement des kystes de Protozoaires Myxobolidés, Ligula
intestinalis (Cestoda), ou parfois Anguillicolla crassus au niveau de la vessie gazeuse de
I’anguille.

Le tube digestif est isolé par deux sections, I’une au niveau du pharynx, I’autre au niveau rectal.
Une incision longitudinale permet d’examiner le contenu du tube digestif qui est partagé trois
parties. Chacune subit des dilutions successives jusqu’a 1’obtention d’un dépdt clair, transparent
qui est observé sous loupe binoculaire soit directement dans la boite de Petri ou dans un verre de
montre.

Le tube digestif est sectionné en 3 parties : proximale a I’cesophage (30% de la longueur du tube
digestif), médiane (30%) et distale (40% restants). Chaque portion est isolée dans une boite de
Petri avec un peu d’eau pour un examen de la muqueuse intestinale sous loupe binoculaire. Les
organes annexes du tube digestif (vessie gazeuse, foie, reins) sont aussi isolés et examinés.

Les parasites métazoaires (Cestodes, Monogeénes, Digenes, Acanthocéphales, Nématodes),
visibles a 1’oeil nu, sont prélevés a 1’aide d’une pipette Pasteur, d’une aiguille fine ou d’un
pinceau puis sont placés dans une boite de Pétri contenant de 1’eau. Chaque boite de Petri est
recouverte puis placée au réfrigérateur pour une période de 06 h a 24 h pour relaxer les parasites.
Les acanthocéphales sont percés a 1’aide d’une aiguille fine afin de faciliter la fixation, la
coloration et le montage.

Cette méthode de relaxation permet de provoquer une légére extension des Cestodes et surtout
induire chez les acanthocéphales 1’extériorisation du proboscis dont les crochets sont un critére
de diagnose.

6. Fixation des parasites

Plusieurs travaux ont concerné les problemes de variations morphologiques et de tailles des
helminthes induits par les fixateurs. La plupart de ces auteurs recommandent 1’usage d’Acide
Acétique Glacial (AAG) ou des fixateurs conventionnels chauffés. L’utilisation du Glycérol
(Glycérine + éthanol) n’est pas partagée car elle provoque I’altération d’organes internes.
L’usage du Glycérol induit une transparence tissulaire. Cependant cette méthode oblige par la
suite une coloration si un montage est prévu dans du baume de Canada.

D’autre part le Lactophénol (mélange de Phénol, AAG, Glycérol et eau) est considéré comme
excellent pour la fixation des nématodes bien qu’il provoque une augmentation de leur longueur.
En fait, une fixation dans 10% de formaldéhyde ou d’éthanol 70° chauffés est préconisée alors
que [’utilisation de ces produits a I’état froid est déconseillée en raison de leurs effets
indésirables, dont I’extréme rigidité des tissus et la cassure des échantillons lors de
manipulations ultérieures.

De plus, les parasites fixés a froid subissent des distorsions et des contractions anatomiques
pouvant déformer les spécimens et les mensurations morphométriques sont grandement
influencées.
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Les variations morphologiques induites sont a 1’origine de confusions taxonomiques et des
erreurs de diagnoses génériques ou spécifiques peuvent survenir ce qui a valu des descriptions
d’une méme espéce sous des identités différentes voire des descriptions erronées de nouvelles
espéces comme ce fut le cas pour Bothriocephalus acheilognathi.

Dans certains cas, les spécimens récoltés sont directement placés dans un mélange d’Acide
Acétique Glacial (2 a 3 gouttes) + Glycérine (50 ml) + éthanol (200 ml). Cette préparation
permet la relaxation des parasites (Monogenes, Digénes, Crustacés) et rend leur tégument
transparent pour une meilleure observation des organes internes. Autre avantage de cette
méthode, les parasites conservent leur élasticité et sont donc facilement manipulables.

Aprés un court séjour (1h a 2h) dans ce mélange, les parasites frais (Protozoaires, Monogénes,
Digenes, Crustacés) sont isolés entre lame et lamelle sans compression. La lamelle est scellée
hermétiquement a sa périphérie avec du vernis a ongle.

Cette procédure permet de conserver des montages entiers pour une période d’'une année sans
que les tissus ne soient altérés. Le renouvellement du scellement étant obligatoire deés le premier
mois de conservation. L’étude des parasites s’est faite selon deux étapes d’observations :

e Macroscopique de fagon a orienter I’identification,

e Microscopique afin de discerner les particularités morphologiques d’intérét
taxonomique permettant une diagnose du genre ou de I’espéce.

Les parasites prélevés sont conservés dans des piluliers a fermeture hermétique contenant soit du
formaldéhyde a 10 % ou de I’éthanol a 70°. L’inconvénient du formaldéhyde est sa lente
diffusion dans les tissus (Bucke, 1972) mais il est préférable si la collection de parasites est
stockée pour une longue durée en raison de son faible degré d’évaporation par rapport a
I’éthanol.

Chaque flacon est muni d’une étiquette ou sont mentionnés :
Date et le Lieu de 1’échantillonnage,

Numéro d’ordre de 1’échantillon ;

Espéce hote, organe parasité ;

Diagnose du parasite (Genre, espéce).

7. Montage entier des Helminthes

Selon le fixateur utilisé, le protocole de coloration et de montage, est conforme aux indications
de Meyer et Olsen (1980) :

Apres fixation dans le formaldéhyde & 10 % ou 1’alcool 70°, les parasites sont rincés dans 1’eau
distillée durant 1 a 2 h.
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8. Coloration des Monogenes, Digenes, Cestodes et Acanthocephales

- Carmin boracique,

- Hématoxyline de Delafield
- Hématoxyline d’Erhlish

- Hématoxyline de Harris

- Bleu de méthylene.

La décoloration est obtenue par passage des spécimens (30 secondes a 1 minute) dans 1’alcool a
70° additionné de deux ou trois gouttes d’acide chlorhydrique pur.

La déshydratation est effectuée dans une série de dilution d’éthanol a 75° ; 80° ;
90° puis 100° durant 12 a 24 Heures pour chacune des étapes.

L’éclaircissement des tissus est obtenu par le passage des parasites dans un bain de quelques
minutes de Méthyle Salicylate. L’utilisation du xyléne et du toluéne exige des manipulations
sous héte aspirante vu les effets néfastes des vapeurs de ces produits.

Les parasites sont montés entre lame et lamelle, sans compression, dans du baume de Canada.

Pour les Cestodes Caryophyllidés, les parties antérieure et postérieure sont isolées, colorées
(hématoxyline d’Erhlisch ou de Delafield) puis montées entre lame et lamelle dans du baume de
Canada pour servir a la diagnose générique et spécifique. La partie moyenne, apres coloration
(rouge Carmin ou hématoxyline) puis inclusion dans de la paraffine, est sectionnée au microtome
(coupes histologiques de 3 a 6 microns).

Les coupes sont montées entre lame et lamelle pour la diagnose de la famille

(Fig.09) basée sur la position des vitellaria et des testicules par rapport aux muscles
longitudinaux internes (Schmidt, 1986 ; Mackiewicz,1994). Le Bleu de Méthylene avec une
contre coloration finale a 1’éosine a été utilisé pour quelques montages entiers.

Figure annexe 09: Elément de diagnose des Caryophyllidés (Meddour , 1988)
(a) Montage entier de diagnose genérique et spécifique
(b) Coupes histologiques transversales (diagnose de la famille)
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Figure annexe 11: Observation a la loupe binoculaire pour la diagnose parasitaire.
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9. Préparation des échantillons pour D’observation au Microscope
Electronique a Balayage (MEB) :

e Les Cestodes et Acanthocéphales vivants sont placés dans des boites de Petri contenant du
sérum physiologique puis mis au réfrigérateur (8h a 12h) pour favoriser leur relaxation et
surtout provoquer 1’émergence du proboscis chez les acanthocéphales (Meddour et
Bouderda,1999 ; Meddour et Meddour,2002). Les échantillons sont fixés et conservés dans
1’éthanol a 70° ou du formaldehyde a 10%.

e Les parasites sont rincés dans 1’eau distillée et leur surface externe nettoyée sous loupe
binoculaire a 1’aide de pinceaux fins. Cette étape importante permet d’éliminer les tissus ou
débris organiques fixés sur la surface externe du parasite et favorise des observations propres
au MEB.

e Les spécimens sont soumis a une déshydratation dans une série de bains

e successifs d’éthanol (30°, 50°, 70°, 80°, 90°, et deux fois dans 100°) durant

24 heures pour chacune de ces étapes.

La déshydratation totale au point critique des échantillons est réalisée dans un appareil
Pollaron T-3000 a une pression CO2 de 800 Lbs/inch? a 31,2°C.

Les échantillons sont blanchatres et d’une extréme fragilité.

Les échantillons sont métallisés sous vide (Coating Process), par

pulvérisation cathodique, a sec, a base d’une texture Or (60%) et Palladium

(40%) dans un appareil de type Pollaron E-5100.

Les parasites sont observés au MEB de type Philips 501-B a 7.2 k.V. sauf avis contraire.

10. Nomenclature des indices parasitaires :

Afin de mieux cerner la dynamique des parasitoses, nous avons utilisé la nomenclature de
Margolis et al. (1982) pour le calcul des indices parasitaires :

Prévalence Spécifique (P) ou Taux d’infestation :

C’est le pourcentage du rapport du nombre d’hétes infestés (N) par une espece parasitaire sur le
nombre total de poissons examinés (H).

P (%) = (N / H) x 100

Avec : P = Prévalence
N = Nombre d’hotes infestés par 1’espéce parasite.
H = Nombre de poissons examinés

Intensite Parasitaire Moyenne (1) :

C’est le rapport du nombre (n) d’individus d’une espéce de parasite récoltés dans un échantillon
d’hétes sur le nombre d’hoétes infestés (N) par ce parasite ; soit le nombre moyen de parasites par
hote infesté dans 1I’échantillon.

I=n/N

Abondance Parasitaire (A) :
C’est le rapport du nombre total (n) d’individus d’une espéce parasitaire dans un échantillon

d’hotes sur le nombre total de poissons hotes examinés (H).
A=n/H
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Tableau annexe 1 : Listing Protozoaires Parasite- Poisson Hote.

Parasites

Hotes

1. PROTOZOA

Chilodonella piscicola

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Cyprinus carpio

Carassius gibelio
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

Trichodina sp.

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Cyprinus carpio

Carassius gibelio
Aristichthys nobilis
Ctenopharyngodon idella
Hypophthalmychthys molitrix
Anguilla anguilla

Tilapia zillii

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

Ichthyophthirius multifiliis

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Anguilla anguilla

Cyprinus carpio

Carassius gibelio
Aristichthys nobilis
Hypophthalmichthys molitrix
Tilapia zillii

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

Myxidium giardi

Anguilla anguilla

Myxobolus sp.

Anguilla anguilla

Myxobolus ramadae
Myxobolus ichkeulensis
Myxobolus exiguus

Mugil cephalus
Liza ramada

Myxobolus sp.

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Cyprinus carpio

Carassius gibelio
Aristichthys nobilis
Hypophthalmichthys molitrix
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Tableau annexe 2 : Listing Helminthes Parasite- Poisson Hote.

Parasites

\ Hotes

2. CESTODA
2.1. Cestoda ; Caryophyllidea

Khawia armeniaca

Barbus callensis
Barbus setivimensis

2.2. Cestoda ; Pseudophyllidea

Bothriocephalus sp

Barbus setivimensis

Bothriocephalus acheilognathi

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Carassius gibelio
Hypophthalmichthys molitrix

Bothriocephalus claviceps

Anguilla anguilla

Ligula intestinalis

Barbus callensis

Barbus setivimensis

Cyprinus carpio
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Hypophthalmichthys molitrix

3. MONOGENA

Dactylogyrus extensus
Dactylogyrus anchoratus

Barbus callensis
Barbus setivimensis
Cyprinus carpio

Dactylogyrus sp.

Barbus callensis

Barbus setivimensis

Aristichthys nobilis
Hypophthalmichthys molitrix

Anguilla anguilla

Cyprinus carpio

Pseudophoxinus callensis

Pseudophoxinus guichenoti

Pseudodactylogyrus anguillae

Anguilla anguilla

Cichlidogyrus sp.

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus
Tilapia zillii

Cichlidogyrus tilapiae

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

Cichlidogyrus arthracanthus

Tilapia zillii

Cichlidogyrus halli

Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

Gyrodactylus sp.

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Carassius gibelio
Hypophthalmichthys molitrix
Liza ramada

Gyrodactylus cichlidarum

Tilapia zillii
Oreochromis niloticus
Oreochromis niloticus X Oreochromis mossambicus

4. NEMATODA

Anguillicola crassus

Anguilla anguilla

Rhabdochona sp.

Cyprinus carpio




Tableau annexe 3 : Listing Acanthocéphales, Crustacés et Glochidies
Parasite-Poisson hote
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Parasites

Hotes

5. ACANTHOCEPHALA

Neoechinorhynchus agilis

Mugil cephalus
Lisa ramada
Barbus callensis

Acanthogyrus (Acanthosentis) maroccanus

Barbus callensis
Barbus setivimensis

6. CRUSTACEA

Argulus foliaceus

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Pseudophoxinus punicus
Cyprinus carpio

Carassius gibelio

Argulus sp.

Barbus callensis

Barbus setivimensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Pseudophoxinus punicus

Ergasilus lizae

Mugil cephalus
Liza ramada

Ergasilus sp.

Barbus callensis
Cyprinus carpio
Carassius gibelio

Lernaea cyprinacea

Barbus callensis
Cyprinus carpio

7. Glochidies (Mollusca; Bivalvia)

Anodonta sp.

Anguilla anguilla
Cyprinus carpio

Barbus callensis
Pseudophoxinus callensis
Pseudophoxinus guichenoti
Carassius gibelio
Gambusia affinis affinis
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Tableau Annexe 4 : Listing Hote — Parasites Anguillidés et Cyprinidés autochtones.

Hotes

Parasites

Anguillidés

Anguilla anguilla

Ichthyophthirius mutifiliis
Myxidium giardi

Myxobolus sp.
Bothriocephalus claviceps
Dactylogyrus sp.
Pseudodactylogyrus anguillae
Anguillicola crassus
Anodonta sp.

Poecillidés

Gambusia affinis affinis

Anodonta sp.

Cyprinidés

Barbus callensis

Chilodonella piscicola
Trichodina sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Myxobolus sp.

Khawia armeniaca
Bothriocephalus acheilognathi
Ligula intestinalis
Dactylogyrus sp.
Gyrodactylus sp.
Neoechinorhynchus agilis
Acanthogyrus (Acanthosentis) maroccanus
Ergasilus sp.

Argulus foliaceus

Argulus sp.

Lernaea cyprinacea

Anodonta sp.

Barbus setivimensis

Chilodonella piscicola
Trichodina sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Myxobolus sp.

Khawia armeniaca
Bothriocephalus sp.
Bothriocephalus acheilognathi
Ligula intestinalis
Dactylogyrus sp.
Gyrodactylus extensus
Gyrodactylus sp.
Acanthogyrus (Acanthosentis) maroccanus

Pseudophoxinus callensis

Chilodonella piscicola
Ichthyophthirius mutifiliis
Myxobolus sp.
Bothriocephalus acheilognathi
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Ligula intestinalis
Gyrodactylus sp.
Anodonta sp.

Chilodonella piscicola
Ichthyophthirius mutifiliis
Myxobolus sp.
Bothriocephalus acheilognathi
Ligula intestinalis
Gyrodactylus sp.

Anodonta sp.

Tableau Annexe 5 : Listing Hote — Parasites Cyprinidés importés de Hongrie.

Hotes Parasites
Cyprinidés
Chilodonella piscicola
Cyprinus carpio Trichodina sp.
O Ichthyophthirius mutifiliis
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Myxobolus sp.
Ligula intestinalis
Dactylogyrus sp.
Rhabdochona sp.
Ergasilus sp.
Anodonta sp.

Trichodina sp.

Trichodina sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Myxobolus sp.

Ligula intestinalis
Bothriocephalus acheilognathi
Dactylogyrus sp.
Gyrodactylus sp.

Trichodina sp.

Myxobolus sp.
Dactylogyrus sp.
Ichthyophthirius multifiliis

Chilodonella piscicola
Trichodina sp.
Dactylogyrus sp.
Gyrodactylus sp.
Ergasilus sp.
Anodonta sp.
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Tableau Annexe 6 : Listing Hote — Parasites Mugilidés.

Hotes

Parasites

Mugilidés

Mugil cephalus

b
L

Myxobolus exiguus
Myxobolus ichkeulensis
Myxobolus ramadae
Neoechinorhynchus agilis
Ergasilus lizae

Myxobolus exiguus
Myxobolus ichkeulensis
Myxobolus ramadae
Neoechinorhynchus agilis
Ergasilus lizae

Tableau Annexe 7 : Listing Hote — Parasites Cichlidés.

Hotes

Parasites

Cichlidés

Tilapia zi!lii

LSRN AR

Trichodina sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Cichlidogyrus sp.
Cichlidogyrus arthracanthus
Gyrodactylus cichlidarum

Chilodonella piscicola
Trichodina sp.
Cichlidogyrus sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Gyrodactylus cichlidarum
Cichlidogyrus tilapiae
Cichlidogyrus halli

Chilodonella piscicola
Trichodina sp.
Ichthyophthirius mutifiliis
Cichlidogyrus sp.
Gyrodactylus cichlidarum
Cichlidogyrus tilapiae
Cichlidogyrus halli
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