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Importance 

La maladie de Newcastle est une maladie virale des oiseaux causée par le 

paramyxovirus aviaire de type 1 (APMV-1). Aux fins de lutte contre la maladie, celle-

ci est décrite sous sa forme la plus grave, laquelle n’est causée que par certaines souches 

du virus. De nombreuses souches moins virulentes circulent aussi chez les oiseaux tant 

domestiques que sauvages. Ces virus causent habituellement des signes cliniques 

beaucoup plus bénins, voire des infections asymptomatiques. Ils peuvent toutefois 

évoluer en souches hautement virulentes et causer la maladie de Newcastle. 

La maladie de Newcastle est considérée comme une des plus importantes maladies 

de la volaille au monde. Les poulets y sont particulièrement sensibles, et chez ces 

oiseaux, la morbidité et la mortalité peuvent atteindre 100 %. Dans les pays en 

développement où la maladie est endémique, les éclosions peuvent avoir un impact 

dramatique dans les petits élevages, où ces oiseaux représentent une importante source 

de protéines. Dans les pays développés, où les souches fortement virulentes de 

l’APMV-1 ont généralement été éradiquées des volailles, les restrictions et les 

embargos commerciaux entraînent d’importantes pertes économiques lors des 

éclosions. La maladie de Newcastle peut aussi affecter d’autres volailles commerciales, 

le gibier à plumes, les ratites et différents oiseaux de compagnie et de jardins 

zoologiques. Certains de ces oiseaux deviennent malades, tandis que d’autres sont 

porteurs de virus virulents qu’ils excrètent sans manifester de symptômes. L’infection 

subclinique, notamment chez les psittacidés importés illégalement, peut introduire la 

maladie dans des pays où elle n’existe pas habituellement.  

Des études récentes ont porté sur l’épidémiologie de l’APMV-1 chez les oiseaux 

sauvages. Même si ces oiseaux sont principalement infectés par des souches faiblement 

pathogènes, des souches hautement virulentes circulent dans certaines populations de 

cormorans en Amérique du Nord. Des éclosions se produisent périodiquement chez les 

cormorans, causant de graves maladies et la mort chez les jeunes oiseaux. Les virus des 

cormorans peuvent également infecter les goélands des environs et se propager à 

d’autres oiseaux sauvages ou domestiques. Les souches d’APMV-1 maintenues chez 

les Columbiformes sauvages (et domestiqués) peuvent également être préoccupantes, 

bien que, généralement, ces virus aient tendance à causer des maladies graves 

uniquement chez le pigeon et la colombe. Récemment, plusieurs articles ont fait état 

d’infections sporadiques par des souches virulentes de l’APMV-1 chez différents 

oiseaux sauvages partout dans le monde. L’importance de cette constatation demeure 

toutefois incertaine. 

Étiologie 

Les paramyxovirus aviaires appartiennent au genre Avulavirus de la famille des 

Paramyxoviridae. Douze sérotypes de ces virus (APMV-1 à APMV-12) ont été 

identifiés chez les oiseaux. Les virus responsables de la maladie de Newcastle 

appartiennent au paramyxovirus aviaire de type 1 (APMV-1) et sont également appelés 

virus de la maladie de Newcastle (NDV). Les souches d’APMV-1 maintenues chez les 

Columbiformes (pigeons et colombes) présentent certaines différences antigéniques par 

rapport à d’autres isolats et sont souvent appelées paramyxovirus de type 1 du pigeon 

(PPMV-1).  

Les virus APMV-1 ont été classés en trois pathotypes ou plus en fonction de leur 

virulence chez le poulet. Les souches lentogènes sont les moins virulentes, les souches 

mésogènes sont moyennement virulentes, et les souches vélogènes sont les plus 

virulentes. La plupart des souches sont groupées aux deux extrêmes de virulence et sont 

soit lentogènes ou vélogènes. Certains auteurs distinguent également un groupe 

« entérique asymptomatique », tandis que d’autres considèrent qu’il s’agit de virus 

lentogènes. Les virus vélogènes peuvent être subdivisés en deux groupes : les 

neurotropes, typiquement associés à des signes respiratoires et neurologiques, et les 

viscérotropes, qui provoquent des lésions intestinales hémorragiques. Toutefois, ces 

formes cliniques ne sont pas toujours nettement définies et peuvent se chevaucher.  

L’Organisation mondiale de la santé animale (OIE) a défini la maladie de 

Newcastle comme une infection causée par des APMV-1 hautement virulents, c’est-à-  
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dire des isolats qui ont soit un indice de pathogénicité 

intracérébrale (IPIC) d’au moins 0,7 chez les poussins d’un 

jour, soit des séquences d’acides aminés dans la protéine de 

fusion virale (F) qui ressemblent à celles observées chez les 

virus hautement virulents déjà isolés. Ces virus doivent être 

signalés à l’OIE et ont de graves répercussions sur le 

commerce international. Cette définition a été adoptée par de 

nombreux pays, bien que d’autres définitions aient parfois 

été utilisées dans le passé. Par exemple, le terme « maladie 

de Newcastle » a aussi été utilisé pour désigner la maladie 

causée par une souche d’APMV-1, quelle qu’elle soit (y 

compris les virus lentogènes). Les États-Unis définissaient 

quant à eux la « maladie exotique de Newcastle » comme la 

maladie causée uniquement par les souches viscérotropes 

vélogènes.  

Deux systèmes de classification ont été utilisés pour 

diviser l’APMV-1 en génotypes à des fins épidémiologiques, 

bien qu’un système unifié ait récemment été proposé. C’est 

pourquoi un isolat d’APMV-1 peut avoir plus d’une 

désignation. Un système, ainsi que le système unifié, sépare 

les isolats d’APMV-1 en deux classes, dites classe I et 

classe II. Chacune de ces classes se divise à son tour en 

génotypes. La grande majorité des souches d’APMV-1 

appartiennent à la classe II, qui comprend des souches 

hautement virulentes de même que des souches non 

pathogènes. Les isolats de la classe I ont été trouvés surtout 

chez la sauvagine et dans certains marchés d’oiseaux vivants, 

et il s’agit habituellement de virus faiblement pathogènes. 

Certains génotypes virulents de l’APMV-1 sont 

particulièrement importants, car ils se sont largement 

répandus et ont été identifiés comme de possibles virus 

panzootiques. 

Espèces Touchées  

Les virus APMV-1 infectent plus de 250 espèces 

d’oiseaux appartenant à 27 ordres; d’autres espèces aviaires 

pourraient également être sensibles à ces virus.  

Oiseaux sauvages  

On ne comprend pas encore parfaitement 

l’épidémiologie des APMV-1, bien que la grande majorité 

des virus trouvés chez les oiseaux sauvages se soient avérés 

lentogènes. Certaines espèces, en particulier les oiseaux 

aquatiques comme la sauvagine, pourraient être des hôtes 

réservoirs de ces virus. Les virus lentogènes semblent 

capables d’évoluer en virus vélogènes, qui causent la 

maladie de Newcastle. La circulation des APMV-1 

lentogènes dans le monde est encore à l’étude, mais il semble 

que certains virus puissent se propager d’un continent ou 

d’un hémisphère à l’autre chez les oiseaux sauvages et les 

volailles. Des souches de virus qui semblent provenir de 

vaccins vivants (c.-à-d. d’isolats fiablement virulents) ont 

également été trouvées chez des oiseaux sauvages à certains 

endroits. 

En Amérique du Nord, des APMV-1 virulents 1 se sont 

établis dans certaines populations de cormorans 

(Phalacrocorax sp.). Ces virus peuvent aussi infecter les 

goélands et risquent de se propager aux volailles. D’autres 

souches vélogènes d’APMV-1 ont été trouvées 

sporadiquement chez des oiseaux sauvages dans d’autres 

parties du monde. Des rapports ont décrit des infections chez 

différentes espèces aviaires, dont les oiseaux de rivage, la 

sauvagine, les passereaux et les faisans sauvages. Certains de 

ces oiseaux semblent avoir été infectés par contact avec des 

volailles lors d’éclosions locales. Dans d’autres cas, les 

auteurs ont supposé que les oiseaux sauvages pourraient 

transmettre des virus virulents pendant la migration, ou 

même servir de réservoirs pour certains génotypes. On 

pensait autrefois que les APMV-1 vélogènes étaient 

endémiques dans les populations de psittacidés sauvages, 

mais il semble maintenant que leur prévalence élevée chez 

les psittacidés importés soit le résultat d’infections se 

propageant de manière subclinique chez ces oiseaux après 

leur capture.  

Oiseaux domestiques  

On sait que les APMV-1 lentogènes, mésogènes et 

vélogènes infectent les oiseaux domestiques et un certain 

nombre d’espèces sauvages vivant en captivité. Les volailles 

et certains autres oiseaux jouent un rôle important dans le 

maintien de ces virus. Cependant, certaines espèces sont plus 

réceptives que d’autres à la maladie de Newcastle. Les 

poulets sont très sensibles aux souches vélogènes et 

deviennent habituellement très malades lorsqu’ils sont 

infectés. Les dindons manifestent des signes moins graves 

que les poulets, et la sensibilité d’autres espèces de gibier 

gallinacé (faisan, perdrix, paon, caille et pintade) est 

variable. Les infections sont habituellement inapparentes 

chez le canard et l’oie, bien que depuis les années 1990, 

certains isolats aient causé des éclosions chez des oies en 

Chine. Toujours en Chine, des éclosions ont aussi été 

signalées récemment chez des canards, bien que la 

pathogénicité des virus en cause reste à déterminer. Un isolat 

a causé des signes graves chez des canards auxquels le virus 

avait été inoculé par voie intramusculaire, mais les signes 

étaient beaucoup plus légers lorsque le virus était administré 

par une voie plus naturelle, comme la voie oronasale. La 

maladie de Newcastle a également été signalée chez des 

ratites ainsi que chez différentes espèces d’oiseaux de 

compagnie ou de jardins zoologiques, comme des hiboux, 

des rapaces, des pingouins et des corvidés. La maladie de 

Newcastle est importante chez les faucons en captivité du 

Moyen-Orient. Parmi les psittacidés, les calopsittes élégantes 

(Nymphicus hollandicus) seraient très réceptives à la 

maladie, laquelle a aussi été signalée chez des conures 

(Aratinga spp.), chez certains perroquets et chez des 

perruches ondulées (Melopsittacus undulates) infectées de 

manière expérimentale.  

Paramyxovirus 1 du pigeon 

Le PPMV-1 circule chez les pigeons domestiqués et 

dans certaines populations de colombes et de pigeons 

sauvages. Si ce virus affecte surtout les Columbiformes, 

certaines éclosions ou certains cas cliniques ont été recensés 

chez d’autres espèces, dont le gibier élevé en captivité 
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(faisans, perdrix), le poulet et le dindon. Au début, le PPMV-

1 ne cause que des signes légers chez le poulet, mais il peut 

devenir plus virulent au fur et à mesure qu’il circule. Des 

PPMV-1 ont aussi été isolés chez d’autres oiseaux, dont des 

passereaux, de la sauvagine et des rapaces. 

Mammifères  

On a déjà cru que les infections naturelles aux APMV-1 

étaient rares ou inexistantes chez les mammifères. Toutefois, 

un virus a été isolé chez un veau dans les années 1950 et, plus 

récemment, des virus lentogènes ont été découverts chez 

deux moutons en bonne santé et, en Chine, l’AMPV-1 a été 

isolé à plusieurs reprises chez des porcs. Plusieurs des isolats 

provenant de porcs présentaient une grande homologie avec 

les souches vaccinales utilisées chez la volaille. Ces virus 

pourraient s’être propagés aux porcs à partir de poulaillers à 

proximité ou de porcelets ayant reçu un vaccin contre la 

maladie de Newcastle pour traiter une diarrhée, une pratique 

courante dans certaines parties de la Chine. L’importance des 

infections à l’APMV-1 chez les mammifères est à tout le 

moins incertaine, mais on s’attend à ce que l’augmentation 

de la surveillance révèle d’autres cas.  

Des infections expérimentales avec des APMV-1 ont été 

signalées chez des bovins, des primates non humains, des 

lapins, des furets et de petits mammifères (cobaye, hamster).  

Potentiel zoonotique  

Les virus de la maladie de Newcastle peuvent infecter 

l’humain, bien que cela ne semble survenir qu’après une 

exposition à des concentrations particulièrement élevées de 

virus.  

Répartition Géographique  

Les APMV-1 vélogènes sont endémiques chez la 

volaille dans une grande partie de l’Asie, de l’Afrique et du 

Moyen-Orient, de même que dans certains pays de 

l’Amérique centrale et de l’Amérique du Sud. Au Canada et 

aux États-Unis, les souches virulentes se maintiennent chez 

les cormorans, et la volaille commerciale est exempte 

d’isolats vélogènes. Des isolats lentogènes peuvent être 

trouvés chez la volaille et chez des oiseaux sauvages partout 

dans le monde.  

Transmission 

L’APMV-1 peut être transmis par inhalation ou par 

ingestion, et les oiseaux infectés excrètent le virus dans les 

matières fécales et les sécrétions respiratoires. Il semble que 

les oiseaux gallinacés excrètent l’APMV-1 pendant une à 

deux semaines, mais les psittacidés l’excrètent souvent 

pendant plusieurs mois et parfois plus d’un an. Une excrétion 

prolongée a aussi été signalée chez certains membres 

d’autres ordres, dont les hiboux (plus de quatre mois) et les 

cormorans (un mois). L’excrétion peut également être 

sporadique. Même si la transmission par aérosol est possible 

entre oiseaux à proximité, son importance sur les longues 

distances demeure controversée. Dans une étude, l’APMV-1 

a été détecté à 64 mètres, mais non à 165 mètres sous le vent 

d’une exploitation contaminée. La survie des virus en 

aérosols dépend probablement de l’humidité et d’autres 

facteurs environnementaux, ainsi que de la concentration du 

virus chez la volaille infectée.  

L’APMV-1 est présent dans toutes les parties de la 

carcasse, et peut y persister pendant un certain temps à basse 

température. Lorsque la température est juste au-dessus du 

point de congélation (1-2 ºC [34-35 ºF]), le virus peut 

survivre jusqu’à 160 jours sur la peau du poulet et jusqu’à 

200 jours dans la moelle osseuse. Certaines éclosions de 

maladie de Newcastle chez des rapaces ont été associées à la 

consommation d’oiseaux infectés, et en 1984 au Royaume-

Uni, une éclosion de PPMV-1 chez des poulets a été causée 

par l’ingestion d’aliments pour poulets contaminés par des 

pigeons infectés. Certains isolats d’APMV-1 peuvent 

également être transmis par l’œuf au poussin. La 

transmission associée aux œufs d’isolats fortement virulents 

est possible, mais rare, puisque l’embryon meurt 

habituellement, à moins que le titre du virus dans l’œuf soit 

faible. D’autres sources de virus pour les poussins 

nouvellement éclos comprennent les coquilles d’œufs 

contaminées par des matières fécales et les œufs fêlés ou 

cassés. Les mouches pourraient être responsables d’une 

transmission mécanique de l’APMV-1. 

L’APMV-1 est facilement transmis par les vecteurs 

passifs. Comparativement à une surface inorganique (papier 

filtre), sa survie est prolongée sur les coquilles d’œufs et 

surtout dans les matières fécales. Les données publiées sur la 

persistance de ce virus sont très variables, probablement 

parce qu’elle peut être influencée par de nombreux facteurs 

tels que l’humidité, la température, le milieu dans lequel se 

trouve le virus et son exposition à la lumière; la technique 

utilisée pour détecter le virus pourrait également jouer un 

rôle dans le fait qu’on le trouve ou non. Une étude a indiqué 

que l’APMV-1 a survécu dans des poulaillers contaminés et 

non nettoyés jusqu’à 7 jours en été, 14 jours au printemps et 

30 jours en hiver. Un autre groupe a rapporté avoir isolé le 

virus jusqu’à 16 jours après l’abattage intégral d’un troupeau 

non vacciné. Cependant, une étude a révélé que l’APMV-1 

est resté viable jusqu’à 255 jours dans un poulailler, à des 

températures ambiantes variant de -11 ºC (12 ºF) à 36 ºC 

(97 ºF). À 23-29 ºC (73-84 ºF), l’APMV-1 survit dans la 

litière contaminée pendant 10 à 14 jours, et à 20 ºC (68 ºF) 

dans le sol pendant 22 jours. Le virus a également été isolé 

chez des lombrics pendant 4 à 18 jours et de l’eau d’un lac 

contaminée expérimentalement pendant 11 à 19 jours. 

Désinfection 

Les désinfectants efficaces contre l’APMV-1 

comprennent l’hypochlorite de sodium, les désinfectants 

phénoliques, le glutaraldéhyde, la chlorhexidine et les agents 

oxydants (p. ex., Virkon®). Les composés d’ammonium 

quaternaire peuvent être efficaces s’ils sont utilisés en 

présence de carbonate de sodium. L’APMV-1 peut 

également être inactivé par une chaleur de 56 °C (133 °F) 

pendant 3 heures, ou de 60 °C (140 °F) pendant 30 minutes, 

et il est sensible à l’acide (pH 3), à l’éther et à la formaline. 

L’efficacité de la formaline varie avec la température. 
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Période d’incubation  

Chez la volaille, la période d’incubation pour les 

infections à l’APMV-1 varie de 2 à 15 jours, et est 

couramment de 2 à 6 jours chez les poulets infectés par un 

isolat vélogène. Des périodes d’incubation pouvant atteindre 

25 jours ont été signalées chez d’autres espèces d’oiseaux. 

Chez le pigeon, le PPMV-1 produit des signes cliniques 

après 4 à 14 jours, et certains auteurs signalent des périodes 

d’incubation de 3 à 4 semaines.  

Signes Cliniques 

L’APMV-1 peut causer différents signes cliniques, 

selon la pathogénicité de l’isolat et l’espèce d’oiseau. Les 

souches lentogènes infectent habituellement les poulets de 

façon subclinique ou causent des maladies respiratoires 

bénignes, avec des signes tels que toux, halètement, 

éternuements et râles. Les maladies causées par les souches 

mésogènes peuvent être plus graves chez cette espèce. Il peut 

y avoir des signes respiratoires, une diminution de la ponte 

et, dans certains cas, des signes neurologiques, mais le taux 

de mortalité est généralement faible. Avec les virus 

lentogènes et mésogènes, la maladie peut être plus grave s’il 

y a infection concomitante.  

Les souches vélogènes causent des maladies graves et 

souvent mortelles chez les poulets, mais les signes cliniques 

peuvent être très variables. Les signes précoces peuvent 

comprendre de l’abattement, une perte d’appétit, un 

ébourriffage des plumes, une rougeur conjonctivale et de 

l’œdème. Certains oiseaux peuvent présenter une diarrhée 

liquide, verdâtre ou blanche, des signes respiratoires (dont une 

cyanose) ou un gonflement des tissus de la tête et du cou. La 

ponte diminue souvent de façon dramatique, et les oeufs 

peuvent être difformes, de couleur anormale, rugueux ou à 

coquille mince, avec un albumen aqueux. La mort subite, 

précédée de très peu de signes cliniques, et même sans aucun 

symptôme, est également fréquente. Les signes neurologiques 

(p. ex., tremblements, spasmes cloniques, parésie ou paralysie 

des ailes et/ou des pattes, torticolis, tournoiement) sont 

courants dans certaines éclosions. Les signes touchant le SNC 

peuvent se manifester en même temps que d’autres signes de 

maladie, mais ils apparaissent généralement plus tard au cours 

de la maladie, et les oiseaux peuvent être vifs et alertes. Les 

poulets qui survivent à la maladie peuvent avoir des séquelles 

neurologiques permanentes et/ou une diminution permanente 

de la ponte. Les APMV-1 vélogènes provoquent parfois des 

signes cliniques dans les troupeaux vaccinés, mais ces signes 

sont moins graves. 

Des signes cliniques semblables se manifestent chez 

d’autres oiseaux; les signes neurologiques ou respiratoires 

étant plus importants chez certaines espèces. La maladie de 

Newcastle est généralement plus légère chez les dindons 

qu’elle ne l’est chez les poulets, mais certaines souches 

peuvent causer une maladie sérieuse. Le gibier à plumes tombe 

parfois gravement malade. Chez les faisans, des signes 

neurologiques, de la diarrhée et/ou des signes respiratoires 

ainsi que des signes non spécifiques de maladie ont été 

signalés. Les pintades peuvent présenter des signes cliniques, 

mais les souches vélogènes peuvent aussi causer une maladie 

subclinique. Les signes respiratoires ont tendance à 

prédominer chez les autruches et les émeus, mais ces oiseaux 

sont généralement moins gravement atteints que les poulets. 

Les oies et les canards ont habituellement une infection 

subclinique, même avec des souches vélogènes, bien que des 

cas cliniques ou des éclosions aient été signalés. Les signes 

cliniques observés chez la sauvagine comprennent des signes 

non spécifiques comme l’anorexie, des signes neurologiques, 

de la diarrhée, des écoulements oculaires et nasaux, la 

diminution de la ponte et la mort subite.  

Chez les psittacidés, la maladie de Newcastle peut être 

aiguë, subaiguë, chronique ou inapparente, avec des signes 

très variables pouvant inclure des signes respiratoires (dont 

la dyspnée), des signes neurologiques, de la diarrhée et la 

mort subite. Les signes neurologiques, dont des 

convulsions des serres, l’incapacité de coordonner le vol et 

de nombreuses autres atteintes du SNC, sont dominants 

chez les rapaces. Les autres signes signalés chez les faucons 

vivant en captivité sont la perte d’appétit, la régurgitation 

et l’excrétion d’urates vert métallique. Certains faucons 

n’ont que des signes non spécifiques, parfois accompagnés 

de diarrhée mucoïde hémorragique, avant de mourir, et 

certains rapaces meurent soudainement après n’avoir 

présenté que peu de signes avant-coureurs, voire aucun.  

Dans les colonies de cormorans, la maladie de 

Newcastle est généralement caractérisée par des signes 

neurologiques, et elle se limite presque toujours aux jeunes. 

Les oiseaux atteints peuvent être faibles, avoir une parésie ou 

une paralysie d’une ou des deux pattes ou ailes, de 

l’incoordination, des tremblements, un torticolis et/ou la tête 

tombante. On peut trouver des oiseaux malades ou morts 

dans le même nid que des oiseaux apparemment normaux. 

Les cormorans plus âgés (à l’envol) peuvent être vus en train 

d’essayer de marcher, de voler, de nager ou de plonger. Lors 

de certaines éclosions, des signes neurologiques et la mort 

ont également été signalés chez des goélands et des mouettes 

infectés par ce virus. Des pélicans blancs, juvéniles, malades, 

présentant des signes neurologiques ont été observés près des 

colonies de cormorans affectées, mais il n’a pas été démontré 

que ces signes cliniques étaient causés par un APMV-1. 

PPMV-1 et autres virus chez les pigeons et les 
colombes  

La gravité des éclosions causées par les PPMV-1 chez les 

pigeons varie. Des signes neurologiques et un taux de 

mortalité élevé sont souvent observés, mais certaines souches 

peuvent causer une maladie rénale avec des signes initiaux de 

polyurie et des cas sporadiques de maladie neurologique dans 

le troupeau. Ces signes peuvent être précédés d’une 

importante chute de ponte. Certains oiseaux peuvent présenter 

une diarrhée sanglante, et le développement de leurs plumes 

peut être anormal si l’infection survient pendant la mue. Les 

souches d’APMV-1 provenant de poulets, y compris les 

souches vélogènes, causent souvent peu de morbidité chez les 

pigeons, la maladie pouvant même être asymptomatique, bien 

que des signes neurologiques aient été signalés. 
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Mammifères 

Jusqu’en 2015, aucun signe clinique n’avait été associé 

aux infections à APMV-1 chez les mammifères infectés de 

manière naturelle, mais il semble que certains des porcs 

infectés en Chine provenaient de troupeaux malades. La 

plupart des mammifères infectés de manière expérimentale 

n’avaient que peu de signes cliniques ou n’en avaient pas du 

tout. Les souris présentaient des signes de maladie non 

spécifiques et une perte de poids importante, sans mortalité.  

Lésions Pathologiques 

 Cliquez pour voir les images 

À la nécropsie, les lésions causées par les APMV-1 

vélogènes ont surtout été caractérisées chez la volaille, 

notamment chez le poulet. La tête ou la région périorbitaire 

peut être enflée, et le tissu interstitiel du cou peut être 

œdémateux, en particulier près de l’orifice supérieur du 

thorax. On observe parfois de la congestion ou des 

hémorragies dans la partie inférieure du pharynx et la 

muqueuse trachéale; des membranes diphtériques peuvent se 

former dans l’oropharynx, la trachée et l’œsophage. Des 

pétéchies et de petites ecchymoses peuvent être constatées 

dans la muqueuse du proventricule. Des hémorragies, des 

ulcères, de l’œdème et/ou de la nécrose se produisent souvent 

dans les tonsilles caecales et les tissus lymphoïdes de la paroi 

intestinale (y compris les plaques de Peyer); cette lésion est 

particulièrement évocatrice de la maladie de Newcastle. Des 

hémorragies du thymus et de la bourse peuvent également être 

présentes, mais difficiles à voir chez les oiseaux plus âgés. La 

rate peut être hypertrophiée, friable et rouge foncé ou tachetée. 

Certains oiseaux présentent également une nécrose 

pancréatique et un œdème pulmonaire. Les ovaires sont 

souvent œdémateux ou dégénérés et peuvent présenter des 

hémorragies. Certains oiseaux, en particulier ceux qui meurent 

soudainement ou qui présentent surtout des signes 

neurologiques, n’ont que peu de lésions macroscopiques, et 

d’autres n’en ont pas.  

Des lésions similaires ont été signalées chez des oies, des 

dindons, des faisans et d’autres oiseaux infectés par des 

souches vélogènes. Chez certaines pintades infectées de 

manière expérimentale, les seules lésions importantes étaient 

des hémorragies à l’extrémité des glandes du proventricule et 

dans les tonsilles caecales. 

Épreuves Diagnostiques  

La maladie de Newcastle peut être diagnostiquée par 

l’isolement de l’APMV-1 d’oiseaux vivants ou récemment 

morts. Chez les oiseaux vivants, on procède habituellement 

à des écouvillonnages de la trachée et du cloaque, mais les 

fientes fraîches peuvent remplacer l’écouvillonnage cloacal 

si ce prélèvement risque de blesser l’oiseau. Les tissus 

fréquemment prélevés à la nécropsie comprennent les 

suivants : rate, poumon, intestin (en particulier les tonsilles 

caecales), contenu intestinal, foie, reins, cœur et cerveau. 

L’OIE recommande également de faire des écouvillonnages 

oronasaux de la carcasse. Les APMV-1 sont habituellement 

isolés dans des oeufs de poulets embryonnés, bien que des 

cultures de cellules puissent aussi être utilisées pour certains 

virus. Par exemple, certaines souches de PPMV-1 peuvent 

être isolées dans des cultures de cellules, mais pas dans des 

oeufs embryonnés; les deux systèmes de culture doivent 

donc être utilisés lorsque l’on soupçonne la présence de ce 

virus. Une activité hémagglutinante dans le liquide 

chorioallantoïde des oeufs peut indiquer la présence 

d’APMV-1, et on peut procéder, sur ces œufs, à un test 

d’inhibition de l’hémagglutination (IH) pour l’APMV-1. 

Certains isolats (p. ex., les isolats de cormorans d’Amérique 

du Nord et certains virus vélogènes provenant d’oiseaux de 

jardins zoologiques en Iran) n’agglutinent pas les globules 

rouges du sang. Dans le test d’IH, il peut y avoir une réaction 

croisée entre les APMV-1 et d’autres paramyxovirus 

aviaires, en particulier l’APMV-3 et l’APMV-7. Un panel 

d’anticorps monoclonaux contre ces virus peut aider à 

résoudre ce problème. Les tests de PCR avec transcription 

inverse (RT-PCR) sont de plus en plus utilisés pour identifier 

l’APMV-1 dans les cultures, mais ces tests ne permettent pas 

nécessairement de détecter toutes les souches, dont certaines 

hautement virulentes. D’autres tests moléculaires, comme le 

séquençage génique et l’analyse des profils de restriction, 

peuvent également être utilisés pour l’identification.  

Plusieurs épreuves peuvent servir à quantifier la 

pathogénicité d’un isolat d’APMV-1. La plupart des souches 

vélogènes possèdent une séquence particulière, 112R/K-R-

Q/K/R-K/R-R116 (plusieurs acides aminés basiques) à 

l’extrémité C-terminale de la protéine virale F2 et une 

phénylalanine au niveau du résidu 117 de la protéine F1. La 

présence de cette séquence génétique suffit à classer un isolat 

comme hautement virulent aux fins du commerce 

international. Si ce profil n’est pas présent, la pathogénicité 

du virus doit être déterminée chez les oiseaux vivants. 

L’indice de pathogénicité intracérébrale (IPIC), qui évalue la 

maladie et la mortalité chez les poussins d’un jour, est 

actuellement le test standard international. Il produit des 

valeurs de 0 à 2,0 : les virus les plus virulents ayant un IPIC 

proche de 2,0, et les souches lentogènes, un IPIC proche 

de 0,0. L’indice de pathogénicité intraveineuse (IPIV), qui 

évalue la virulence chez les poulets âgés de 6 semaines, 

produit des valeurs allant de zéro (lentogène) à 3,0, était 

aussi par le passé. Cependant, certains virus qui causent des 

maladies graves dans les troupeaux de poulets ont des 

valeurs IPIV de zéro, et ce test est généralement tombé en 

désuétude. Un autre test qui était utilisé par le passé est le 

délai moyen de mortalité (DMM) chez les embryons de 

poulet. Dans cette épreuve, les isolats vélogènes ont un 

DMM de moins de 60 heures, les souches mésogènes, un 

DMM de 60 à 89 heures et les virus lentogènes, un DMM de 

plus de 90 heures. Toutefois, ces tests (IPIC, IPIV, DMM) 

ne donnent pas toujours des résultats exacts pour les virus 

isolés d’oiseaux autres que le poulet (p. ex., PPMV-1 du 

pigeon). Il n’existe pas d’épreuves normalisées pour évaluer 

la virulence chez les espèces autres que le poulet, mais l’OIE 

suggère une inoculation expérimentale avec une dose 

standard de virus administrée par voie naturelle, comme la 

voie oronasale. 

http://www.cfsph.iastate.edu/
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Des tests de RT-PCR peuvent être utilisés pour identifier 

l’APMV-1 directement dans les échantillons cliniques. Les 

écouvillonnages de la trachée ou de l’oropharynx sont 

généralement les échantillons privilégiés, car les résultats 

faussement négatifs sont moins probables, mais les tissus et 

les fientes peuvent également être utilisés. Aux États-Unis, 

un test distinct de RT-PCR doit être utilisé pour détecter les 

isolats de cormorans, car le test standard pour les autres 

APMV-1 vélogènes ne permet pas de reconnaître ces virus. 

Des résultats similaires ont été signalés pour d’autres isolats 

d’APMV-1. D’autres types de tests moléculaires, tels que la 

RT-LAMP (amplification isotherme en boucle accélérée en 

temps réel avec transcription inverse), ont été décrits dans la 

littérature. 

Les épreuves sérologiques peuvent être utiles dans 

certaines circonstances. L’inhibition de l’hémagglutination 

est l’épreuve la plus souvent utilisée, mais d’autres tests, 

comme la séroneutralisation virale, l’hémagglutination ou 

l’ELISA (épreuve immuno-enzymatique), peuvent aussi être 

utilisés. La vaccination ou une exposition antérieure à 

d’autres APMV-1 (p. ex., souches lentogènes) peuvent 

toutefois interférer avec les épreuves sérologiques.  

D’autres tests qui ne sont pas employés de manière 

systématique pour le diagnostic chez le poulet, comme 

l’épreuve d’immunohistochimie et l’hybridation in situ, 

peuvent parfois être utilisés. 

Lutte Contre la Maladie  

Signalement  

Les vétérinaires qui découvrent ou soupçonnent une 

infection à l’AMPV-1 doivent suivre les lignes directrices 

nationales ou locales en matière de signalement des 

maladies. Aux États-Unis, il faut informer immédiatement 

les autorités vétérinaires fédérales ou celles de l’État si on 

soupçonne un cas de maladie de Newcastle causée par une 

souche hautement virulente (vélogène). 

Prévention 

De bonnes mesures de biosécurité peuvent aider à 

protéger les troupeaux de volaille contre la maladie de 

Newcastle. Il faut empêcher les troupeaux d’entrer en contact 

avec des volailles domestiques dont l’état sanitaire n’est pas 

connu, de même qu’avec des oiseaux de compagnie (en 

particulier des psittacidés) et des oiseaux sauvages ou féraux 

(notamment des cormorans, des mouettes et des goélands, ou 

des pigeons). Dans la mesure du possible, les travailleurs 

doivent éviter les contacts avec des oiseaux à l’extérieur de 

la ferme. Les mesures de biosécurité comprennent des 

installations protégées contre les oiseaux sauvages, 

l’approvisionnement en eau et en aliments pour animaux, la 

réduction des déplacements vers les installations et à partir 

de celles-ci, ainsi que la désinfection des véhicules et de 

l’équipement qui pénètrent dans l’exploitation. Il faut 

également lutter contre les organismes nuisibles, comme les 

insectes et les souris. Si possible, les employés doivent 

prendre une douche et porter des vêtements de travail 

désignés. Les élevages par renouvellement intégral sont 

également recommandés (un groupe d’âge par ferme) avec 

une désinfection des installations entre les groupes.  

Des mesures de biosécurité similaires peuvent aider à 

protéger les oiseaux des zoos ou des volières, ou les oiseaux 

de compagnie. Ces derniers ne devraient être achetés 

qu’auprès de fournisseurs qui peuvent certifier que les 

oiseaux ont été importés légalement ou élevés au pays et 

qu’ils sont en bonne santé. Aux États-Unis, des oiseaux de 

compagnie importés légalement ont été mis en quarantaine 

et testés à la recherche de souches vélogènes d’APMV-1. 

Au Canada, les oiseaux sont habituellement élevés en 

bandes fermées. Il faut se méfier de ceux qui vendent 

beaucoup de jeunes oiseaux appartenant à des espèces 

difficiles à élever (surtout lorsqu’ils sont vendus à prix 

d’aubaine) sans documentation adéquate. Les oiseaux 

nouvellement acquis devraient être isolés ou mis en 

quarantaine pendant au moins 30 jours et il faut les 

surveiller étroitement pour déceler les signes de maladie. 

Les psittacidés importés illégalement doivent être signalés, 

car bon nombre d’entre eux peuvent être porteurs 

d’APMV-1 vélogènes. Les carcasses d’oiseaux (quelle que 

soit l’espèce) qui pourraient être infectées par une souche 

vélogène ne doivent jamais être données en nourriture aux 

rapaces, aux poulets ou aux autres oiseaux. 

Des vaccins sont couramment utilisés pour protéger les 

poulets, les faisans, certains oiseaux exotiques (p. ex., dans 

les volières ou les zoos) et d’autres espèces contre la 

maladie de Newcastle. Ils sont largement utilisés dans les 

régions où des virus vélogènes circulent chez la volaille. 

Certains pays indemnes de la maladie de Newcastle 

permettent la vaccination pour protéger les oiseaux contre 

les souches lentogènes. La vaccination peut protéger les 

oiseaux contre les signes cliniques et pourrait diminuer 

l’excrétion et la transmission du virus. Certains virus 

peuvent toutefois se propager ou être maintenus dans des 

troupeaux vaccinés. Même si d’autres facteurs sont parfois 

impliqués dans la mauvaise efficacité des vaccins, on se 

demande si les vaccins actuellement disponibles protègent 

adéquatement les oiseaux contre les génotypes d’APMV-1 

qui ne sont pas étroitement apparentés. On utilise parfois 

des poulets sentinelles pour surveiller les troupeaux 

vaccinés. 

Pour éradiquer la maladie de Newcastle lors 

d’éclosions, on utilise la mise en quarantaine, la restriction 

des déplacements, l’abattage intégral de tous les oiseaux 

infectés et exposés, le nettoyage et la désinfection en 

profondeur des installations, et d’autres mesures (p. ex., la 

lutte contre les mouches) si nécessaire. Les fermes doivent 

généralement rester vides pendant quelques semaines avant 

d’être repeuplées; le délai précis peut varier en fonction du 

climat, de la saison et d’autres facteurs. Au cours de 

certains programmes d’éradication, les organismes 

gouvernementaux peuvent recueillir et tester les oiseaux 

qui meurent subitement dans une installation. Cette mesure 

peut être utile pour reconnaître les nouveaux cas.  
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Morbidité et Mortalité  

Les taux de morbidité et de mortalité varient 

considérablement selon la virulence de la souche et la 

sensibilité de l’hôte. Les virus lentogènes et mésogènes tuent 

habituellement peu d’oiseaux; chez les volailles en bonne 

santé, le taux de mortalité est d’environ 10 % pour les souches 

mésogènes et négligeable pour les souches lentogènes. 

Toutefois, les maladies concomitantes peuvent accroître la 

gravité de la maladie et entraîner une mortalité plus élevée. En 

revanche, pour les isolats vélogènes, les taux de morbidité et 

de mortalité peuvent atteindre les 100 % chez les poulets non 

vaccinés pleinement réceptifs. L’apparition de la maladie est 

généralement rapide, et le virus se propage souvent 

rapidement, surtout dans les troupeaux qui logent en groupes. 

Des éclosions sont parfois signalées chez des oiseaux 

vaccinés, avec des taux réduits de morbidité et de mortalité. 

Dans une épidémie qui touchait principalement des poulets 

vaccinés, le taux de mortalité variait de 30 % à 90 % selon les 

troupeaux.  

D’autres espèces d’oiseaux ont tendance à être moins 

gravement affectées. Les isolats vélogènes peuvent tuer 

jusqu’à 100 % des faisans infectés de manière expérimentale, 

mais certains individus pourraient être résistants à la maladie, 

et le taux de mortalité rapporté lors des éclosions est très 

variable. Lors d’une épizootie au Danemark, les troupeaux de 

faisans affectés ont perdu de 22 % à 77 % des oiseaux, alors 

que dans une autre éclosion au Royaume-Uni, le taux de 

mortalité était inférieur à 3 % même dans l’enclos le plus 

gravement touché. Des taux de mortalité variables ont 

également été signalés chez d’autres espèces, dont l’autruche 

et la pintade. La maladie de Newcastle est rarement grave chez 

la sauvagine; cependant, certaines souches vélogènes qui 

circulent en Chine entraînent un taux de morbidité moyen de 

17,5 % et un taux de mortalité moyen de 9 % chez les oies. Un 

virus isolé d’une éclosion chez des canards en Chine a causé 

très peu de mortalité chez des canards infectés de manière 

expérimentale, puis provoqués par une inoculation oronasale, 

bien que des signes graves se soient manifestés après 

l’inoculation intramusculaire. 

L’APMV-1 (PPMV-1) est endémique chez les pigeons 

et les colombes dans de nombreux pays. Chez ces oiseaux, 

les taux de morbidité peuvent dépasser les 70 %, et les taux 

de mortalité peuvent varier de 40 % à 100 %, selon le virus, 

la composition du troupeau et les infections concomitantes. 

Les jeunes oiseaux sont plus gravement affectés, et certains 

auteurs estiment que la morbidité est d’environ 10 % chez les 

pigeons adultes, avec une mortalité minimale en l’absence de 

coinfections. Cependant, des souches plus virulentes peuvent 

exister. On a signalé qu’une souche causait plus de 70 % de 

mortalité chez les pigeons en bonne santé infectés de manière 

expérimentale.  

La prévalence de tous les APMV-1 chez les oiseaux 

sauvages, y compris les souches lentogènes, est souvent 

inférieure ou égale à 5 %, bien qu’elle soit plus élevée dans 

certaines études. Jusqu’à présent, les souches hautement 

pathogènes ont été rares ou absentes dans la plupart des 

relevés, à l’exception des cormorans d’Amérique du Nord. 

Les éclosions chez cette espèce n’affecteraient que les 

jeunes, les adultes ne semblant pas présenter de signes 

cliniques ni mourir. Au cours de plusieurs éclosions, la 

mortalité estimée chez les cormorans juvéniles variait de 

moins de 1 % à 92 %. Dans certaines éclosions, jusqu’à 90 % 

des pélicans blancs juvéniles près de ces colonies sont morts, 

mais on n’a pas pu prouver que la maladie des pélicans était 

causée par un APMV-1. Une étude qui a porté sur les oiseaux 

morts près d’éclosions chez les cormorans n’a trouvé aucune 

preuve que l’APMV-1 était responsable de la mort des autres 

espèces aviaires, à l’exception de certains goélands.   

Santé Publique  

Les souches vélogènes de l’APMV-1 peuvent causer 

une conjonctivite chez l’humain, habituellement quand la 

personne a été exposée à de grandes quantités de virus. Les 

travailleurs de laboratoire et les équipes de vaccination sont 

les personnes les plus souvent touchées. Les travailleurs 

avicoles sont rarement infectés, et la manipulation ou la 

consommation de produits de volaille ne semble pas 

présenter de risque. La conjonctivite disparaît habituellement 

rapidement sans traitement, mais l’APMV-1 se retrouve dans 

les écoulements oculaires pendant 4 à 7 jours. Tout contact 

direct ou indirect avec des oiseaux doit être évité pendant 

cette période. 

Chez l’humain, on a également signalé un léger syndrome 

grippal, spontanément résolutif, avec de la fièvre, des maux de 

tête et des malaises. Dans certains cas, on ne sait pas si la 

maladie a été causée par un APMV-1 ou si elle a été mal 

diagnostiquée en raison de réactions croisées lors des épreuves 

sérologiques. Un rapport, confirmé par l’isolement du virus, 

montrait que l’APMV-1 pouvait causer de graves infections 

opportunistes chez les personnes gravement 

immunodéprimées. Un patient a développé une pneumonie 

mortelle 18 jours après avoir reçu une greffe de cellules 

souches du sang périphérique. Il n’y avait pas d’antécédents 

de contact avec de la volaille, et l’isolat était étroitement 

apparenté aux APMV-1 des pigeons.  

Ressources Internet  

California Department of Food and Agriculture.  

Newcastle Disease Information 

The Merck Veterinary Manual  

United States Animal Health Association. Foreign Animal 

Diseases  

United States Department of Agriculture (USDA).  

Biosecurity for the Birds 

World Organization for Animal Health (WOAH) 

WOAH Manual of Diagnostic Tests and Vaccines for 

Terrestrial Animals 

WOAH Terrestrial Animal Health Code 
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