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INTRODUCTION 
 
En France, l’explosion massive du nombre de restaurants dits « japonais » il y a une vingtaine 
d’années a popularisé de nouvelles habitudes alimentaires. Aujourd’hui la plupart des grandes 
surfaces proposent des sushis et autres plats à base de poisson cru. Plusieurs enseignes 
assurent la livraison à domicile de tels produits. Parallèlement, l’achat de poissons par les 
ménages a augmenté de 390% entre 2005 et 2018, les consommateurs ayant également pris 
l’habitude de préparer eux-mêmes des plats à base de poissons crus ou légèrement 
transformés (salaison, marinade, fumage à froid, etc). 
 
La consommation de telles préparations est susceptible d’entraîner l’émergence de zoonoses 
parasitaires. Les principaux helminthes impliqués sont des nématodes (vers ronds) et des 
cestodes (vers plats). 
 
La distribution de ces helminthes parasites est mondiale. Tous les produits de la pêche 
prélevés dans le milieu naturel sont susceptibles d’être infestés et aucune zone de pêche n’est 
considérée comme exempte de ces organismes. En mer, selon les espèces et les lieux de 
capture, jusqu’à 100 % des poissons sont parasités par des larves d’anisakidés, parfois 
présentes en grande quantité. En 2017 un plan de surveillance mené sur des produits de la 
pêche au stade de la remise au consommateur a montré une infestation importante (43 % à 
l’œil nu) par des anisakidés. 
Aussi, avec plus de 40% des importations mondiales de poissons et une tendance à la hausse, 
l’Union Européenne (UE) est l’un des principaux marchés mondiaux [Levsen et al, 2018].  
 
 En conséquence, la mise en évidence de larves parasites dans la chair de poissons crus 
est fréquente et est source d’inquiétude, tant pour les cuisiniers amateurs que pour les 
professionnels [Dupouy-Camet et al, 2020].  
Pathologies globalement méconnues et négligées, ces parasitoses sont complexes à 
diagnostiquer et de fait peu de cas sont déclarés [Flammer et al, 2020]. Aussi, l’augmentation 
du nombre de cas ces dernières années, la gravité potentielle des symptômes, la médiatisation 
possible et l’impact économique sur la filière pêche font de ce parasitisme un sujet 
d’importance. 
 
 
 
Ce manuscrit a pour objectif de décrire les deux principales zoonoses parasitaires transmises 
par la consommation de poisson.  
 
 La première partie est consacrée à l’anisakidose. Elle présente les deux espèces 
parasites les plus fréquemment impliquées chez l’Homme, leur cycle parasitaire, leur 
épidémiologie ainsi que la physiopathologie et les symptômes qui en découlent. Enfin les 
aspects diagnostics et traitements sont abordés. 
  

Suivant ce même schéma, la deuxième partie est consacrée à la dibothriocéphalose et à 
l’espèce parasite majoritairement en cause chez l’Homme. 
  

La troisième et dernière partie traite de la prophylaxie qui est globalement commune 
pour toutes ces zoonoses transmises par la consommation de poisson cru ou préparé selon une 
méthode impuissante à inactiver les larves des helminthes qui y sont encapsulés. 
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PARTIE I : ANISAKIDOSE 
 
Plusieurs noms ont été attribués à cette zoonose : anisakidose, anisakiose, anisakiase… En 
1960, le terme anisakiasis désignait la maladie humaine causée par l’ensemble des larves 
infestantes de la famille des Anisakidae. Plus tard en 1988, un groupe d’experts de la 
SNOAPD (Standardized Nomenclature Of Animal Parasite Diseases) a recommandé d’utiliser 
« anisakidosis » pour désigner la maladie causée par les agents de la famille des Anisakidae. 
« anisakiasis » pour celle causée par les espèces du genre Anisakis et « pseudoterranovsis » 
pour celle causée par les espèces du genre Pseudoterranova [Audicana et Kennedy, 2008]. 
De nos jours le terme pseudoterranovsis n’est pratiquement plus employé. La distinction entre 
la maladie liée au genre Anisakis et celle liée aux agents de la famille des Anisakidae n’est pas 
systématiquement retrouvée dans la littérature francophone où les termes anisakiose, 
anisakiase et anisakidose sont parfois employés pour désigner la parasitose indépendamment 
du genre de l’agent étiologique.  
Dans un article récent, Dupouy-Camet et collaborateurs mettent en avant la distinction à 
réaliser, faisant d’une part d’anisakiase et anisakiose des synonymes définissant la maladie 
entraînée par toutes les espèces du genre Anisakis, et d’autre part d’anisakidose le terme 
définissant la maladie entraînée par toutes les espèces appartenant à la famille des Anisakidae 
[Dupouy-Camet et al, 2020].  
En accord avec cet article, le terme anisakidose sera utilisé dans ce travail. 
 
L’ anisakidose, zoonose helminthique cosmopolite, est transmise par la consommation de 
poisson cru ou insuffisamment cuit contenant des larves d’un nématode parasite appartenant à 
la famille des Anisakidae qui comprend 4 genres principaux : 
- Anisakis 
- Pseudoterranova (anciennement Phocanema) 
- Contracaecum 
- Thynnascaris 
 
Les espèces Anisakis simplex (Rudolphi, 1809 [INPN, 2022]) et Pseudoterranova decipiens 
(Krabbe, 1878 [INPN, 2022]), qui sont les plus fréquemment impliquées en pathologie 
humaine [ANOFEL et al, 2018], seront les seules abordées dans ce travail.  
Fréquente dans les pays ou de grandes quantités de poisson cru sont consommées (Japon par 
exemple), l’anisakidose est maintenant reconnue comme une maladie parasitaire émergente 
d’une importance économique considérable dans le monde entier [Cavallero et al, 2021]. 
Les anisakidés, membres de la famille des Anisakidae, sont en effet présents dans toutes les 
mers et océans [ANSES, 2017]. 
 
 

I. Agents étiologiques : A. simplex et P. decipiens 
 
Le premier cas humain documenté d’infestation par des larves de la famille des Anisakidae à 
été rapporté en 1960 aux Pays-Bas. Un nématode marin a alors été mis en évidence au centre 
d’un granulome éosinophile localisé dans l’intestin d’un patient souffrant de douleurs 
abdominales aiguës, une découverte qualifiée à l’époque de très inhabituelle [van Thiel et al, 
1960]. 
Plus tard ce nématode fut identifié comme appartenant au genre Anisakis, un parasite répandu 
chez les poissons et mammifères marins. En 1962 le terme anglophone anisakiasis fut proposé 
pour nommer cette pathologie que l’on appelait alors vulgairement « herring-worm disease », 
littéralement la maladie du vers de hareng [van Thiel, 1962 ; Hauck, 1977]. La pathologie fut 
associée à la consommation de poisson fumé et a conduit les autorités néerlandaises à 
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légiférer et rendre obligatoire la congélation pour tout poisson destiné à être consommé cru 
[van Thiel, 1976]. 
 
Aussi pour mieux se représenter cette famille voici une représentation schématique de la 
taxonomie de ces nématodes. 
 
 
A. Taxonomie   
 
Différentes appellations communes sont employées pour désigner ces parasites. Le terme 
« herring-worm » (ver de hareng) par exemple s’adresse plutôt à la larve du ver A. simplex, 
tandis que les termes « cod-worm » (ver de morue) ou « seal-worm » (ver de phoque) 
semblent plutôt s’employer pour désigner la larve de P. decipiens [Audicana et al, 2008]. 
 
En combinant l’identification morphologique classique avec une approche moléculaire 
moderne (taxonomie intégrative), il a été établi que les neuf espèces actuellement décrites au 
sein du genre Anisakis étaient réparties dans trois clades phylogénétiques (Tableau 1). A noter 
que la nomenclature des espèces appartenant au genre Anisakis est fréquemment l’objet de 
controverses et de révisions [Kent et al, 2020]. 
 
Tableau 1 : Taxonomie des nématodes A. simplex et P. decipiens [Cavallero et al, 2021 ; ITIS, 
2021 ; WoRMS, 2017 ; WoRMS, 2020] 
 
Règne Animal 
Sous-règne     Bilatériens 
Infra-règne         Protostomiens 
Super-embranchement             Ecdysozoaires 
Embranchement                 Nématodes 
Classe                    Chromadorés 
Ordre                        Ascaridida 
Superfamille                            Ascaridoidea 
Famille                                Anisakidae 
Sous-famille                                    Anisakinae 
Genre                                          Anisakis   Dujardin, 1845  

Espèces Clade I (complexe A. 
simplex lato sensu (l.s.)) 

Clade II Clade III 

A. simplex stricto sensu 
(s.s.) 

A. physeteris A. typica 

A. pegreffii A. 
brevispiculata 

A. typica var. 
Indonesiensis 

A. berlandi A. paggiae A. 
schupakovi A. ziphidarum 

A. nascettii 
     
Genre                         Pseudoterranova   Mozgovoi, 1953 

Espèces Complexe P. decipiens l.s. 
P. decipiens s.s. 
P. krabbei 
P. bulbosa 
P. azarasi 
P. cattani 
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A l’instar du genre Anisakis, le genre Pseudoterranova comprend un ensemble d’espèces, 
regroupées pour partie sous l’appellation P. decipiens lato sensu (l.s.) (c’est-à-dire au sens 
large). Cet ensemble est en fait un complexe d’espèces, soit un groupe de plusieurs espèces 
qui sont proches entres elles morphologiquement [Cavallero et al, 2021].  
  
 
B. Structure et physiologie 
 
Traditionnellement les caractéristiques morphologiques jouent un rôle crucial dans 
l’identification des nématodes, toutefois ceux déterminants la taxonomie sont limités et 
pertinent seulement sur des spécimens adultes. Aussi, l’agent causal de l’anisakidose étant la 
larve au stade L3, les paramètres morphologiques sont peu informatifs [Cavallero et al, 2021]. 
 
Visibles à l’œil nu, les larves de la famille des Anisakidae sont fréquemment retrouvées 
enkystées dans les viscères (Figure 1) et / ou dans la musculature des poissons marins. Elles 
peuvent également être observées se déplaçant activement dans la cavité viscérale [Audicana 
et al, 2003]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1 : Infestation massive d’un merlan bleu (Micromesistius poutassou) par des larves L3 
d’A. simplex [d’après Raúl Iglesias, 1998]. 
Remarque : les L3 sont enkystées dans les viscères et particulièrement abondantes dans le foie 
 
 
En pratique les caractéristiques recherchées sont celles impliquées dans les importants 
mécanismes biologiques, incluant l’alimentation (œsophage et bulbe ventriculaire) et 
l’accouplement (papilles caudales et spicules) [Cavallero et al, 2021]. 
 
 
1) Aspects généraux : 
 
1.1) Morphologie externe 
 

- Extrémité antérieure ou région céphalique 
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Elle porte une bouche composée d’une petite ouverture buccale entourée de 3 renflements 
bilobés, appelés renflements labiaux. Visibles sur les larves de stade L3, ces renflements 
labiaux deviennent des lèvres au stade L4 (Figure 2). La figure 2 montre la présence d’une 
dent de perforation triangulaire entre le renflement labial dorsal et les deux renflements 
labiaux sub-ventraux. Un pore excréteur est présent juste derrière cette dent. Les larves 
anisakidés possèdent également de larges glandes excrétoires antérieures [Audicana et al, 
2003 ; Dupouy-Camet et al, 2020 ; ANOFEL et al, 2018]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2 : Extrémité antérieure de la larve d’A. simplex : à gauche une L3 (MO x 200) [Pihet, 
2022] ; au centre une L3 et à droite une L4 (microscopie électronique à balayage (MEB)) 
[d’après Sanmartin et al, 1996] 
A gauche : db = renflement labial dorsal ; sb = renflements labiaux sub-ventraux ; (flèche) 
= pore excréteur ; (point de flèche) = dent de perforation. A droite : dl = lèvres dorsale ; sl = 
lèvres sub-ventrales ; (pointe de flèche) = pore excréteur et ouverture buccale au-dessus. 
 
 

- Extrémité postérieure  
 
Au stade L3, cette extrémité porte une petite épine appelée mucron terminal, mesurant 0,015 à 
0,030 mm de longueur. Le mucron disparait après le processus de mue qui conduit au stade 
L4 (Figure 3) [Audicana et al, 2003]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Extrémité postérieure d’une larve d’A. simplex : à gauche une L3 (MO x 200) 
[Pihet, 2022] ; au centre une L3 et à droite une L4 (MEB) [d’après Sanmartin et al, 1996] 
Au centre : (pointe de flèche) = mucron terminal   
 
 
1.2) Morphologie interne 
 
Comme il est indiqué sur la figure 4, le tube digestif qui succède à la bouche est composé 
d’un œsophage musculaire mince, suivi d’un ventricule d’un millimètre de longueur, puis de 
la partie proximale de l’intestin à laquelle il est relié. Sur le tiers antérieur du corps du parasite, 
en position ventrale par rapport au tube digestif, apparaît une grande cellule excrétrice qui 
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s’ouvre sur l’extérieur par le pore excréteur. Une glande dorsale, trouvant son origine dans le 
ventricule, s’ouvre dans la lumière œsophagienne au niveau de l’anneau nerveux 
(correspondant à la partie proximale de l’œsophage) et occupe la partie dorsale de ce dernier. 
Tandis qu’une autre glande, sub-ventrale, entoure la glande dorsale au sein du ventricule ou 
elle prend elle aussi son origine, et s’ouvre dans la partie distale de l’œsophage [Audicana et 
al, 2003]. 
 
La glande sub-ventrale serait impliquée dans la digestion intraluminale, et la glande dorsale 
participerait en revanche à la digestion extra-corporelle. La cellule excrétrice elle, semblerait 
fonctionner à la fois comme système excréteur et comme système sécréteur [Audicana et al, 
2003]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4 : Schémas de l’extrémité antérieure d’une larve d’Anisakidé : à gauche une L3 d’A. 
simplex, accompagnée de quatre sections transversales à différents niveaux ; à droite une L3 
de  P. decipiens [d’après Iglesias Blanco, 1998]. 
BT = dent de pénétration ; C = cuticule ; DOG = glande œsophagienne dorsale ; EC = 
cellule excrétrice ; EP = pore excréteur ; H = hypoderme ; I = intestin ; IC : caecum 
intestinal ; M = tissu musculaire ; NR = anneaux nerveux ; OE = œsophage ; V = ventricule.  
  
 
2) Aspects spécifiques : 
 
2.1) A. simplex  
 
La L3 est de couleur blanche à légèrement rosée, cylindrique, effilée à chaque extrémité, avec 
une petite tâche allongée blanchâtre (le ventricule) sur le tiers antérieur [Audicana et al, 2003]. 
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Elle mesure 19 à 36 mm de long et 0,3 à 0,6 mm de large [ANOFEL et al, 2018]. 
Comparativement, la forme adulte mesure en longueur 5 à 10 cm pour les femelles et 3 à 8 cm 
pour les mâles, pour 1 à 3 mm de large [ANOFEL, 2022] (Figure 5). 
Le ventricule et l’intestin sont reliés par une jonction oblique, caractéristique, permettant une 
discrimination entre A. simplex et P. decipiens. 
Le genre est principalement identifié suivant la morphologie et la longueur de la part 
glandulaire de l’œsophage, et la présence ou l’absence d’une épine caudale [Cavallero et al, 
2021]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Anisakidés : à gauche larve L3 d’Anisakis sp. [Pihet, 2022] ; à droite formes adultes 
d’Anisakis sp. [Pays, 2022]. 
 
 
2.2) P. decipiens  
 
La L3 est de couleur brun-jaunâtre. Un peu plus grandes que les L3 d’A. simplex, elles 
mesurent 30 à 50 mm de long et 0,3 à 1,2 mm de large [Audicana et al, 2003 ; ANOFEL et al, 
2018]. 
La structure externe inclut, comme évoqué précédemment, les trois renflements labiaux, la 
dent de pénétration, le pore excréteur et le mucron terminal. Cependant, comparativement à A. 
simplex les renflements labiaux de la L3 de P. decipiens sont plus proéminents et le mucron 
terminal est plus fin et plus long.  
Concernant les structures internes, chez P. decipiens le ventricule est plus court et rejoint ici 
l’intestin par une jonction horizontale. On note la présence caractéristique d’un caecum 
intestinal qui se projette de l’intestin vers l’extrémité antérieure de la région ventriculaire.  
Les autres structures internes sont semblables à celles observées chez A. simplex [Audicana et 
al, 2003]. 
 
 

II. Epidémiologie 
 
A. Cycle 
 
Les agents de l’anisakidose présentent un cycle parasitaire complexe, hétéroxène, indirect. Ce 
dernier se déroule dans le milieu marin, il est basé sur la prédation, avec deux hôtes 
intermédiaires, des crustacés et des poissons ou calamars et un hôte définitif, principalement 
des mammifères marins (Figure 6) [Cavallero et al, 2021]. 
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Figure 6 : Cycle biologique des anisakidés [EFSA, 2010] 
 
 
Le stade adulte de ces anisakidés se développe dans le tractus digestif (le plus souvent 
l’estomac) d’hôtes définitifs qui diffèrent suivant le genre du parasite considéré. Ils sont 
parfois qualifiés dans la littérature d’« ascaris » des mammifères marins. En effet, les hôtes 
définitifs sont principalement des mammifères marins au sens large, comprenant à la fois des 
cétacés (baleines, dauphins, marsouins, etc.) parasités par Anisakis spp., et des pinnipèdes 
(phoques, otaries, morses, etc.) parasités par Pseudoterranova et Contracaecum. Les oiseaux 
ichtyophages (se nourrissant de poissons) marins peuvent également être parasités par le stade 
adulte du genre Contracaecum. Les œufs, non embryonnés à la ponte, sont éliminés dans le 
milieu marin via les déjections des hôtes définitifs [Dupouy-Camet et al, 2020 ; Gay et al, 
2012 ; Audicana et al, 2003]. 
 
 
1) Passage de l’œuf au premier hôte intermédiaire 
 
Après s’être embryonnés et avoir renfermé successivement les stades larvaires L1, L2 puis L3, 
les œufs éclosent et libèrent les larves L3 dans l’eau [ANOFEL et al, 2018]. La durée de 
l’incubation est contrôlée par la température de l’eau (4 à 8 jours entre 13 et 18°C) [Audicana 
et al, 2003]. 
 
Les L3 sont ingérées par un premier hôte intermédiaire, crustacé planctonique à l’instar du 
krill atlantique (ou norvégien Meganyctiphanes norvegica, [DORIS, 2021]) (Figure 7). Les 
larves vont se loger dans la cavité générale ou hémocoele de ce zooplancton et devenir des 
larves L3 infestantes [Dupouy-Camet et al, 2020 ; ANOFEL et al, 2018]. 
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Figure 7 : Krill atlantique (ou norvégien) Meganyctiphanes norvegica. A gauche individu 
isolé [Castillo, 2014] ; A droite un banc au large d’Antibes [Elliott, 2006]. 
 
 
Le zooplancton, source d’alimentation de nombreuses espèces animales permet au parasite de 
rencontrer son hôte définitif de manière soit directe, l’hôte définitif se nourrissant directement 
de zooplancton ; soit indirecte, l’hôte définitif ayant pour nourriture des organismes se 
nourrissant du zooplancton. Dans le deuxième cas, il s’agit de diverses espèces de poissons 
(principalement téléostéens) et de céphalopodes qui constituent des hôtes intermédiaires de 
« transport » (appelés hôtes paraténiques) [Dupouy-Camet et al, 2020 ; ANSES, 2017]. 
 
 
2) Passage du premier au deuxième hôte intermédiaire (hôte paraténique) 
 
Les espèces de poissons principalement impliquées dans le cycle de vie de ces parasites 
peuvent appartenir à n’importe quel niveau de la colonne d’eau, elles peuvent être : 
 

- Pélagiques ; poissons vivant dans les eaux proches de la surface ou entre le fond et la 
surface. Exemples : le hareng (commun ou de l’Atlantique, Clupea harengus [INPN, 
2018]), l’anchois (Engraulis encrasicolus [DORIS, 2021]), le maquereau (Scomber 
scombrus [DORIS, 2021]), la sardine (en Europe : Sardina pilchardus [DORIS, 2021]) 

 
- Démersales ; poissons vivant au-dessus du fond. Exemples : la morue (aussi appelé 

cabillaud, Gadus morhua [DORIS, 2021]), le merlu (Merluccius merluccius [DORIS, 
2021]), le merlan (Merlangius merlangus [INPN, 2018]), la dorade royale (Sparus 
aurata [DORIS, 2021]). 

 
- Benthiques ; poissons se déplaçant en rasant le fond. Exemple : la lotte (Lophius 

piscatorius [DORIS, 2020]) [Cammilleri et al, 2020]. 
 

La parasitose peut toucher les poissons migrateurs, séjournant en eau de mer et en eau douce 
(anguilles, saumons, éperlans) [ANSES, 2017].  
 
Les larves L3 infestantes ingérées sont libérées dans l’estomac de l’hôte paraténique puis 
passent à travers la barrière du tube digestif et migrent vers la cavité péritonéale, les viscères 
(foie, gonades, mésentère) et les chairs (tissus musculaires). A noter que la migration des 
larves peut se produire aussi bien chez un hôte vivant que mort [ANOFEL et al, 2018 ; 
Cavallero et al, 2021 ; Levsen et al, 2018].  
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Se déroule ensuite l’encapsulation des larves d’anisakis induite par l’hôte [Dupouy-Camet et 
al, 2020]. Les larves sont en général enroulées en spirale, entourées par une capsule et sont 
localisées à la surface du mésentère et des organes [ANSES, 2017] (Figure 8). Par ailleurs des 
infestations mixtes sont courantes, c’est-à-dire par différentes espèces d’anisakidés chez un 
même hôte paraténique [Bao et al, 2017]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8 : Chair de hareng (C. harengus) infestée par des L3 d’Anisakis sp. [ANOFEL, 2022]. 
 
 
Les L3 peuvent être transférées d’un hôte paraténique à un autre par prédation, ceci ayant 
pour effet une accumulation des parasites tout au long de la chaîne alimentaire [Gay et al, 
2012]. Aussi les espèces piscivores telles que le merlu (M. merluccius) ou la morue (G. 
morhua) sont habituellement plus fortement parasitées par les anisakidés que les espèces se 
nourrissant strictement de plancton telles que les sardines (S. pilchardus), les anchois (E. 
encrasicolus) ou les capelans (Mallotus villosus [DORIS, 2022]) [Maldineo et Poljak, 2014 ; 
Šimat et al, 2015 ; Cipriani et al, 2016 ; Levsen et al, 2016 ; ]. 
 
 
3) Passage du deuxième hôte intermédiaire à l’hôte définitif 
 
Pour finir, les poissons et calamars infestés sont ingérés par des mammifères marins. Les 
larves d’anisakidés pénètrent la muqueuse gastrique ou intestinale, occasionnant l’apparition 
d’ulcères chez ces hôtes définitifs (Figure 9). Les parasites subissent alors deux mues finales 
(stades L4 puis L5) pour parvenir au stade adulte sexuellement mature [Gay et al, 2012 ; 
Audicana et al, 2008]. Entre 50 et 100 individus, à différents stades de développement (L3 au 
stade adulte), se retrouvent ainsi concentrés en grappe au centre d’ulcères mesurant un à six 
cm de diamètre [Audicana et al, 2003]. 
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Figure 9 : Ulcères d’estomac chez un marsouin commun (Phoconema phoconema [DORIS, 
2021]) provoqués par A. simplex  [d’après Raúl Iglesias, 1998]. 
Photo A : face luminale de l’estomac montrant trois ulcères profonds (numérotés de 1 à 3) ; 
Photo B : détail de l’ulcère n°1 renfermant de multiples parasites à différents stades de 
développement. 
 
 
B. Répartition géographique  
 
1) Répartition géographique d’A. simplex et P. decipiens 
 
Les anisakidés ont une distribution cosmopolite. Présents dans les océans et mers du monde 
entier, ils semblent particulièrement abondants dans les eaux marines polaires et modérément 
froides [Audicana et al, 2003 ; Dupouy-Camet et al, 2020]. Les genres et espèces possèdent 
des aires de répartitions spécifiques. 
Le genre Pseudoterranova se répartit au niveaux des océans Atlantique et Pacifique et semble 
absent en mer Méditerranée [Cammilleri et al, 2020 ; Kent et al, 2020]. Le genre Anisakis 
quant à lui est présent en Atlantique et en Méditerranée.  
 
Les espèces retrouvées peuvent également différer suivant la localisation. Pour le genre 
Anisakis, l’espèce qui prédomine dans les échantillons de l’Atlantique est A. simplex s.s. 
tandis que dans ceux de Méditerranée il s’agit de A. pegreffii [Levsen et al, 2018]. Des zones 
de chevauchement sympatrique assez vastes existent, par exemple de la Méditerranée 
occidentale (mer d’Alboran) au golfe de Gascogne en Atlantique.  
 
Des exceptions sont retrouvées : par exemple, A. pegreffii est présent dans des maquereaux 
pêchés en mer de Norvège. L’explication réside ici dans les routes migratoires suivies par les 
maquereaux, entre les frayères méridionales et les aires d’alimentation septentrionales [Jansen 
et Gislason, 2013]. Ce type de découverte indique ici que les poissons sont devenus juvéniles 
dans des zones beaucoup plus au sud, comme le sud du golfe de Gascogne. 
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2) Répartition géographique des cas d’anisakidose 
 
L’anisakidose est une pathologie globalement assez rare [Sakanari et McKerrow, 1989], 
cependant il est rapporté une augmentation du nombre de cas au niveau mondial ces dernières 
années [Bao et al, 2017]. Les formes allergiques de l’anisakidose apparaissent assez 
fréquentes [Dupouy-Camet et al, 2014]. 
 
2.1) Niveau international 
 
En 2016, 12 000 cas d’anisakidose étaient confirmés mais ce nombre était certainement 
inferieur à la réalité en raison de la sous-déclaration de cette maladie [Gordon et al, 2016], de 
plus peu de cas font l’objet de publications [Yera et al, 2018]. Jusqu’à aujourd’hui environ 20 
000 cas ont été rapportés, majoritairement au Japon, suivi par l’Espagne, les Pays-Bas, 
l’Allemagne, la France, la Croatie et l’Italie [Cavallero et al, 2021]. L’incidence mondiale de 
l’anisakidose est estimée à 0,32/100000 [Orphanet, 2016]. 
 
Certaines aires géographiques sont beaucoup plus touchées que d’autres : en 2010 le Japon 
représentait plus de 90% des cas décrits dans la littérature et présentait entre 2000 et 2500 cas 
par an [Hochberg et Hamer, 2010 ; ANSES, 2011]. En Europe, l’incidence exacte est difficile 
à établir, elle semble autour de 20 cas par pays et par an [ANSES, 2011 ; Yera et al, 2018]. 
L’Espagne est le pays où l’incidence est la plus élevée [Bao et al, 2017] : les espagnols 
consommant des anchois non préalablement congelés ont un risque de consommer 0,66 larve 
d’Anisakis spp. par repas et la probabilité de développer une anisakidose est estimée à 9,56 x 
10-5 par repas [Bao et al, 2017]. 
 
2.2) Niveau national 
 
Entre 2010 et 2014, une enquête rétrospective nationale sur l’anisakidose humaine a été 
réalisée (Figure 10) [Dupouy-Camet et al, 2016] : 
 
37 cas d’anisakidose ont été répertoriés par les laboratoires de parasitologie, parmi lesquels :  
- 6 cas certains (16%), avec mise en évidence du ver dans un prélèvement digestif. Une forme 
œsophagienne, quatre formes gastroduodénales, une forme colique. 
- 13 cas possibles (35%), avec manifestations douloureuses épigastriques ou abdominales 
après consommation de poisson cru et une recherche positive de précipitines anti-Anisakis 
- 18 anisakidoses allergiques (49%), avec manifestations aiguës après consommation de 
poisson et associées à la présence d’IgE anti-Anisakis 
 
Six cas d’allergie sévère aux Anisakidés ont été rapportés par le RAV, soit 1% des 600 
anaphylaxies sévères dont la cause a été identifiée.  
 
Enfin, 43 patients ont été hospitalisés avec un diagnostic d’Anisakidose. 
 
Globalement la moitié des cas étaient des formes allergiques et l’autre moitié était répartie 
entre des cas certains et possibles d’anisakidoses digestives. Les formes digestives et 
allergiques étaient parfois associées. A noter que les cas certains avaient consommé 
différentes espèces de poisson : maquereau (S. scombrus), un cas ; morue (G. morhua), un 
cas ; anchois (E. encrasicolus), un cas ; dorade, un cas. Les deux derniers cas avaient 
consommé plusieurs espèces ou ne les avaient pas identifiées [Dupouy-Camet et al, 2016]. 
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Figure 10 : Répartition des cas d'anisakidose en France métropolitaine (2010-2014) [Dupouy-
Camet et al, 2016]. 

 
 
Une augmentation du nombre de cas a été observée entre 2010 et 2014 avec une 
prédominance féminine significative (62% contre 38% d’hommes). Cependant, par rapport à 
l’étude antérieure de référence datant de 1987, l’enquête rétrospective (2010-2014) objective 
une diminution des cas d’anisakidose au cours des 25 dernières années [Dupouy-Camet et al, 
2016]. 
 
Le potentiel allergisant des anisakidés est en émergence bien que le niveau d’allergie 
n’atteigne pas encore ceux très élevés de certains pays d’Europe du sud tels l’Espagne où elle 
représentait 10,8% des causes d’anaphylaxie aux urgences d’un des hôpitaux de Madrid 
(2004-2005) [Dupouy-Camet et al, 2016]. 
 
Remarque : 
 
- L’enquête a ses limites, les cas asymptomatiques ou paucisymptomatiques n’entraînent pas 
de consultation, il n’est donc pas possible d’estimer leur proportion [Dupouy-Camet et al, 
2016]. 
 
- Le diagnostic complexe de cette parasitose est un des facteurs qui concoure à sa sous-
estimation [Cavallero et al, 2021]. 
 
- En France, l’anisakidose ne fait pas partie des maladies dont la déclaration est obligatoire 
sauf lorsque cette dernière se présente comme une toxi-infection alimentaire collective 
(TIAC).  
En 2019 aucun cas de TIAC à Anisakis n’a été rapporté [Fournet et al, 2021] mais on retrouve 
la trace du parasite en 2018, trois cas de TIAC à Anisakis avaient alors été déclarés [Fournet 
et al, 2019]. 
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3) Répartition du parasitisme chez les poissons (Tableau 2) 
 
Le parasitisme par les anisakidés a été décrit dans plus de 200 espèces de poissons 
comprenant la plupart des espèces couramment consommées en France (Figure 11) [Dupouy-
Camet et al, 2020]. Selon les espèces et les lieux de capture, jusqu’à 100 % des poissons de 
mer en sont parasités, parfois en très grande quantité [ANSES, 2017]. Les céphalopodes 
présentent des prévalences inférieures (20 à 35%) et parmi eux, les calamars semblent être les 
plus concernés par cette infestation [ANSES, 2017 ; Dupouy-Camet et al, 2014].  
 
Tableau 2 : Prévalence de l’infestation par anisakidés chez différentes espèces de poissons 
[INPN, 2021 ; DORIS, 2021] 

Période, Lieu 
[auteurs, date] 

Espèce(s) 
(n) 

Prévalence Intensité 
infestation 

Intensité 
moyenne 

Min Max 
2010, Atlantique 
Nord-Est* 
[Gay et al, 2012] 

Maquereau (S. scombrus) (n=180) 68,68% 1 45,7 7,42 

Merlan (M. merlangus) (n=179) 36,67% 1,2 18,3 4,1 

2011-2014, 
Boulogne-sur-
Mer 
 
(Programme 
Fish-Parasites) 
 
[Dupouy-Camet 
et al, 2020] 

Espèces les plus infestées (total = 18) : 
 
Cardine franche (Lepidorhombus whiffiagonis) 
Lieu noir, aussi appelé colin (Pollachius virens) 
Lingue bleue (Molva dypterygia) 
Lotte (L. piscatorius) 
Merlu, commun ou blanc (M. merluccius) 
 
(total = 1768 poissons) 

57% 
 

(Prévalence 
moyenne) 

   

2017, France 
 
(Plan de 
surveillance de 
la DGA) 
 
[Gay et al, 2019] 

Cardine franche (L. whiffiagonis) (n=13) 69,23% 1 293 54,92 
Lieu noir (P. virens) (n=37) 29,73% 1 16 1,19 
Lingue bleue (M. dypterygia) (n=22) 77,27% 2 308 56,55 
Lingue franche, aussi appelée grande lingue 
(Molva molva) (n=27) 

40,74% 1 637 52,44 

Lotte (L. piscatorius) (n=33) 69,70% 1 48 5,36 
Merlan (M. merlangus) (n=36) 88,89% 1 89 11,47 
Merlu (M. merluccius) (n=37) 70,27% 1 906 92,81 

Dans ce tableau la détection des parasites n’incluait pas nécessairement l’identification de 
l’espèce, il est question d’agents de la famille des Anisakidae ; *= Boulogne-sur-Mer, 
Fécamp, Dunkerque, Calais, côtes Ecossaises ou non-précisé ; n = nombre de poissons 
analysés 
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Figure 11 : Risque d’exposition à Anisakis spp. chez différentes espèces de poisson [Levsen et 
al, 2018]. 
Niveaux de risque corrélés aux prévalences d’Anisakis spp.: No risk (aucun risque) : 0% ; 
Very low (très faible) : 1 – 5% ; Low (faible) : 6 - 20% ; Moderate (modéré) : 21 – 50% ; 
High (élevé) : 51 – 80% ; Very high (très élevé) : >80% ; Atl mackerel=maquereau de 
l’Atlantique (S. scombrus), Chub mackerel=maquereau espagnol (Scomber colias), 
Herring=hareng (C. harengus), Anchovy=anchois (E. encrasicolus), Atl cod=morue (G. 
morhua), European hake=merlu commun (M. merluccius). 
 
 
Remarques : 
- Le parasitisme des poissons a augmenté ces dernières années. Dans une méta-analyse de 123 
publications examinant la présence des anisakidés dans le poisson, il a été montré que 
l’abondance (nombre de parasites par poisson) a été multipliée par 283 au cours des 50 
dernières années [Fiorenza et al, 2020].  
 
- Les prévalences d’infestation sont significativement différentes entre les espèces de poisson 
prélevés dans le milieu naturel [Gay et al, 2019]. Ces dernières ont parfois été comparées 
selon la méthode employée. Gay et collaborateurs rapportent qu’à l’œil nu la prévalence 
observée atteint 42,93% ; par mirage elle atteint 47,8% ;  par association de Presse et UV elle 
atteint 62,93% [Gay et al, 2019]. Aucun parasite n’a été découvert chez les saumons et bars 
d’élevage [Dupouy-Camet et al, 2020]. 
 
- La répartition des anisakidés dans le corps des poissons n’est pas homogène : elle diffère 
selon le genre parasitaire, l’espèce hôte et son comportement alimentaire, et selon les 
conditions environnementales.  
Les L3 du genre Anisakis ciblent majoritairement la cavité viscérale et minoritairement les 
tissus musculaires. A l’inverse, les L3 du genre Pseudoterranova ciblent d’abord les tissus 
musculaires et dans une moindre mesure la cavité viscérale [Cavallero et al, 2021 ; ANOFEL 
et al, 2018 ; ANSES, 2017 ; Levsen et al, 2018]. 
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Les flancs des poissons sont significativement plus infestés que les filets [Gay et al, 2019] et 
les larves présentes dans les tissus musculaires sont situées majoritairement dans les muscles 
antéro-ventraux enserrant la cavité viscérale (rabats ventraux, cf Figure 21) [Levsen et al, 
2018].  
Cette tendance est particulièrement prononcée chez le maquereau (S. scombrus), le hareng (C. 
harengus), le merlan bleu (M. poutassou) et la morue (G. morhua) [Gay et al, 2019].  
 
Une corrélation peut être relevée entre abondance moyenne des L3 des tissus musculaires et 
abondance des L3 des organes viscéraux [Levsen et al, 2018]. L’étude Fish-Parasites rapporte 
que 33% des poissons parasités étaient infestés uniquement dans leurs viscères contre 23% 
uniquement dans leurs filets ou dans leurs filets et viscères [Dupouy-Camet et al, 2016]. Le 
maquereau (S. scombrus) semble faire partie des exceptions, à plusieurs reprises les 
spécimens n’étant infestés que dans les tissus musculaires et pas dans les organes viscéraux 
[Levsen et al, 2018]. 
 
- Il y a une corrélation entre la prévalence des L3, leur abondance et la taille de certains 
poissons. Vérifiée chez le merlu (M. merluccius), la morue (G. morhua) ou le hareng (C. 
harengus), le microplancton du début de la vie du poisson est progressivement remplacé par 
des proies plus grandes qui ont une probabilité plus importante d’être porteuses de larves : 
macroplancton (krill (M. norvegica)) ou autres poissons. Il se produit une accumulation de 
parasites au fur et mesure que le poisson grandit et avance en âge, ces derniers pouvant rester 
en vie durant de longues périodes voire toute la vie de leur hôte. Certaines espèces semblent 
échapper à cette tendance, c’est le cas du maquereau (S. scombrus) ou la corrélation n’était 
que faiblement positive voire absente [Smith, 1984 ; Pascual et al, 2017 ; Levsen et al, 2018 ; 
Levsen et Lunestad, 2010 ; Mouritsen et al, 2010 ; Münster et al, 2015 ; ANSES, 2017]. 
 
 
Pour conclure, la variabilité des niveaux d’infestation et la nature dynamique des populations 
d’accueil rendent impossible la définition d’une zone géographique dans laquelle les produits 
de la pêche sont toujours exempts de larves d’anisakidés [ANSES, 2017 ; Dupouy-Camet et al, 
2014].  
La forte prévalence du parasite chez les poissons contraste avec la faible incidence des cas 
d’anisakidose. Les mesures réglementaires de prophylaxie et l’augmentation de 
l’approvisionnement par la filière aquaculture contribuent très certainement à expliquer cette 
faible incidence chez l’Homme [Dupouy-Camet et al, 2020]. 
 
 
4) Autres paramètres 
 
- Le niveau de contamination reflète souvent les traditions culinaires locales/régionales 
[Audicana et al, 2003 ; Cavallero et al, 2021 ; Guardone et al, 2018], telles que les sushis et 
sashimis au Japon et les anchois marinés en Espagne [Bao et al, 2017]. 
 
- La propagation de nouvelles habitudes alimentaires et certains plats traditionnels sont mis en 
cause dans l’augmentation du nombre de cas d’anisakidose au niveau mondial ces dernières 
années [Bao et al, 2017]. L’utilisation de poisson cru est popularisée de plusieurs façons : la 
diffusion de traditions culinaires asiatiques, celle des plats à base de poissons marinés, fumés 
ou la mise en avant du régime méditerranéen qui est caractérisé par une forte consommation 
de poisson [Cavallero et al, 2021 ; Bucci et al, 2013].  
 
- L’augmentation globale de la consommation de poisson dans le monde qui vient avec les 
autres produits de la mer au premier rang des consommations de chair animale [Dupouy-
Camet et al, 2020]. Entre 2005 et 2014, en France, les achats des ménages en poissons crus 
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sont passés de 762 à 2540 tonnes. Entre 2005 et 2018, cette augmentation atteint 390% 
[Dupouy-Camet et al, 2020 ; FranceAgrimer, 2019]. 
A noter que la part des produits de la mer issus de l’aquaculture est grandissante. La 
croissance de l’industrie de la pisciculture a dépassé la production de la pêche sauvage depuis 
plus de deux décennies, produisant actuellement près de 50 % de tous les produits de la mer 
consommés à l’échelle mondiale. A mesure que la pêche sauvage continuera de diminuer, le 
rôle de l’aquaculture dans la production alimentaire augmentera [Polimeno et al, 2021]. 
 
- La mise au point de meilleurs outils de diagnostic et une plus grande sensibilisation vis-à-vis 
de la pathologie qu’est l’anisakidose ont entrainé une augmentation de la fréquence des 
rapports dans de nombreuses régions du monde [Audicana et al, 2008]. 
 
 
C. Contamination de l’Homme 
 
L’Homme est contaminé par l’ingestion de poissons de mer ou de céphalopodes crus, 
insuffisamment cuits ou conservés dans des préparations à faible teneur en sel ou en acide 
acétique et dans lesquels la larve vivante est présente [ANOFEL et al, 2018 ; ANSES, 2017]. 
Les plats à risque peuvent également comprendre des méthodes de transformation comme les 
marinade, saumurage et fumage à froid (40 °C) qui sont généralement stérilisantes pour 
d’autres pathogènes d’origine alimentaire, mais pas pour les anisakidés [Smith et Wootten, 
1978 ; Sakanari et McKerrow, 1989 ; Petithory et al, 1991].  
 
Sont considérées comme étant à haut risque d’anisakidose : sushis et sashimis Japonais, 
gravlax Scandinave, hareng salé et mariné Hollandais, boquerones Espagnols (anchois 
marinés au vinaigre), anchois marinés Italiens, sardines crues, bagoong Philippin, lomi-lomi 
et palu Hawaïens et ceviche Sud-américain [Cavallero et al, 2021]. Une seule larve suffit à 
déclencher une anisakidose [Audicana et Kennedy, 2008]. 
 

- Points d’attention : 
 
1) Migration post-mortem 
 
Les larves d’anisakidés peuvent se déplacer à l’intérieur du poisson après sa mort. Ce 
processus est facilité par la faible distance qui sépare les organes viscéraux des tissus 
musculaires et par les conditions d’entreposage. Elle survient en l’absence d’éviscération 
et/ou de congélation pratiquée peu après la capture [Levsen et al, 2018]. 
Les poissons fraichement pêchés et/ou simplement conservés au frais sont des vecteurs 
potentiels d’anisakidose. Les principaux paramètres déterminant l’activation et la motilité des 
larves semblent être la température et le temps de stockage [Cipriani et al, 2016 ; Šimat et al, 
2015]. Une température de stockage supérieure à 2°C semblent suffisante pour permettre la 
migration post-mortem [Cipriani et al, 2016]. 
 
Les poissons de petite taille sont plus sujets à cette problématique, comme la sardine (S. 
pilchardus) ou l’anchois (E. encrasicolus) [Levsen et al, 2018], d’autant que ceux-ci sont 
fréquemment préparés crus ou peu traités [Moschella et al, 2004 ; Mattiucci et al, 2011 ; 
Mattiucci et al, 2013 ; Maldineo et al, 2016]. 
 
 
2) Risque allergique [Dupouy-Camet et al, 2016 ; ANSES, 2017] 
 
La larve anisakidée contient de nombreux allergènes, ceux-ci sont susceptibles d’entraîner 
une sensibilisation. 
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Une fois sensibilisé, des réactions allergiques peuvent survenir lorsque l’Homme entre en 
contact avec des larves d’anisakidés vivantes comme mortes, c’est l’anisakidose allergique. 
 
Aussi, les poissons et céphalopodes parasités sont à risque qu’ils soient consommés crus ou 
bien cuits car les allergènes parasitaires sont thermostables, donc résistants à de très hautes 
températures. 
 
 
D. Physiopathologie 
 
Le cycle est interrompu si les larves L3 infestantes ne sont pas ingérées par un mammifère 
marin [Cavallero et al, 2021]. Le parasite est alors en impasse parasitaire et l’hôte concerné 
est décrit comme un hôte accidentel. L’Homme est ainsi un hôte accidentel chez lequel la 
larve d’Anisakis est en impasse parasitaire. 
 
La L3 va mourir au bout de quelques heures à quelques jours et pourra entraîner deux grands 
types de troubles, des lésions digestives mécaniques et des réactions allergiques, la 
symptomatologie observée résultant souvent de l’intrication de ces deux phénomènes [Gay et 
al, 2012 ; Dupouy-Camet et al, 2014]. 
 
Remarque : il a été très exceptionnellement rapporté la mue de la larve L3 en larve L4, voire 
l’atteinte du stade adulte immature, ce cas concernant particulièrement P. decipiens [Kliks, 
1986 ; Audicana et al, 2003]. 
 
 
1) Ingestion de la L3  
 
Il peut être ressenti des picotements dans la bouche et/ou dans la gorge pendant ou après le 
repas contenant la larve L3 infestante. Ce ressenti est lié aux mouvements de la larve. Les 
personnes ressentant ce symptôme peuvent arriver à extraire le parasite de leur bouche, 
manuellement, en le recrachant ou encore à l’évacuer en toussant ce qui empêchera 
l’infestation. D’autres personnes rejettent la larve car sa présence peut provoquer des 
vomissements [CDC, 2020 ; Dupouy-Camet et al, 2020]. 
 
 
2) Lésions digestives mécaniques 
 
Douées d’une grande capacité invasive, les lésions résultent de la fixation des larves L3 sur la 
muqueuse gastro-intestinale et de sa pénétration. 
 
Pour pénétrer la muqueuse, la larve L3 d’A. simplex recourt à une attaque mécanique, au 
moyen de sa dent de pénétration, et à une attaque enzymatique, au moyen d’enzymes 
protéolytiques puissantes capables de dégrader la matrice extra-cellulaire [Audicana et al, 
2003]. Il a notamment été retrouvé un analogue de la trypsine [Audicana et al, 2003] et une 
molécule dégradant la chondroïtine sulfate-A et l’acide hyaluronique [Hotez et al, 1994]. La 
production et l’excrétion de ces enzymes semblent effectuées par la glande œsophagienne 
dorsale et la cellule excrétrice [Ruitenberg et Loendersloot, 1971 ; Matthews, 1982]. 
Dans un second temps, les L3 peuvent se retrouver piégées au sein d’un granulome à 
éosinophiles dans lequel elles meurent au bout de quelques heures à quelques jours [Dupouy-
Camet et al, 2020 ; ANOFEL et al, 2018]. 
 
Les produits de sécrétion-excrétion contiennent en plus des enzymes protéolytiques des 
substances anticoagulantes [Perteguer et al, 1996], qui entraînent l’apparition de lésions 
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multiples érosives et/ou hémorragiques détectées habituellement près de la lésion principale 
[Arenal Vera et al, 1991]. 
 
 
3) Réponse immunitaire (figure 12) [Audicana et al, 2008] 
 
L’implication de mécanismes immunologiques dans la pathogenèse de l’anisakidose a été 
proposée pour la première fois en 1964 par Kuipers avec l’hypothèse du « double coup », qui 
explique pourquoi des changements pathologiques plus graves se produisaient après la 
réinfection chez les lapins [Kuipers, 1964]. Des études expérimentales ont plus tard confirmé 
que la sensibilisation antérieure causait des lésions plus graves, et ont indiqué que les 
réactions d’hypersensibilité de type I, III et IV pouvaient être impliquées dans 
l’immunopathologie de l’anisakidose [Asaishi et al, 1980], les réponses de type I et IV étant 
certainement les plus concernées [Audicana et al, 2003]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12 : Représentation schématique de l’implication des réponses immunitaires innées et 
adaptatives dans le processus pathogénique de l’anisakidose [d’après Audicana et al, 2008] 
 
 
Les réponses humorales et cellulaires sont principalement localisées dans la région buccale de 
la larve, là où les produits de sécrétion-excrétion (ES) sont libérés et vont former des 
complexes immuns insolubles avec des anticorps [Ishikura, 1990]. 
 

- Immunité innée : 
Les cellules épithéliales peuvent sécréter des molécules cytotoxiques comme le NO (Figure 
12 : 1), mais aussi des chimiokines et des cytokines (2), qui attirent les macrophages 
tissulaires (Mϕ), les cellules dendritiques naïve (NDC), les leucocytes polynucléaires (PMN) 
avec les basophiles (Bas) et les éosinophiles (Eos) (3). Les réponses innées peuvent également 
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impliquer des TLR (4) provenant de cellules épithéliales et de cellules dendritiques activées 
(ADC).  
 

- Immunité adaptative (ou acquise) : 
La présentation de l’antigène par les cellules dendritiques matures (MDC) stimule une double 
réponse Th1 (5) et Th2 (6). D’autres cellules T peuvent être recrutées comme cellules T-
régulatrices aussi appelés Th3.  
 
Th1 : 
Les cytokines Th1 (IFN-γ, TNF-β, IL-2 et IL-3) (5) induisent la production d’IgG2a, 
l’opsonisation par les anticorps et la fixation du complément, l’activation des macrophages, la 
cytotoxicité à médiation cellulaire dépendante des anticorps et l’hypersensibilité de type IV 
(retardé). 
 
Th2 : 
Les cytokines Th2 (IL-4, IL-5, IL-6, IL-9, IL-10 et IL-13) favorisent la production d’IgG1 et 
d’IgA (6), et par stimulation lymphocytaire-T (T), la production d’IgE antigène-spécifique et 
d’IgE total/polyclonal. La mastocytose et l’éosinophilie sont induites par une réponse Th2 et 
des cytokines chimioattractives et peuvent être responsables de l’expulsion du parasite (7). 
Les basophiles sont quant à eux essentiels pour amorcer une réponse Th2. L’éosinophilie peut 
être due à la libération de nombreux facteurs chimiotactiques par les cellules épithéliales, les 
lymphocytes T, les mastocytes, les basophiles et les facteurs provenant directement des 
parasites. 
 
 
4) Anisakidose allergique 
 
Les premiers cas d’allergie à A. simplex ont été détectés au Japon [Kasuya et al, 1990], puis 
au Pays basque espagnol [Audicana et al, 1995 ; Audicana et al, 2002]. Le parasite est 
responsable de réactions allergiques à la fois immédiates et retardées [Ventura et al, 2008]. 
 

- Réaction allergique immédiate : l’hypersensibilité de type I 
 
L’augmentation rapide de la concentration sérique des IgE anti-Anisakis dès les premiers 
jours et son maintien à un niveau élevée pendant des mois font partie des principaux signes 
d’une réaction allergique immédiate [Yagihashi et al, 1990 ; Desowitz et al, 1985 ; Deardorff 
et al, 1991]. Cette augmentation concerne les IgE spécifiques et totales [Fernández de Corres 
et al, 1996 ; del Pozo et al, 1996 ; García et al, 1997]. Cette réponse, caractéristique des 
infections à helminthe, est typique des réponses immunitaires à Th2 [Allen et Maizels, 1996] 
et dépend de l’IL-4 [Urban et al, 1992]. Les niveaux d’IgE peuvent persister chez les patients 
pendant des années, même si les poissons marins sont éliminés du régime alimentaire 
[Audicana et al, 2003]. 
 
Les éosinophiles apparaissent incapables in vitro de détruire directement les larves d’A. 
simplex [Deardorff et al, 1991], mais l’infiltration par ces derniers des tissus entourant le 
parasite est l’une des caractéristiques les plus distinctives des lésions inflammatoires locales 
observées dans l’anisakidose. La présence de ces cellules peut refléter le stade tardif de la 
réaction de type I, après la libération de facteurs chimiotactiques éosinophiles au stade aigu de 
la réponse. Il est possible que certaines substances d’origine parasitaire attirent également les 
éosinophiles vers les tissus endommagés [Audicana et al, 2003]. 
 
Selon certains auteurs, en cas d’anisakidose, une hyperéosinophilie est observée dans moins 
de 30 % des cas [Ishikura, 1990 ; Matsui et al, 1990 ; Matsumoto et al, 1992]. 
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- Réaction allergique retardée : l’hypersensibilité de type IV 

 
Les lésions granulomateuses observées dans les formes chroniques gastro-intestinales et 
ectopiques de l’anisakiose sont typiques des réactions d’hypersensibilité de type IV (réponse 
immunitaire à Th1) [Audicana et al, 2003]. Dans une étude portant sur un patient 
immunodéprimé souffrant à la fois du sida et de l’anisakidose intestinale, aucune lésion 
granulomateuse n’a été observée [Feldmeier et Poggensee, 1993], ceci venant appuyer la 
thèse d’une implication de l’immunité cellulaire dans ces lésions. 
 
 
5) Allergènes en cause 
 
A ce jour 14 antigènes d’A. simplex ont été décrits (Tableau 3) [Aibinu et al, 2019]. De 
différentes natures, ils sont issus : de produits de sécrétion-excrétion (ES), de métabolites 
émis par les larves vivantes, et d’antigènes somatiques et cuticulaires de larves mortes 
pouvant être présentes dans la nourriture [Ishikura, 1990 ; Audicana et al, 2003]. 
 
Ani s1 et Ani s4 auraient un rôle central dans l’anaphylaxie et seraient nécessaire au 
déclanchement de l’allergie. La sensibilisation peut survenir après l’ingestion de larves 
vivantes comme mortes [Ventura et al, 2008] et entraîner le premier épisode allergique ou des 
épisodes allergiques ultérieurs 
 
Tous ces allergènes sont thermostables et gardent leur caractère allergisant même après 
cuisson ou congélation [Dupouy-Camet et al, 2016 ; ANSES, 2017 ; Ventura et al, 2008]. 
L’ABA-1, un allergène d’Ascaris pour lequel il existe un homologue chez A. simplex illustre 
ce phénomène : il faut générer de fortes températures (89°C) pour dénaturer la molécule mais 
cette dernière se renature au refroidissement et recouvre alors son pouvoir allergisant [Xia et 
al, 2000]. Les procédés de transformation rencontrés dans l’industrie alimentaire (autoclaves à 
120°C pendant 60 minutes) permettent une dégradation partielle des antigènes d’A. simplex, 
mais ces derniers conservent leur immunoréactivité [Kochanowski et al, 2020]. 
 
En 2006, il a même été montré que les réactions allergiques attribuables à A. simplex 
pouvaient découler de la consommation de viande de poulet nourri avec de la farine de 
poisson contaminée par du matériel parasitaire [Armentia et al, 2006]. 
 
Tableau 3 : Présentation de huit allergènes d’A. simplex à travers leurs localisations et classes 
[d’après Audicana et al, 2008] 
Nom Localisation Classe allergène 
Ani s 1α Produit de sécrétion-excrétion (ES) Homologie avec un inhibiteur de sérine 

protéase de type Kunitz 
Ani s 2 Somatique (corps de la larve) Paramyosine 
Ani s 3 Somatique Tropomyosine 
Ani s 4 ES Inhibiteur de la cystéine protéase 
Ani s 5 ES Protéine SXP/RAL 
Ani s 6 ES Inhibiteur de sérine protéase 
Ani s 7 ES Glycoprotéine 
Ani s 8 ES Protéine SXP/RAL 
 
Il est à noter que souvent les recherches sont portées sur A. simplex mais que comme le 
précise Nagano et collaborateurs, il est probable que P. decipiens entraîne une symptomatique 
rigoureusement similaire en raison de l’homologie entre les deux espèces [Nagano et al, 1989]. 
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6) Variabilité inter-individuelle 
 
Des études par Western blot ont montré que la réponse des anticorps humains IgE et IgG aux 
antigènes de A. simplex était hétérogène et variait considérablement d’un individu à l’autre 
[del Pozo et al, 1996]. Cela peut s’expliquer par des différences génétiques entre les individus, 
par des différences dans la nature et le nombre d’immunisations, et/ou par la nature de 
l’immunogène auquel le patient a été exposé [Audicana et al, 2003]. 
 

- Facteurs de susceptibilité humaine 
 
En raison de l’incidence élevée de la parasitose chez les poissons, il est surprenant de 
constater que peu d’individus sont sensibles à l’anisakidose digestive ou allergique. En 
supposant que cela n’est pas seulement dû à des niveaux d’infection plus élevés dans certaines 
régions ou ailleurs à un sous-diagnostic, une certaine forme de prédisposition génétique 
pourrait être incrimée [Bahna, 2001 ; Bahna, 2004].  
 
A. simplex, HLA et allergie : 
 
Des travaux menés sur un groupe de 46 caucasiens (de Cantabrie, nord de l’Espagne) 
allergiques à A. simplex ont montré une prédisposition génétique pour cette allergie via les 
allèles de classe II HLA. L’haplotype DRB1*1502- DQB1*0601 s’est vu significativement 
associé à l’allergie à A. simplex [Sánchez-Velasco et al, 2000]. En outre, les HLA DRB1*1502, 
DQB1*0601 et DRBI*0404 étaient significativement surreprésentés (et seraient donc des 
facteurs de risque génétiques probables) chez les sujets allergiques à A. simplex [Sánchez-
Velasco et al, 2000].  
Chez divers organismes, un certain nombre de protéines de structure sensiblement similaires à 
Ani s 2 et Ani s 3 ont été trouvées, suggérant de possibles réactions croisées. Aussi la 
découverte de motifs de liaison de HLA DRB1*0404 dans Ani s 2, Ani s 3 va en ce sens et 
appuie l’hypothèse selon laquelle cet allèle est un facteur potentiel de risque génétique pour le 
développement d’une allergie à A. simplex [Guarneri et al, 2007]. 
 
 
7) Résumé de la physiopathologie chez l’Homme (Tableau 4) 
 
Tableau 4 : Résumé chronologique des étapes physiopathologiques de l’anisakidose humaine 
[d’après Audicana et al, 2008] 
Temps après 
ingestion 

Etape infectieuse Facteurs libérés ou réponse 
immunitaire engagée 

Conséquences tissulaires 

< 1h Adhérence à la 
muqueuse 

Enzymes protéolytiques Lésions hémorragiques ; 
creusement par la ou les 
larves et formation de tunnels 

4h à 6 jours Pénétration de la 
muqueuse et de 
la sous-
muqueuse 

Facteurs chimiotactiques Inflammation infiltrée de 
polynucléaires éosinophiles 
(phlegmon) ; érosions des 
tissus 

7 à 14 jours Formation du 
granulome 

Induction des réponses de 
l’hypersensibilité 

Lésions ulcéreuses 

> 14 jours Mort des larves Inflammation ou granulome 
persistant 

Disparition du parasite ou 
ulcération chronique autour 
de ses restes 
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III. Symptomatologie 
 
L’anisakidose prend des aspects cliniques différents selon la localisation et le comportement 
de la larve notamment : des typologies digestives et/ou allergiques, pouvant être aiguës ou 
chroniques et de gravité moyenne ou, le plus souvent, sévère. La symptomatologie peu 
spécifique rend le diagnostic de cette pathologie difficile. Elle est souvent assimilée à des 
appendicites, des ulcères de l’estomac ou du duodénum, ou des iléites ou tout simplement 
non-diagnostiquée [Sakanari et McKerrow, 1989 ; Kawanishi et al, 2021 ; Shrestha et al, 
2014 ; Marzano et al, 2020]. 
 
En clinique, il est considéré quatre à cinq types d’anisakidoses : 
 
- Les anisakidoses digestives (ou gastro-intestinales), comprenant des formes : gastrique, 
intestinale, ectopique et œsophagienne (parfois englobée sous le terme ectopique). La forme 
gastrique semble en être la plus fréquente [Ishikura et al, 1989 ; Guardone et al, 2018]. Sur 73 
cas en Italie entre 1987 et 2018, il y avait 43,8% de forme gastrique, 42,5% de forme 
intestinale, 1,4% de forme œsophagienne et 12,3% de forme ectopique [Guardone et al, 2018]. 
 
- Des formes allergiques de l’anisakidose [Audicana et Kennedy, 2008 ; Kawanishi et al, 
2021]. 
 
- Des formes asymptomatiques [Dupouy-Camet et al, 2020 ; ANOFEL et al, 2018] dont la 
fréquence est difficile à estimer. La mention de cas d’anisakidose intestinale, localisé au 
niveau du colon et découvert fortuitement, permet d’évoquer le chiffre de 40% [Takasaki et al, 
2020]. 
 
 
A. Anisakidoses digestives 
 
Après un repas de poissons ou de céphalopodes crus ou peu cuits, elle peut être évoquée 
devant des symptômes généraux comme [ANOFEL et al, 2018 ; CDC, 2020]: 
 
- des douleurs épigastriques ou abdominales aiguës 
- des nausées et/ou vomissements, une distension abdominale 
- des diarrhées, du sang et du mucus dans les selles 
- une fièvre discrète 
- une symptomatologie ulcéreuse 
- un syndrome intestinal tumoral sans étiologie 
- une occlusion du grêle 
 
Au point de pénétration, la larve entraine une inflammation. Cette dernière peut entrainer la 
création d’un œdème local sévère, touchant la séreuse et le mésentère, et conduire à une 
obstruction avec dilatation proximale. Des pétéchies et une hyperémie peuvent aussi être 
observés [Audicana et al, 2003]. Les symptômes peuvent persister de quelques jours à 
quelques semaines dans les cas chroniques [ANSES, 2017]. 
 
En fonction de la localisation précise de la ou des larves ingérées et du délai d’apparition des 
symptômes après le repas contaminant, on distingue donc : 
 
 
1) Anisakidose gastrique 
 
Délai d’apparition après un repas infestant : 1 à 12h [ANSES, 2017]. 
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- Phase aiguë 
Elle est marquée par l’apparition brutale de douleurs épigastriques, de nausées, de 
vomissements et, moins fréquemment, d’une distension abdominale et de diarrhées parfois 
sanglantes, et parfois accompagnées d’une fièvre modérée. Ce sont des manifestations et des 
douleurs pseudo-ulcéreuses.  
Dans 10% des cas, des symptômes allergiques sont signalés, on parlera alors d’anisakidose 
gastro-allergique (voir page 30, paragraphe B2) [ANOFEL et al, 2018 ; ANSES, 2017 ; 
Audicana et al, 2003]. 
 

- Phase subaiguë ou chronique 
Des douleurs épigastriques relativement sévères peuvent encore être ressenties mais elles 
deviennent de plus en plus sourdes avec le temps. Une dyspepsie, des vomissements, de 
l’anorexie peuvent persister des mois voire des années [Kim, 1994]. 
 
 
2) Anisakidose intestinale 
 
Délai d’apparition après un repas infestant : 12h à plus de 5 jours (jusqu’à 7 selon certains 
auteurs [Shrestha et al, 2014]) [ANSES, 2017]. Le diagnostic est plus difficile à poser [CDC, 
2020]. Les différentes portions de l’intestin peuvent être atteintes mais à des fréquences 
variables. Le colon par exemple est touché dans 0,25% des cas [Mineta et al, 2006]. 
 

- Phase aiguë 
Il est retrouvé une partie des manifestations mentionnées précédemment : gonflements 
abdominaux, douleurs abdominales, nausées, vomissements, constipation et/ou diarrhées. Des 
syndromes appendiculaires, péritonéaux et de rares formes coliques ou iléales basses peuvent 
également être identifiés (Figure 13) [ANSES, 2017 ; Matsui et al, 1985]. 
 

- Phase subaiguë ou chronique 
Sont retrouvés des symptômes abdominaux chroniques, souvent des douleurs évoquant un 
syndrome tumoral (ou formes pseudotumorales). Le processus granulomateux aboutit à un 
épaississement de la paroi, à une sténose luminale et à la formation de granulomes 
éosinophiles centrés sur la ou les larves enchâssées dans l’intestin (pouvant être diagnostiqués 
à tort comme tumeurs) [Kikuchi et al, 1990]. 
 

- Complications possibles 
Il peut survenir des abcès, des sténoses digestives, des occlusions intestinales, des 
invaginations et des perforations intestinales, ou encore des formes ectopiques extra-gastro-
intestinales. Une accumulation de liquide d’ascite peut apparaitre autour de la rate et du foie 
(Figure 13). Des saignements occultes peuvent être observés [ANOFEL et al, 2018 ; Petithory 
et al, 1992 ; Ortega-Deballon et al, 2005 ; Kawanishi et al, 2021]. 
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Figure 13 : Anisakidose intestinale (tomodensitométrie abdominale). A gauche : œdème d’un 
segment de l’intestin grêle ; A droite : ascite entourant le foie et la rate [d’après Shrestha et al, 
2014]. 
 
 
3) Anisakidoses ectopiques et œsophagienne 
 
En marge des deux manifestations principales de la pathologie, il arrive que des larves 
perforent complètement la paroi gastro-intestinale, atteignent la cavité abdominale et migrent 
vers des organes et des tissus tels que l’épiploon (aussi appelé grand omentum), le mésentère 
[Rushovich et al, 1983], le poumon [Kobayashi et al, 1985 ; Matsuoka et al, 1994], le 
pancréas [Dooley et Neafie, 1976] ou le foie [Kagei et al, 1995]. Dans la majorité de ces cas, 
les manifestations cliniques sont légères, mais des symptômes intestinaux de plus grande 
gravité peuvent survenir à la suite de la réponse induite par la larve lors de sa pénétration de la 
paroi intestinale [Ishikura et al, 1993]. 
 

- Anisakidose œsophagienne [Dupouy-Camet et al, 2020 ; ANOFEL et al, 2018] 
 
Il arrive que la larve migre à l’intérieur du tube digestif, de l’estomac vers l’œsophage et 
l’oropharynx, y provoquant des picotements. Ces derniers peuvent entrainer l’expulsion de la 
larve par le réflexe de la toux. 
 
Délai après un repas infestant : 1 à 12 heures (au plus dans les 48 heures).  
 
Très rare (seuls 28 cas relevés pour 11 989 cas de localisation gastrique lors d’une enquête 
japonaise [Urita et al, 1997]), elle est souvent asymptomatique. Elle peut être évoquée devant 
ces symptômes : toux, dysphagie, brûlures rétro-sternales, pyrosis. 
 
 
B. Anisakidose allergique 
 
Délai après un repas infestant ou contaminé par des larves anisakidés : quelques heures à un 
jour. 
La réaction allergique est de gravité variable et associée ou non à d’autres formes de la 
pathologie [ANOFEL et al, 2018]. Elle est médiée par des IgE anti-Anisakis dont le taux peut 
être élevé [Cavallero et al, 2021 ; Dupouy-Camet et al, 2014]. 
 
Principaux types d’atteintes : 
 
 



36 
 

1) Allergie simple 
 
Se présentent des manifestations allergiques au niveau cutané : urticaire (20% des cas), prurit, 
angioœdème, œdème des lèvres, du visage. Et/ou au niveau respiratoire : asthme [EFSA, 
2010 ; Dupouy-Camet et al, 2016 ; ANSES, 2017]. Il n’y a pas de symptôme digestif associé 
[Audicana et al, 2003]. Il est possible de confondre ce type d’allergie avec une allergie au 
poisson, on parle alors de « pseudo-allergie alimentaire » au poisson [ANOFEL et al, 2018]. 
 
 
2) Anisakidose gastro-allergique 
 
Il s’agit d’une association de symptômes, pour partie allergiques et pour partie associés à 
l’anisakidose gastrique : urticaire, œsophagite allergique, pseudo-obstruction par œdème 
inflammatoire localisé, douleurs épigastriques ou abdominales. Elle est provoqués par des 
larves vivantes [Cavallero et al, 2021 ; Dupouy-Camet et al, 2014]. 
 
 
3) Durée des symptômes et complications 
 
Les symptômes persistent en moyenne un jour.  
 
Des complications peuvent survenir : urticaire récidivante/chronique [Daschner et al, 2005], 
angioœdèmes graves (20 à 60% des cas sévères), malaise, œdème de Quincke, œdème 
segmentaire de l’intestin (peut aboutir ensuite à une occlusion), choc anaphylactique (pouvant 
être fatal). Globalement les manifestations cliniques graves portent sur la peau, l’appareil 
respiratoire, le système digestif et le système cardiovasculaire. Elles peuvent concerner 
plusieurs de ces organes simultanément [Fernández de Corres et al, 1996 ; Moreno-Ancillo et 
al, 1997]. 
D’autres complications plus rares peuvent survenir, c’est le cas de symptômes rhumatismaux 
[Cuende et al, 1998]. 
 
Certains auteurs suspectent qu’un simple contact cutané ou l’inhalation de quantités infimes 
d’allergènes puissent être suffisants pour provoquer l’allergie [Tan et al, 2001]. En cause, 
plusieurs rapports dans la littérature scientifique de cas de : conjonctivite [Añíbarro et Seoane, 
1998], asthme [Armentia et al, 1998 ; Pulido-Marrero et al, 2000 ; Scala et al, 2001] et 
dermatite de contact [Conde-Salazar et al, 2002]. 
 
 

IV. Diagnostic 
 
Le diagnostic repose sur (Tableau 5) : l’anamnèse, la fibroscopie et/ou coloscopie, sur 
l’identification parasitologique et moléculaire des larves, sur l’anatomopathologie et sur les 
sérologies avec essentiellement le dosage des IgE et IgG4 spécifiques tout en gardant à 
l’esprit que pour ces deux derniers des réactions croisées sont connues avec les crustacés et 
acariens [Petithory et al, 1986 ; Fréalle et al, 2016 ; Yera et al, 2016 ; Brunet et al, 2017]. 
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Tableau 5 : Stratégie diagnostique [Audicana et al, 2003] 
Anamnèse : un 

interrogatoire minutieux 
[Shrestha et al, 2014] 

- contexte d’un repas à risque et détails de l’histoire 
clinique 

- symptômes gastro-intestinaux 
Phase aiguë : stade précoce - endoscopie digestive 

- extraction de la larve 
- étude morphologique 

 
Révèle habituellement la présence des larves en train de 
pénétrer la muqueuse digestive 

Phase subaiguë ou 
chronique : stade avancé 

- endoscopie digestive 
- biopsie 
- étude anatomopathologique du prélèvement  

 
Utile lorsque les larves ont déjà pénétré la paroi (notamment 
dans la forme intestinale) 

Cas suspects - techniques moléculaires (PCR) 
- tests de sérodiagnostique (immunoglobulines et 

précipitines) 
Autres techniques - études radiographiques barytées [Matsui et al, 1985 ; 

Matsumoto et al, 1992] 
- échographie [Shirahama et al, 1992] 
- échographie endoscopique [Okai et al, 1993 ; Sakai et 

al, 1992] 
 
 
A. Méthodes de diagnostic direct 
 
1) Exploration endoscopique 
 
Cette approche consiste à confirmer le diagnostic par la mise en évidence du parasite in situ 
(Figure 14) ainsi qu’à l’extraire le cas échéant. La larve est ensuite analysée par étude 
morphologique (Figure 14) ou anatomopathologique (Figure 15) dans le cas où une résection 
digestive est pratiquée [ANOFEL et al, 2018]. En 2018, une étude rétrospective a montré que 
51,4% des larves étaient détectées grâce à cette technique. Lorsque l’endoscopie n’est pas 
appropriée, une laparotomie est parfois pratiquée, permettant la détection de 48,6% des larves 
[Guardone et al, 2018]. 
 
1.1) Phase aiguë : visualisation des lésions, de la larve et extraction de cette dernière 
 
- Visualisation des lésions 
 

 Anisakidose gastrique 
 
Les L3 ciblent généralement la grande courbure de l’estomac [Kakizoe et al, 1995 ; Shibata et 
al, 1989]. Elles sont retrouvées enfouies dans l’œdémateuse sous-muqueuse (Figure 14), 
entourées de neutrophiles et d’éosinophiles [Yazaki et Namiki, 1989].  
 
Au point de pénétration trois types de lésions sont identifiées, une lésion « tumeur-like », 
caractérisée par la présence de larves au centre d’une élévation ; une lésion en pli-gonflé, 
lorsque la larve est trouvée pénétrant un pli muqueux œdémateux ; une lésion plate, lorsqu’il 
n’y a aucun changement dans la muqueuse pénétrée.  
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A ces lésions, sont fréquemment associés : léger saignement, pétéchies, érosion au point de 
pénétration, œdème diffus dans la muqueuse gastrique (Figure 14) [Ooiwa et al, 1989]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14 : Anisakidose gastrique. A gauche, infestation expérimentale d’une muqueuse de 
lapin par de multiples L3 d’A. simplex [Audicana et al, 2003] ; A droite, larve d’Anisakis chez 
l’Homme (endoscopie) [Okai et al, 1993]. 
A droite : (pointée par la flèche) = larve d’Anisakis, pénétrant la muqueuse gastrique. 
 
 

 Anisakidose intestinale 
 
La larve est habituellement retrouvée intacte, enchâssée dans la couche sous-muqueuse. Le 
point de pénétration est marqué par un œdème intense (épaisseur de la paroi intestinale 
multipliée par trois à cinq) et une importante infiltration cellulaire de la couche séreuse 
(Figure 15). La lésion est histopathologiquement similaire à celle qui se produit dans la forme 
gastrique aiguë, mais plus grave. [Audicana et al, 2003] 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 15 : Anisakidose intestinale. A gauche, larve d’Anisakis découverte par coloscopie 
[Tamai et Kobayashi, 2015] ; A droite, larve d’Anisakis dans une pièce de résection 
chirurgicale de colon [Aneiros-Fernandez et al, 2010]. 
A droite : (pointée par la flèche) = larve d’Anisakis 
 
 
- Visualisation de la larve 
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Lorsque la larve est repérée, cette dernière est extraite. Cela constitue le traitement de la 
parasitose et rend possible l’identification de l’espèce [ANOFEL et al, 2018 ; CDC, 2020]. 
L’identification peut être tentée sur la base des caractéristiques morphologiques (Figure 16), 
gardant à l’esprit que la larve, peut dans certains cas muer, ce qui modifie sa morphologie 
[Audicana et al, 2003]. 
L’endoscopie doit avoir lieu précocement car la larve n’est visible que pendant les six jours 
qui suivent l’ingestion [ANOFEL et al, 2018]. 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Larves L3 d’Anisakis spp. [ANOFEL et al, 2018]. 

 
 
1.2) Phase subaiguë ou chronique : visualisation des lésions et biopsie digestive 
 
- Visualisation des lésions 
 

 Anisakidose gastrique 
 
Il peut être observé : œdème, érosion, ulcère à la surface d’une induration à l’aspect tumoral, 
nodule ayant une apparence d’ulcère ou de cancer de l’estomac [Ishikura et al, 1993].  
 
Trois types de processus histopathologiques sont mis en œuvre :  
 
Formation d’un abcès normalement situé dans la sous-muqueuse avec une infiltration massive 
de polynucléaires éosinophiles autour des larves en dégénérescence (sont aussi retrouvés : 
lymphocytes, monocytes, neutrophiles et plasmocytes) [Grillo et al, 2021]. 
 
Formation d’un abcès-granulome : la larve dégénérée est située au centre d’un abcès réduit 
entouré de tissus de granulation avec collagénisation et fibrose, et des lymphocytes comme 
type cellulaire principal [Kikuchi et al, 1989]. 
 
Formation d’un granulome, stade histopathologique le plus avancé de l’anisakidose chronique. 
Les débris larvaires (souvent peu détectables) sont incrustés au centre du tissu granulomateux. 
Une forte collagénisation, la fibrose, des cellules géantes de corps étranger, des lymphocytes 
et des éosinophiles sont ainsi retrouvés [Kikuchi et al, 1989]. 
 

 Anisakidose intestinale 
 
Les observations macroscopiques et microscopiques sont similaires à celles observées dans 
l’anisakiose gastrique chronique [Kikuchi et al, 1990]. 
 
- Visualisation de la larve 
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Après avoir biopsié les lésions découvertes par exploration endoscopique, un examen 
anatomopathologique est effectué pour rechercher la présence de la larve (Figure 17). Il est 
possible d’observer la larve entière ou, dans les cas chroniques les plus avancés, de simples 
débris larvaires de nématode. Dans ces derniers cas il est parfois nécessaire de réaliser 
plusieurs sections. L’identification précise est difficile [Audicana et al, 2003]. La section 
transversale du nématode permet de relever une forme distinctive en Y, issue de la lumière 
œsophagienne du parasite [Grillo et al, 2021]. La performance de cette méthode est variable et 
dépend de la localisation du granulome. [ANOFEL et al, 2018]  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Anisakis spp. Granulome et larve en histologie [ANOFEL et al, 2018]. 

 
 
2) Identification moléculaire 
 
L’anisakidose étant causée par un parasite au stade larvaire, ce dernier ne peut pas être 
identifié de manière certaine en se basant uniquement sur des aspects morphologiques. 
L’utilisation de méthodes moléculaires est donc requise pour permettre un diagnostic d’espèce 
[Cavallero et al, 2021]. 
 
Au début des années 1980, l’électrophorèse par allozymes multiloculaires ou MAE 
(Multilocus allozyme electrophoresis) était utilisée. Une grande hétérogénéité génétique a 
ainsi pu être révélée, notamment à l’intérieur du complexe d’espèces de A. simplex lato sensu 
[Mattiucci et al, 2016 ; Cavallero et al, 2011 ; Mattiucci et al, 2005 ; D’Amelio et al, 2007].  
La PCR (Réaction de Polymérisation en chaîne), et plus précisément la PCR-RFLP (qui 
consiste en l’analyse par PCR du polymorphisme de longueur des fragments de restriction) a 
depuis largement supplanté la MAE, permettant l’identification spécifique de chacune des 
neuf espèces appartenant au genre Anisakis, indépendamment des stades de développement 
[Abollo et al, 2003 ; Cavallero et al, 2011 ; D’Amelio et al, 2000 ; Pontes et al, 2005].  
Le diagnostic d’espèce peut également être réalisée par séquençage direct de l’ADN des gènes 
nucléaires et mitochondriaux, les données de séquence étant disponibles pour presque toutes 
les espèces connues (excepté A. Schupakovi) [Cavallero et al, 2021]. 
 
Particulièrement utile pour la discrimination des espèces :  
 
- L’ADN ribosomal nucléaire couvrant la dernière partie de la sous-unité 18S et le tout début 
de la sous-unité 28S nommée ITS (ITS1-5.8S-ITS2). Il présente un degré important de 
variation entre les espèces étroitement liées [Nadler et Hudspeth, 1998]. 
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- Deux régions de l’ADN mitochondrial, séquencées pour tous les Anisakis spp [Mattiucci et 
al, 2014 ; Mattiucci et al, 2009 ; Cavallero et al, 2011 ; Valentini et al, 2006] : 

 la sous-unité 2 du gène cytochrome oxydase (cox2)  
 la petite sous-unité de l’ARN ribosomal dans le génome mitochondrial rrnS, nommée 

12S 
 
Des variantes de la PCR standard ont été développées : la PCR multiplex et la PCR en temps 
réel. Par exemple, l’une des PCR multiplex proposée reconnaît six espèces différentes 
d’anisakidés dont A. simplex s.s. et A. pegreffii [Umehara et al, 2008]. 
 
Le développement du séquençage de troisième génération (ou nouvelle génération (NGS)) 
permet de découvrir de nouveaux marqueurs pour le diagnostic comme le montrent des études 
sur d’autres nématodes parasites comme Ascaris [Jex et al, 2011 ; Wang et al, 2013]. 
 
 
3) Autres techniques 
 

- Etudes radiographiques barytées  
 

- L’échographie 
 

- L’échographie endoscopique  
 
Le signal correspondant à la larve est décrit en ces termes : c’est un écho court, linéaire et fort 
(Figure 18). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 18 : Larve anisakidé pénétrant la muqueuse intestinale (échographie endoscopique) 
[d’après Okai et al, 1993]. 
(pointée par la flèche) = larve parasite ; m = couche muqueuse ; sm = couche sous-
muqueuse ; mp = couche musculaire (appelée muscularis propria)  
 
 
B. Méthodes de diagnostic indirect 
 
1) Diagnostic immunologique 
 
Plusieurs méthodes sont utilisées (Tableau 6). La recherche d’anticorps spécifiques est utile 
dans les cas suspects où la larve ne peut être localisée : inaccessible à l’endoscopie digestive, 
migration hors du tractus gastro-intestinal, larve détruite partiellement ou totalement, formes 
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digestives chroniques, anisakidose intestinale. Elle peut aussi être utile pour surveiller une 
éventuelle séroconversion en cas de suspicion d’anisakidose.  
 
La recherche d’IgE spécifiques est indiquée dans les formes allergiques mais elle peut être 
positive dans toutes les formes cliniques [ANOFEL et al, 2018 ;  Audicana et al, 2003]. 
 

Tableau 6 : Méthodes de diagnostic indirect de l'anisakidose [ANOFEL, 2018] 

Principe 
méthodologique 

Détection de 
précipitines 

Détection des 
IgG, IgE et IgA 

anti-Anisakis 
simplex 

Détection des 
IgG ou IgG4 

dirigées contre 
les antigènes 

natifs ou 
recombinants p4 

Détection des IgE 
spécifiques 

dirigées contre 
les antigènes 

natifs ou 
recombinants p4 

Détection 
des IgG ou 
IgE anti-A. 

simplex 
spécifiques 

Nature du 
prélèvement 

Sérum 

Type de 
méthode 

Immunoélectrophorèse 
« maison » 

ELISA 
« maison » 

ELISA commerciale Western blot 

Type de mesure Quantitative (unités arbitraires) Qualitative 
CIQ Maison  
EEQ Non-disponible  

Performances du 
test 

Se : élevée 
Sp : faible, réaction croisée avec d’autres nématodes 

Se : élevée 
Sp : faible, 
réaction croisée 
avec d’autres 
allergènes 

Se : élevée 
Sp : élevée 

Interprétations Mise en évidence de 
systèmes précipitants 
dont la spécificité ne 
peut être affirmée : 

anisakidose digestive 
possible 

- IgG/IgG4 : anisakidose digestive possible, par exemple si 
symptomatologie digestive évocatrice après consommation de 
poisson de mer cru ou de calamars insuffisamment cuits 
 
- IgE : anisakidose allergique possible, par exemple si 
manifestations allergiques à la suite de l’ingestion de poissons de 
mer ou de calamars 

Cause d’erreur, 
limites du test 

Réaction croisée avec 
d’autres helminthoses 

- IgG/IgG4 : négative en phase aiguë. Réaction croisée avec 
d’autres helminthoses 
- IgE : stimulation non spécifique possible chez le sujet atopique. 

 
Ces approches présentent une sensibilité de 70% à 80% [Asaishi et al, 1980], mais nécessitent 
un délai d’une semaine et, par conséquent, ne sont pas toujours adaptées [Shrestha et al, 2014 ; 
Kawanishi et al, 2021]. 
 
Il faut rester prudent quant aux résultats prodigués par ces tests : en effet les résultats doivent 
être confrontés au contexte clinique et épidémiologique du patient et ne suffisent donc pas 
pour poser un diagnostic. 
D’autre part, certaines études remettent en cause la validité de ces tests. En effet on peut 
relever que ces tests sérologiques s’appuient sur des molécules antigéniques telles que les 
Ani-s1 à 14, qui sont connues pour réagir de manière croisée avec des molécules similaires 
provenant d’autres organismes comme les arthropodes (crustacés, acariens) [Cavallero et al, 
2021 ; Daschner et al, 2012 ; Dupouy-Camet et al, 2020]. 
 
 
2) Bilan biologique 
 
Au prélèvement sanguin : possible hyperleucocytose avec hyperéosinophilie [ANOFEL et al, 
2018 ; Audicana et al, 2003]. 



43 
 

 
 
C. Diagnostic différentiel 
 
Un diagnostic différentiel peut être effectué notamment vis-à-vis de l’appendicite, de 
l’entérite (iléite si la dernière portion de l’intestin grêle est touchée), de l’ulcère gastrique, de 
la diverticulite, de tumeurs malignes, de la maladie de Crohn ou de processus ischémique 
[Torre et al, 2002 ; Aneiros-Fernandez et al, 2010]. 
 
 

V. Traitement 
 
A. Technique de référence : extraction chirurgicale 
 
Dans la plupart des cas, l’anisakidose est traitée par l’extraction de la larve à la pince lors 
d’une endoscopie (Figure 19) ou par chirurgie [ANOFEL et al, 2018 ; CDC, 2020 ; Dupouy-
Camet et al, 2014].  
L’estomac étant facile d’accès, l’anisakidose gastrique se traite par endoscopie puis extraction. 
Pour maximiser les chances de localiser et éliminer les larves, l’intervention devrait avoir lieu 
dans les 12 heures suivant le repas contaminant. Cette parasitose devrait par conséquent être 
considérée comme une urgence [Bucci et al, 2013]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 19 : Extraction par endoscopie d’une larve d’Anisakis [Carbonell, 2017]. 
 
 
Lorsque la larve est plus difficile d’accès, la chirurgie, par laparotomie ou résection de la 
partie atteinte, peut être employée [Audicana et al, 2003]. 
Les formes intestinales ou extra-intestinales, ou lorsque surviennent en parallèle une 
occlusion, une appendicite ou une péritonite sont concernées [CDC, 2020]. 
 
Des études plus récentes sur l’anisakidose intestinale ont montré qu’une prise en charge moins 
invasive était possible et que l’emploi de techniques chirurgicales n’apportaient pas un 
bénéfice majeur par rapport à une thérapie dite conservative sans acte chirurgical. Pour 
certains auteurs, lors d’une anisakidose intestinale correctement diagnostiquée, il n’y a pas 
d’intérêt à extraire systématiquement le parasite, car tous les patients inclus dans les études 
concernées se sont rétablis sans séquelles ultérieures [Kawanishi et al, 2021 ; Shrestha et al, 
2014]. 
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B. Chimiothérapie 
 
Il existe un traitement médicamenteux per os qui peut être associé ou non à la chirurgie mais 
dont la preuve de l’efficacité n’a pas été apportée : utilisation d’un antiparasitaire, 
l’albendazole 400 mg, 2 prises par jour (matin et soir) pendant 7 jours, éventuellement 
complété (lorsque l’anisakidose présente un aspect allergique) par des antiallergiques : 
antihistaminiques et corticoïdes locaux et par voie générale [Dupouy-Camet et al, 2016 ; 
Dupouy-Camet et al, 2020]. 
Des cas suspects ont parfois été traité de cette manière, lorsque l’anamnèse et/ou la sérologie 
étaient hautement suggestive, mais l’utilisation d’antiparasitaires seuls est controversée 
[Guardone et al, 2018]. Il est à noter que cette indication pour l’utilisation de l’albendazole 
n’est pas encore reconnue par la FDA [Dupouy-Camet et al, 2016 ; CDC, 2020]. 
 
Enfin, il a été rapporté l’utilisation d’adrénaline lors de cas allergiques sévères, à l’instar des 
chocs anaphylactiques par exemple [Dupouy-Camet et al, 2016]. 
 
 
C. Soins adjuvants 
 
Des soins adjuvants sont prodigués. Il s’agit globalement d’une diète orale et de traitements 
antalgiques [Kawanishi et al, 2021 ; Shrestha et al, 2014]. Des conseils diététiques peuvent 
être prodigués pour éviter aux patients antérieurement atteints d’anisakidose de se 
recontaminer (voire prophylaxie).  
 
Pour les cas très graves (anaphylaxie), un régime strict avec une éviction complète du poisson 
est recommandée [Smith et Wootten, 1978 ; Gracia-Bara et al, 2001 ; Audicana et al, 2003]. 
 
 
D. Perspectives diagnostiques et thérapeutiques 
 

- Recherche de nouveaux moyens de diagnostic : l’analyse protéomique par 
spectrométrie de masse (SM) [Marzano et al, 2020] 

 
Cette méthode rapide et validée pour l’identification phénotypique (ID) de nombreux 
microorganismes pathogènes, y compris les bactéries, les levures, et les champignons 
filamenteux, tire parti de la technologie MALDI–TOF MS [Putignani et al, 2011 ; Del 
Chierico et al, 2012 ; Greco et al, 2018]. 
 
Des résultats prometteurs par MALDI-TOF MS ont été récemment rapportés et pourraient 
permettre l’identification des larves d’Anisakis spp. présentes dans les tissus des patients 
[Marzano et al, 2020]. 
 

- Recherche de nouvelles molécules thérapeutiques 
 
Des auteurs se sont penchés sur les effets anthelminthiques des plantes impliquées dans la 
médecine chinoise traditionnelle et la cuisine de certains plats. Les extraits de feuilles de 
Perilla (Perilla frutescens, [INPN, 2022]) et les rhizomes de gingembre officinal (Zingiber 
officinale, [INPN, 2022]) auraient des effets létaux in vitro sur les larves d’Anisakis de stade 
L3 [Goto et al, 1990]. 
 
Cependant Cavallero et collaborateurs estiment qu’il n’existe pas encore de modèles in vivo et 
in vitro fiables et appropriés pour valider les résultats de ces études [Cavallero et al, 2021]. 
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- La désensibilisation 
 
Dans le cas particulier d’A. simplex, cette approche semble compliquée car les antigènes 
parasitaires responsables de la sensibilisation sont nombreux et plus complexes que les 
allergènes alimentaires classiques. Avec le temps une désensibilisation naturelle semble 
apparaitre chez les patients allergiques à A. simplex qui suspendent toute consommation de 
poisson. Cependant des resensibilisations peuvent également survenir, et la période nécessaire 
à l’obtention d’une désensibilisation est inconnue [Audicana et al, 2008]. 
 

- Prise en compte du danger allergique lié aux anisakidés 
 
Depuis le début des années 2000 les extraits d’A. simplex sont inclus dans les ensembles 
standard d’allergènes pour les enquêtes sur les allergies alimentaires, l’anaphylaxie, et même 
les allergies médicamenteuses [Moneret-Vautrin et al, 2005]. 
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PARTIE II : DIBOTHRIOCEPHALOSE 
 
 Plusieurs termes ont été utilisés pour désigner cette parasitose. En effet, la 
dibothriocéphalose, aussi appelée diphyllobothriose, était anciennement connue sous le nom 
de bothriocéphalose.  
De surcroit, il existe plusieurs espèces impliquées dans cette helminthose. Une des plus 
étudiées et qui compte parmi les plus fréquemment impliquée chez l’Homme, s’est vue 
attribuer de nombreux noms depuis la première mention scientifique dont elle a fait l’objet au 
XVIIIe siècle. 
Le parasite a d’abord été nommé Tænia lata en 1758 par le naturaliste suédois Carl von Linné, 
puis Dibothriocephalus latus en 1899, Diphyllobothrium latum en 1910, Bothriocephalus 
latus en 1918. Les noms vernaculaires sont tout aussi divers et variés à l’instar des 
appellations lapamato en Finlande, bred binnikemask en Suède ou broad fish tapeworm chez 
les anglo-saxons. Ceci revenant à dire « grand ténia du poisson » en français [Delpy et al, 
2005]. En France, cet agent a été fréquemment nommé bothriocéphale bien que selon 
l’ANSES cette dénomination ne devrait plus être employée car portant à confusion avec le 
genre Bothriocephalus (parasite de l’intestin de nombreuses espèces de poissons) et qui est 
différent du pathogène humain que l’on cherche à nommer [ANSES, 2017]. 
 
Etymologiquement, Dis signifie « deux », phylos « la feuille » et bothros « les rainures » 
[Delpy et al, 2005].  
 
Récemment, plusieurs études ont permis de réviser la taxonomie entourant ce parasite 
[Kuchta et al, 2008 ; Waeschenbach et al, 2017].  
Depuis lors, on lui associe la dénomination binomiale Dibothriocephalus latus (Linnaeus, 
1758) Lühe 1899 [Waeschenbach et al, 2017 ; INPN, 2022 ; WoRMS, 2017 ; GBIF, 2021].  
 
Certaines sources telles que l’INPN ou le GBIF, acceptent également la dénomination 
« Diphyllobothrium latum » (Linnaeus, 1758) Lühe, 1910.  
 
Pour faciliter la compréhension, seule la dénomination binomiale Dibothriocephalus latus 
sera employée pour la suite de ce travail. Par analogie, le terme dibothriocéphalose sera le 
seul utilisé pour désigner la pathologie dont il est question. 
 
D. latus est l’une des espèces le plus souvent responsables de dibothriocéphalose humaine, 
même si d’autres espèces moins connues peuvent également être impliquées [Waeschenbach 
et al, 2017]. En France métropolitaine, D. latus est la seule qui puisse être contractée à partir 
de poissons autochtones. La suite de ce travail sera de ce fait centrée sur l’espèce D. latus. Il 
est à noter toutefois que la consommation de poisson d’importation en métropole garde 
également ouverte la possibilité d’y être infecté par une autre espèce de ce même genre 
[Delpy et al, 2005 ; ANSES, 2017 ; Pastor-Valle et al, 2014]. 
 
 

I. Agent étiologique : D. latus 
 
A. Taxonomie  
 
D. latus est un plathelminthe, cestode. Il s’agit donc d’ un ver plat rubané ou segmenté 
(cestode venant du grec kestos qui signifie « ruban »).  
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Comme mentionné en introduction de cette partie, la taxonomie entourant ce parasite a été 
sujette à de profonds remaniements ces dernières années. L’arbre taxonomique de D. latus 
peut être représenté comme suit (Tableau 7) : 
 
Tableau 7 : Taxonomie de D. latus et aperçu de la diversité des Cestodes [Bronstein et  Klotz, 
2005 ; Kuchta et al, 2008 ; Waeschenbach et al, 2017 ; ITIS, 2017 ; WoRMS, 2010 ; WoRMS, 
2022]. 
 
Règne Animal 
Sous-règne         Bilatériens 
Infra-règne               Protostomiens 
Super-
embranchement 

                  Platyzoaires 

Embranchement                          Plathelminthes 
Infra-
embranchement 

                               Neodermata 

Classe                                       Cestodes 
Sous-classe                                              Eucestoda 
 Famille Genre Espèce 
Ordre Diphyllobothriidea Diphyllobothriidae 

Lühe, 1910 
Dibothriocephalus  
Lühe, 1899 

Dibothriocephalus 
latus (Linnaeus, 
1758) Lühe, 1899 
Dibothriocephalus 
dendriticus 
Dibothriocephalus 
nihonkaiensis 

Diphyllobothrium  
Spirometra  

Bothriocephalidea    
Ce tableau n’a pas vocation à être exhaustif, seules les espèces d’intérêt pour ce manuscrit y 
sont présentées. 
 
 
Dissociés en 2008, les ordres Diphyllobothriidea et Bothriocephalidea constituaient ensemble 
l'ancien ordre des Pseudophyllidés. Ils se démarquent l’un de l’autre par des critères 
morphologiques, par le spectre des hôtes définitifs (principalement des tétrapodes et le plus 
souvent des mammifères chez Diphyllobothriidea contre des poissons téléostéens chez 
Bothriocephalidea), mais également par le fait que Diphyllobothriidea est associé à des 
groupes de cestodes qui présentent une gamme de caractères plésiomorphes, c’est-à-dire 
ancestraux ou primitifs. Bothriocephalidea est associé à des groupes considérés comme ayant 
des caractères dérivés [Kuchta et al, 2008]. 
 
Le genre Dibothriocephalus, réhabilité en 2017, regroupe des espèces terrestres et d’eau 
douce et par là même les parasites les plus courants chez l’Homme, à l’instar de D. latus mais 
aussi de D. dendriticus ou de D. nihonkaiensis . Le genre Diphyllobothrium regroupe 
dorénavant quant à lui des espèces parasites de cétacés ne parasitant l’Homme 
qu’exceptionnellement [Waeschenbach et al, 2017]. 
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B. Structure et physiologie 
 
Les espèces de la famille des Diphyllobothriidae montrent une morphologie très similaire 
entre elles [Pastor-Valle et al, 2014]. 
 
1) Stade larvaire (plérocercoïde) 
 
Il s’agit de la forme sous laquelle le parasite est observable dans le poisson contaminé. Etant 
donné son statut encore immature, elle ne fournit qu’un nombre limité de caractéristiques 
morphologiques aptes à l’identification de l’espèce parasitaire. Pour D. latus il s’agit de : 
 
- plis transverses : présent 
- scolex (Figure 20) : entièrement rétracté (invaginé) 
- taille des microtriches : 1-2 µm 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 20 : Scolex d’une larve plérocercoïde de D. latus (MEB) [Waeschenbach et al, 2017]. 
 
 
La larve plérocercoïde mesure 15 à 20 mm de long et 2 à 3 mm de large, elle est blanchâtre, 
brillante et non segmentée [Bronstein et Klotz, 2005 ; Kuchta et al, 2015 ; ANOFEL, 2022]. 
 
 
2) Stade adulte 
 
2.1) Structure générale 
 
La forme adulte de D. latus mesure 1 à 12 m de long (parfois jusqu’à 20m) et se compose 
pour les plus grands de 2000 à 4000 segments, aussi appelés anneaux ou plus 
scientifiquement proglottis [Kuchta et al, 2015 ; Delpy et al, 2005] (Figure 21). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 21 : Strobile de D. latus (au centre), de D. dendriticus (à gauche) et de 
Diplogonoporus balaenopterae (à droite) [Kuchta et al, 2015]. 
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Selon un axe antéro-postérieur le parasite se compose de trois parties principales : 
 
- Le scolex, extrémité antérieure (Figure 22), mesure 1 à 5 mm. De forme allongée voire 
lancéolée (en forme de cuillère), il est toujours inerme (dépourvu de crochets) [Kuchta et al, 
2008] et porte deux ventouses, l’une dorsale et l’autre ventrale appelées bothridies [Delpy et 
al, 2005 ; Waeschenbach et al, 2017 ; ANOFEL et al, 2018].  
Ces bothridies sont peu profondes, allongées, fendues sans marges projetées et ouvertes en 
avant et en arrière [Waeschenbach et al, 2017]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 22 : Scolex de D. latus au stade adulte (MEB) [Kuchta et al, 2015]. 
 
 
- Le « cou » est une zone germinale formée d’anneaux difficilement individualisables et dotée 
d’une grande capacité de prolifération [Delpy et al, 2005]. Ces anneaux évolueront en futurs 
proglottis [Kuchta et al, 2015]. Le cou est habituellement long et étroit chez les cestodes du 
genre Dibothriocephalus [Waeschenbach et al, 2017]. 
 
- Le strobile, représente la plus grande partie du corps. Il est constitué par l’enchaînement de 
nombreux proglottis (Figure 23), habituellement plus larges que longs (largeur de 1 cm 
environ [ANSES, 2017]), de forme légèrement trapézoïdale, disposés en chaîne et dits 
« craspedote », ce qui signifie que chaque proglottis est chevauché par le proglottis précédent 
[Waeschenbach et al, 2017]. Ils sont organisés selon un stade de maturation croissant au fur et 
à mesure que l’on s’éloigne du cou [Delpy et al, 2005 ; Kuchta et al, 2015]. Les proglottis 
mûrs sont hermaphrodites, ils présentent en leur centre une tâche noire polylobée qui 
correspond à l’accumulation des œufs dans l’utérus [ANOFEL et al, 2018]. 
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Figure 23 : Proglottis de D. latus [Kuchta et al, 2015]. 
cs = sac cirrus ; ov = ovaire ; t = testicules ; u = utérus ; up = pore utérin ; v = follicules 
vitellins 
 
 
Les vers sont entourés d’une cuticule organisée en trois couches avec des microtrichies (aussi 
appelées poils ou papilles) qui permettent d’augmenter la surface d’absorption, puis une 
assise moyenne homogène et enfin une assise interne granuleuse. Cette cuticule est tapissée 
d’une membrane basale granuleuse entourant une bicouche musculaire, circulaire et 
longitudinale [Delpy et al, 2005]. 
 
Enfin, un parenchyme fait d’un réseau plus ou moins lâche, très souple et riche en glycogène 
se trouve au centre. Le parenchyme contient aussi des corpuscules calcaires (sels de Ca²+ et 
sels de Mg2+), des lipides, des mucopolysaccharides, des protéines et du tissu musculaire 
[Delpy et al, 2005]. 
 
2.2) Physiologie  
 
- Métabolisme [Delpy et al, 2005] 
 
Le ver adulte D. latus se fixe à la muqueuse digestive de son hôte par l’intermédiaire de 
ventouses appelées bothridies qui englobent les villosités puis les détruisent, laissant ainsi une 
zone d’atrophie et d’inflammation avant plus tard de changer de position. 
Le parasite absorbe ses nutriments de façon passive à travers les téguments, par osmose, au 
moyen de microtriches, mais aussi de façon active pour les protides et glucides. Les 
principaux métabolites utilisés sont les glucides, puisés aux dépends de l’hôte, et les sels 
biliaires, qui sont indispensables au cestode. Ses besoins en acides aminés et minéraux sont en 
revanche plus faibles. 
Les besoins en vitamines varient selon l’espèce du parasite. D. latus utilise de grandes 
quantités de vitamine B12. Il absorbe en effet de 75 à 100 % des apports de l’hôte définitif et 
cela impacte le taux de vitamine B12 retrouvé dans le sang de l’hôte. Cette consommation 
excessive peut induire une anémie. L’absorption de la vitamine B12 se fait essentiellement 
dans les segments proximaux et diminue en s’éloignant du scolex. 
 
- Excrétion [Delpy et al, 2005] 
 
Elle est effectuée par un système osmorégulateur fait de cellules vibratiles, les solénocytes, 
associées à plusieurs paires de canaux. 
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- Système reproducteur (Figure 24) : 
 
D. latus est un ver hermaphrodite, chaque proglottis intègre donc des organes mâles et des 
organes femelles [Bronstein et  Klotz, 2005]. 
 

L’appareil mâle se compose de nombreux testicules, en position médullaire (présents 
au centre du proglottis) et disposés en deux bandes longitudinales confluentes antérieures et 
postérieures. Un conduit efférent relie chaque testicule avec un canal commun, le conduit 
déférent. Dans son extrémité distale, le conduit déférent s’élargit et va former une vésicule 
séminale musculaire externe. La taille et la position de cette vésicule sont utilisées pour 
distinguer les différentes espèces de l’ordre des Diphyllobothriidea et comptent ainsi parmi 
les plus importants critères pour le diagnostic d’espèce. 
La vésicule séminale est connectée à la partie proximale d’un sac musculaire ovale qui 
contient le cirrus invaginé (ou cirre), organe musculaire copulateur. Le cirrus s’ouvre sur 
l’atrium génital commun [Delpy et al, 2005 ; Waeschenbach et al, 2017 ; Kuchta et al, 2015]. 
 

L’appareil femelle comprend de nombreuses petites glandes vitellogènes sphériques en 
position corticale occupant la plus grande partie de l’espace des proglottis. Un complexe 
ovarien, composé d’un ovaire bilobé en position médiale à l’arrière du proglottis et qui se 
prolonge dans sa terminaison par un sphincter musculaire (l’oocapt) puis un oviducte, un 
réservoir vitellin commun, l’ootype et la glande de Mehlis. Un vagin relie le complexe 
ovarien à l’atrium génital commun. 
Enfin, un utérus tubulaire formant quelques boucles sous forme de rosette, antérieur à l’ovaire, 
s’étend de ce dernier jusqu’au pore utérin médioventral (postérieur au pore génital) duquel 
sont émis les œufs lorsque le proglottis est gravide [Kuchta et al, 2015]. Autrement dit 
l’orifice de ponte se trouve sous le pore génital [ANOFEL et al, 2018]. 
 

Les organes reproducteurs sont disposés symétriquement et horizontalement, rarement 
verticalement [Waeschenbach et al, 2017]. 
Les deux appareils se rejoignent dans l’atrium génital commun dont l’ouverture se nomme 
pore génital. Antérieur au pore utérin et situé sur la face ventrale des segments, le pore génital 
se trouve sur une élévation densément couverte de papilles (mamelons) [Delpy et al, 2005 ; 
Kuchta et al, 2008 ; Kuchta et al, 2015]. 
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Figure 24 : Schéma du système reproducteur des membres de l’ordre des Diphyllobothriidea 
(b et g) comparé à celui des Bothriocephalidea (a, c – f) [Kuchta et al, 2008]. 
(a) et (b) = vue ventrale ; (c) et (g) = vue latérale ; (d – f) = sections transversales ; cs = sac 
cirrus ; esv = vesicule séminale externe ; o = ovaire ; t = testicules ; u = utérus ; us = sac 
utérin ; vf = follicules vitellins / glandes vitellogènes ; vg = vagin 
 
 
La fécondation est possible par deux mécanismes : l’autofécondation à l’intérieur d’un même 
proglottis et la fécondation croisée entre proglottis matures [Bronstein et  Klotz, 2005]. 
Dans ce dernier cas la reproduction se fait par copulation entre les organes mâles et femelles 
de proglottis mûrs avec possibilité de relations entre des proglottis situés à des niveaux 
différents du strobile. La quantité d’œufs émise par le parasite est souvent très importante 
[Delpy et al, 2005]. Les œufs peuvent être émis par une déhiscence spontanée de l’anneau et 
éclatement du sac utérin distendu, par une lyse en quelques jours dans le magma fécal, ou 
encore par émission continue par le pore utérin [Bronstein et Klotz, 2005 ; Kuchta et al, 2015]. 
 
2.3) Caractéristiques communes aux organismes de l’ordre des Diphyllobothriidea : 
[Kuchta et al, 2008] 
 
- Présence d’une vésicule séminale externe musculaire. 
- Absence de sac utérin 
- Position du pore génital (aspect ventral et antérieur au pore utérin) 
- Spectre des hôtes définitifs, composé principalement des tétrapodes et le plus souvent des 
mammifères avec, concernant les mammifères terrestres, une faible spécificité vis-à-vis de 
l’espèce hôte 
- Cycle comportant généralement trois hôtes successifs, des crustacés en premier hôte 
intermédiaire, des poissons en deuxième hôte intermédiaire et un mammifère en hôte définitif 
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II. Epidémiologie 
 
Les membres de la famille des Diphyllobothriidae ont des spécificité d’hôtes et de distribution 
géographique. Cependant aujourd’hui, les voyages, les migrations de populations et les flux 
mondiaux modifient activement les frontières géographiques de ces parasites [Pastor-Valle et 
al, 2014]. 
 
A. Cycle 
 
Le cycle de D. latus (Figure 25) est hétéroxène, il nécessite l’intervention de trois hôtes 
successifs : deux hôtes intermédiaires (HI) qui sont, un crustacé planctonique et un ou des 
poissons d’eau douce, hébergeant le parasite à l’état larvaire, et un hôte définitif (HD), 
l’Homme ou d’autres mammifères piscivores, qui héberge le parasite à l’état adulte [ANSES, 
2017 ; Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
Ce cycle nécessite que des selles contaminées se trouvent en contact avec de l’eau douce dans 
laquelle sont présents un petit crustacé copépode et des poissons susceptibles d’être mangés 
crus (ou mal cuits) par l’hôte définitif [Delpy et al, 2005]. 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Cycle de D. latus [Delpy et al, 2005]. 

 
 
1) Passage de l’œuf au premier hôte intermédiaire 
 
Les œufs, non-embryonnés à la ponte, émis dans l’eau douce avec les matières fécales de 
l’HD, subissent une étape de maturation, ils s’embryonnent. Ils peuvent résister quelques 
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jours dans les matières fécales ou dans l’eau mais sont sensibles à la dessication [Bronstein et  
Klotz, 2005 ; Delpy et al, 2005]. Matures, ils renferment des embryons sphériques de 50 μm 
diamètre, revêtus d’une enveloppe externe ciliée et présentant trois paires de crochets 
chitineux (embryon hexacanthe) [Bronstein et  Klotz, 2005 ; Kuchta et al, 2015]. Entre le 7e et 
le 20e jour, en présence de lumière, d’oxygène et d’une température fraîche (de 8 à 20°C), les 
œufs éclosent dans l’eau et libèrent via l’opercule des larves dites « coracidium ». Ces larves 
vont nager dans l’eau et leurs mouvements vont attirer le premier HI, des crustacés 
planctoniques à l’instar du copépode (Figure 26) (principalement des genres Cyclops, 
Diaptomus et Eudiaptomus). Ingérées par ces crustacés, les coracidium perdent l’enveloppe 
ciliée et traversent la paroi du tube digestif pour gagner la cavité corporelle. Pendant 16 à 18 
jours le coracidium va grandir et se transformer en larve « procercoïde », mesurant 500μm de 
long [Delpy et al, 2005]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 26 : Copépodes ; à gauche de l’espèce Cyclops scutifer [GBIF, 2022] ; à droite de 
l’espèce Eudiaptomus gracilis [Reshetnikova et al, 2020]. 
 
 
2) Passage du premier au deuxième hôte intermédiaire 
 
Lorsque ce crustacé est avalé par le deuxième HI, un poisson carnassier (alevins de perche (P. 
fluviatilis), vairon (Phoxinus phoxinus [DORIS, 2017])), la larve est libérée puis traverse la 
paroi intestinale pour se loger dans la musculature ou les viscères (elle peut se retrouver à 
l’instar d’Anisakis sp. sur les rabats ventraux de l’abdomen) (Figure 27). Elle s’y transforme 
en larve « plérocercoïde » et devient infestante pour l’HD. La plupart des plérocercoides sont 
encapsulées mais il arrive que certains spécimens soient libres dans la cavité viscérale, c’est le 
cas par exemple lorsque des évènements de migration post-mortem ont lieu [Delpy et al, 
2005 ; ANSES, 2017 ; Kuchta et al, 2015]. Ce premier poisson peut lui-même être ingéré par 
un autre poisson carnassier (perche plus âgée, brochet, lotte d’eau douce, salmonidés) qui 
constituera alors un hôte paraténique [Menconi et al, 2020] et les plérocercoïdes infesteront 
les muscles et les viscères de ce nouvel hôte [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. La plérocercoïde 
peut survivre dans le corps du poisson de plusieurs mois jusqu’à quelques années [Kuchta et 
al, 2014]. 
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Figure 27 : Larve plérocercoïde de D. latus encapsulée dans la chair d’un poisson [modifié 
d’après ANOFEL, 2022] 
 
 
3) Passage du deuxième hôte intermédiaire à l’hôte définitif 
 
Lorsque l’HD ingère la chair crue ou mal cuite d’un poisson infesté, la larve plérocercoïde est 
libérée dans l’intestin et le scolex se dévagine de telle sorte que la paroi interne du scolex 
devienne un tégument. C’est une phase cruciale du cycle qui rend alors possible la fixation du 
parasite à la muqueuse intestinale, son succès dépend de conditions très précises qui ne se 
rencontrent que chez les espèces capables d’assumer le rôle d’HD [Bronstein et Klotz, 2005 ; 
Kuchta et al, 2015 ; Delpy et al, 2005]. 
 
Une fois fixé, le parasite croît de plusieurs centimètres par jour pour atteindre un stade adulte 
sexuellement mature émettant des œufs directement dans la lumière intestinale. Ce stade est 
atteint en trois à cinq semaines et coïncide avec le moment ou l’on commence à retrouver des 
œufs dans les selles (environ un mois après l’infestation) [Dupouy-Camet et Yera, 2015 ; 
Delpy et al, 2005]. 
Chaque jour, près d’un million d’œufs sont émis et la période contaminante s’étend sur 
l’ensemble de la durée de vie du parasite adulte dans le tube digestif de son hôte. Pour D. 
latus celle-ci peut dépasser les dix ans [ANSES, 2017 ; Delpy et al, 2005 ; Kuchta et al, 2015]. 
 
Il est intéressant de noter qu’un HD peut être porteur de plusieurs parasites (jusqu’à 200), et 
que tous les âges de la vie sont concernés [Delpy et al, 2005]. Ce parasite peut également 
« cohabiter » avec d’autres vers ronds. En général il rejette les autres cestodes mais ce n’est 
pas systématique [Pancharatnam et al, 1998]. 
Notons enfin que le réservoir du parasite est constitué de ses HD (Homme, chat, chien, renard, 
lynx, ours…) et de ses HI (poissons carnassiers) [ANSES, 2017]. 
 
 
B. Répartition géographique 
 
Les cestodoses transmises par consommation de poisson sont des pathologies répandues avec 
pour les parasites du genre Dibothriocephalus environ 20 millions de sujets porteurs à travers 
le monde. Cette estimation est cependant approximative car comme le rapportent Kuchta et 
collaborateurs, quel que soit le pays il n’y a pas de déclaration systématique des cas. Des 
réémergences sont rapportées ces dernières années en Europe et dans d’autres parties du 
monde comme au Japon [Waeschenbach et al, 2017 ; Kuchta et al, 2015 ; Robert-Gangneux et 
al, 2019]. 
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1) Répartition géographique de D. latus 
 
D. latus est un parasite cosmopolite retrouvé en particulier dans les zones tempérées de 
l’hémisphère nord (Figure 31) [ANOFEL et al, 2018 ; Waeschenbach et al, 2017]. Il est 
commun dans les régions disposant de grandes étendues d’eau (lacs, deltas, marais) comme 
les pays du nord de l’Europe (Finlande, région de la Carélie en Russie, Sibérie, pays baltes, 
Norvège, Danemark, Suisse, Italie du Nord) et est également présent en Amérique du Nord 
(au Canada et en Alaska). Récemment sa présence a également été rapportée en Amérique du 
Sud (Chili) [Delpy et al, 2005 ; Kuchta et al, 2013]. 
 
 
2) Répartition géographique des cas de dibothriocéphalose à D. latus 
 
D. latus est un parasite historiquement endémique en Europe (Figure 28) [Dupouy-Camet et 
Yera, 2015]. Sa présence est attestée pour l’époque Médiévale par l’identification d’œufs dans 
des tombes datées de l’an 875 à l’an 1500, retrouvées dans des cimetières en Angleterre, en 
Allemagne et en République Tchèque [Flammer et al, 2020]. Toutefois la présence du parasite 
semble encore bien antérieure à cette période. Sans pouvoir certifier qu’il s’agit de l’espèce D. 
latus, des œufs du genre Dibothriocephalus ont été retrouvés au niveau d’habitats palafittes 
(habitations préhistoriques lacustres) près du lac de Chalain (Jura, France) dans des 
coprolithes (excréments fossiles) humains et canins datés pour les plus anciens de 3200 à 
3150 avant JC. En Allemagne et en Suisse, sur d’autres sites lacustres, des œufs de 
Dibothriocephalus sp. ont été identifiés dans des couches sédimentaires d’occupation datée de 
3917 à 2900 avant JC. Cela en fait pour l’Europe continentale la référence la plus ancienne 
connue à ce jour [Le Bailly et Bouchet, 2013]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 28 : Répartition géographique des cas humains de dibothriocéphalose à D. latus 
[Kuchta et al, 2015] 
cercle plein = cas confirmés par de méthodes moléculaires ; cercle vide = cas non confirmés 
par méthode moléculaire ; astérisque = cas sporadique 
 
 
Aujourd’hui encore le parasite demeure présent en Europe occidentale (Tableau 8). En 
décroissance dans les pays baltes et scandinaves (qui constituaient les foyers historiques de la 
parasitose), il a été observé une réémergence de l’incidence de la dibothriocéphalose au début 
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des années 2000 dans les zones francophones et italophones des lacs périalpins (bords du lac 
Léman notamment).  
 
Tableau 8 : Répartition géographique des cas de dibothriocéphalose en Europe de l’Ouest 
Période  
[auteurs, date] 

Lieu Nombre de 
cas 

1987-2015  
[Kuchta et al, 2015] 

Environs lacs alpins (Est de la France, Nord de 
l’Italie, Suisse) 

Estimation à 
plus de 200 

1990-2004  
[Dupouy-Camet et 
Peduzzi, 2004] 

Lac Majeur (rives suisses) 33 

1993-2002  
[Dupouy-Camet et 
Peduzzi, 2004] 

Lac Léman (rives suisses et françaises) 70 

2012  
[Dupouy-Camet et 
Yera, 2015] 

Thonon (Haute Savoie) 4 

2013  
[Dupouy-Camet et 
Yera, 2015] 

Thonon 1 
Passy (Haute Savoie) 1 

 
 
L’incidence des cas humains semble de nouveau en diminution et a un niveau faible 
actuellement, des cas sporadiques sont toujours rapportés [ANSES, 2017 ; Dupouy-Camet et 
al, 2020 ; Kuchta et al, 2015]. 
 
A noter qu’en Amérique du Nord le nombre de cas de Dibothriocéphalose imputés à D. latus à 
chuté drastiquement. La plupart des cas encore rapportés le sont pour les Etats-Unis de la 
région des Grands Lacs, de l’Alaska et pour le Canada de la province de Manitoba. En 
revanche ce parasite reste commun en Russie, de l’Oural à l’extrémité Est du pays, incluant 
par exemple le lac Baikal [Kuchta et al, 2015]. 
 
 
3) Répartition du parasitisme chez les poissons (Tableau 9) 
 
Tableau 9 : Répartition du parasitisme chez les poissons des lacs alpins 
Période 
[auteurs, 
date] 

Lieu Espèce 
(n) 

Prévalence ± 
IC95% 

Intensité 
d’infestation 

Intensité 
moyenne 

Abondance 
moyenne 

Min Max 
2003-2005 
[Nicoulaud 
et al, 
2005] 

Lac 
Léman 

P. fluviatilis 4 – 10%     

2011-2013 
[Dupouy-
Camet et 
al, 2015] 

Lac 
Léman 

P. fluviatilis 
 
(960 filets) 

0,93% 
 

0,3-1,5% 

    

P. fluviatilis 
 
(24 poissons 
entiers) 

29,2% 
 
 

    

E. lucius 
(6) 

100% 
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L. lotta 
(7) 

28,6% 
 

    

        
2005-2007 
[Wicht et 
al, 2009] 

Lac de 
Côme 
(Italie) 

P. fluviatilis 30%   1,25  

2013-2014 
[Gustinelli 
et al, 
2016] 

Lac de 
Côme 

P. fluviatilis 
(426) 

25,4% 
 

21,3-29,8 

1 3 1,24 0,31 

E. lucius 
(19) 

84,2% 
 

60,4-96,6 

2 206 28,25 23,79 

L. lotta 
(55) 

3,6% 
 

0,4-12,5 

1 2 1,5 0,05 

Lac 
Majeur 
(Italie) 

P. fluviatilis 
(635) 
 

6,6% 
 

4,8-8,8 

1 3 1,05 0,07 

E. lucius 
(1) 
 

100% 
 

2,5-100 

1 1 1 1 

Lac 
Iseo 
(Italie) 

P. fluviatilis 
(458) 

7,6% 
 

5,4-10,5 

1 4 1,29 0,1 

E. lucius 
(7) 

71,4% 
 

29-96,3 

1 35 16,4 11,71 

L. lotta 
(26) 

3,8 
 

0,1-19,6 

3 3 3 0,12 

2019 
[Menconi 
et al, 
2020] 

Lac 
Iseo 

P. fluviatilis 
(598) 

6,5%   1 (sud 
du lac) – 

1,2 
( nord) 

0,02 (sud) 
– 0,26 
(nord) 

n = nombre de poissons analysés ; IC95% = Intervalle de confiance à 95% ; Intensité 
moyenne = moyenne de plérocercoïdes/poisson 
 
 
Remarques : 
 
- Entre 2011 et 2013, aucun poisson examiné provenant des lacs d’Annecy et du Bourget 
n’était porteur de plérocercoïde de D. latus. Aucun des ombles chevaliers (Salvelinus alpinus 
[DORIS, 2020]) ni des corégones (aussi appelés féras, Coregonus lavaretus [DORIS, 2014]) 
du lac Léman n’était parasité [Dupouy-Camet et al, 2015]. Entre 2013 et 2014, Gustinelli et 
collaborateurs rapportent qu’aucun poisson du lac de Garde (Italie) n’était atteint par le 
parasite et que pour chacun des quatre lacs, aucune corégone (C. lavaretus) ni alose (Alosa 
fallax lacustris) n’étaient parasités. Il semble que la prévalence de l’infestation des perches 
(Perca fluviatilis [INPN, 2020]) est en baisse [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
 
- Les plérocercoïdes ont été trouvées majoritairement dans les filets pour les perches (P. 
fluviatilis) (219, contre 4 dans les viscères) contrairement aux brochets (Esox lucius [DORIS, 
2020]) (68 dans les filets contre 467 dans les viscères) [Gustinelli et al, 2016].  
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- Le brochet (E. lucius) à un intérêt tout particulier par ailleurs, au sommet de la pyramide 
alimentaire, il concentre les plérocercoïdes (jusqu’à 18 sur un seul individu lors de l’enquête 
Fish-Parasite). Cela en fait un bon indicateur pour évaluer la présence ou l’absence de la 
dibothriocéphalose dans la région où il est prélevé [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
 
 
4) Autres paramètres 
 

- Habitudes alimentaires et mondialisation 
La réémergence de l’incidence de la dibothriocéphalose semble due à la popularité croissante 
des plats et préparations à base de poisson cru, tant indigènes qu’importés [Dupouy-Camet et 
Yera, 2015 ; Robert-Gangneux et al, 2019]. En outre cela concerne aussi les préparations 
fumées à froid, les marinades, les salaisons qui ne permettent pas de tuer le parasite 
[Gustinelli et al, 2016 ; Dupouy-Camet et al, 2015]. La distribution à travers le monde de 
traditions culinaires exotiques (sushis, etc.) et la mondialisation des échanges ont mis un 
terme aux restrictions géographiques des parasites [Autier et al, 2019]. 
 

- Respect de la réglementation sanitaire 
Le règlement (CE) n°853/2004, qui exige la congélation de tout poisson destiné à être 
consommé cru, n’est pas appliqué par tous les fournisseurs de denrées alimentaires. Les 
amateurs de sushis ont tendance à estimer que la congélation altère les propriétés gustatives 
du poisson, cela conduirait les fournisseurs de sushis à un manque d’observance [Robert-
Gangneux et al, 2019]. 
 

- Pollution des lacs 
La persistance du cycle de ce parasite est le témoin d’une pollution fécale des lacs. Les lacs 
d’Annecy et du Bourget bénéficient depuis longtemps d’un réseau d’égouts entourant ces 
deux lacs. Ceci pourrait expliquer l’absence probable de la parasitose dans ces lacs. Le lac 
Léman bénéficie d’un réseau de stations d’épuration dont la modernisation récente à du 
améliorer la situation locale [Dupouy-Camet et Yera, 2015].  
 

- Rôle des HD sauvages 
Le rôle des carnivores domestiques (chiens, chats) et sauvages (renards, loups…) dans le 
maintien du cycle demeure méconnu [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
 
 
5) Dibothriocéphalose d’importation (Tableau 10) 
 
Tableau 10 : Revue de quelques cas de Dibothriocéphalose d’importation en France 
Période [auteurs, date] Lieu Parasite  Nombre de cas 
2006 [Yera et al, 
2006] 

France D. nihonkaiense 1 

2016-2018 [Robert-
Gangneux et al, 2019] 

CHU de Rennes D. nihonkaiense 7 

2018 [Greigert et al, 
2020] 

CHU de Strasbourg D. nihonkaiense 1 

 
D. nihonkaiense, une espèce inféodée au saumon sauvage du Pacifique et absente d’Europe 
[Dupouy-Camet et al, 2020]. Ce poisson est couramment utilisé dans la préparation des sushis 
[Robert-Gangneux et al, 2019] et les moyens logistiques actuels permettent de faire voyager 
des produits de la pêche sur de très longue distances. Il faut noter que les larves de 
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Dibothriocephalus sp. peuvent survivre plusieurs jours si le poisson est simplement maintenu 
à 4°C [Kuchta et al, 2014].  
 
La mondialisation croissante de l’industrie de la pêche et les migrations de personnes 
concourent à générer une augmentation constante de la probabilité d’introduire des espèces de 
parasites exotiques et donc de voir apparaitre en Europe des cas sporadiques inhabituels 
d’infestation.  
Si l’on considère également que les conditions environnementales existent pour permettre le 
cycle complet de ces parasites, il apparaît que ces nouvelles espèces pourraient être la source 
d’épidémies dans le futur [Pastor-Valle et al, 2014]. Cela suppose que le parasite soit capable 
de s’adapter à de nouveaux hôtes (copépode, poissons), mais cela à déjà été observé [Robert-
Gangneux et al, 2019]. D. dendriticus, habituellement parasite de poissons marins, a été 
découvert pour la première fois dans un écosystème d’eau douce, à l’intérieur de truites arc-
en-ciel (Oncorhynchus mykiss [DORIS, 2021]) au Chili en 2009 [Rozas et al, 2012]. 
 
 
C. Contamination de l’Homme 
 
D. latus présente une spécificité parasitaire large, sa présence ayant été rapportée chez divers 
animaux tels que les chiens, les chats, les renards, les loutres ou les loups [Dupouy-Camet et 
Yera, 2015]. Bien qu’hôte accidentel, l’Homme est associé au taux de croissance le plus 
rapide du parasite et serait de ce fait considéré comme le principal HD [Delpy et al, 2005 ; 
Waeschenbach et al, 2017].  
L’Homme se contamine en effet accidentellement en ingérant la larve plérocercoïde contenue 
dans de la chair de poisson (Figure 29) consommée crue ou insuffisamment cuite [ANSES, 
2017]. Fait intéressant, Flammer et collaborateurs rapportent dans leur étude sur les 
helminthoses à l’époque médiévale qu’à chaque découverte d’œufs de cestodes, 
systématiquement étaient retrouvés des œufs de D. latum et de Tænia spp.. Cela témoignant 
ainsi de la présence de certains types d’aliments et de pratiques culinaires particulières qui 
étaient plus courants dans certaines régions [Flammer et al, 2020]. 
 
De plus, le nombre d’individus infectés augmente avec l’âge, ce qui se comprend en 
considérant que la probabilité d’infestation augmente avec la quantité de repas de poisson 
consommé insuffisamment cuit [Flammer et al, 2020]. 
A noter qu’une seule larve plérocercoïde suffit à provoquer une infestation [ANSES, 2017]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Larve plérocercoïde de D. latus dans une perche (P. fluviatilis) pêchée en Italie et  
vue détaillée sur la larve [d’après Kuchta et al, 2015]. 
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1) Poissons concernés 
 
Des poissons carnassiers vivant strictement en d’eau douce peuvent être porteurs de la 
plérocercoïde de D. latus. Leur régime alimentaire est principalement basé sur la prédation 
(crustacés, poissons…). Les poissons concernés sont notamment (Figure 30) : la perche (P. 
fluviatilis) ; le brochet (E. lucius) ; la lotte d’eau douce (Lota lota [DORIS, 2016]) ; l’omble 
chevalier (S. alpinus) [ANSES, 2017 ; Delpy et al, 2005]. En Europe, la perche est l’hôte le 
plus commun, le brochet est un hôte paraténique et la lotte de rivière joue un rôle mineur 
[Gustinelli et al, 2016]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : En haut : à gauche, perche (P. fluviatilis) [Lonfat, 2005] ; à droite, brochet (E. 
lucius) [Lonfat, 2006]. En bas : à gauche, lotte de rivière (L. lota) [Kupfer, 2006] ; à droite 
omble chevalier (S. alpinus) [Rosso, 2004]. 
 
 
A noter : certaines sources mentionnent les poissons carnassiers anadromes. Ces poissons ont 
la particularité de vivre en mer mais de se reproduire dans l’eau douce des rivières et leur 
régime alimentaire est principalement basé sur la prédation d’autres poissons. On retrouve 
dans cette catégorie les salmonidés canadiens du genre Onchorynchus [ANSES, 2017]. 
Effectivement ces poissons peuvent être vecteurs de la dibothriocéphalose, cependant ils ne 
portent pas la plérocercoïde de D. latus. Ces poissons hébergent en effet d’autres espèces du 
genre Dibothriocephalus (telles que D. dendriticus ou D. nihonkaiense) [Kuchta et al, 2015 ; 
Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
D’autres poissons, d’eau douce ou anadromes, semblent réfractaires à ce parasite : ils ne 
semblent pas pouvoir héberger D. latus. Ce serait le cas des corégonidés (féras) et, 
probablement, des salmonidés européens du genre Salmo [ANSES, 2017]. 
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2) Facteurs favorisants 
 
Le mode d’alimentation de certains peuples et la pratique du rejet des excréments humains 
dans les cours d’eau facilitent la transmission, entretenant le cycle du parasite. Au Japon et 
dans les pays scandinaves la consommation importante de poissons crus a été mise en cause 
pour expliquer le taux élevé de contamination par le passé [Delpy et al, 2005]. 
 
 
3) Aliments à considérer 
 
Les aliments impliqués sont donc la chair (filets marinés, carpaccio, sushi, sashimi, ceviche, 
etc.) ou les œufs crus ou peu cuits de poissons d’eau douce [Kuchta et al, 2013].  
 
La perche (P. fluviatilis) représente le principal danger épidémiologique en Europe. C’est un 
poisson important sur le plan commercial et elle est souvent cuisinée crue et préparée 
traditionnellement dans les restaurants et les ménages privés. En Italie du nord le « carppacio 
di persico » est ainsi la principale source de contamination [Dupouy-Camet et Yera, 2015 ; 
Menconi et al, 2020]. 
Les autres principales sources de contamination vont être les filets de poisson marinés dans le 
nord Europe et l’omble chevalier consommé cru ou peu cuit sur les bords du Léman. 
A noter que les corégones (C. lavaretus) sont une des principales espèces pêchées et sont 
fréquemment consommés crus sous forme de filets fumés mais que comme dit plus haut ils ne 
semble apparemment pas impactés par le parasite [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. 
 
 

III. Symptomatologie 
 
La dibothriocéphalose est suspectée dans le contexte d’un repas potentiellement contaminant. 
D. latus est un ver non invasif. Sa présence crée une inflammation locale au point d’ancrage 
[Delpy et al, 2005] et peut occasionner l’apparition de signes cliniques et biologiques dans 
environ 20% des cas, mais le plus souvent les patients sont asymptomatiques [Kuchta et al, 
2015]. La durée des symptômes est conditionnée par la durée de vie du parasite dans l’intestin 
[ANSES, 2017]. Sa létalité est nulle.  
A noter que les enfants souffrent toujours d’une plus grande morbidité, avec une prévalence et 
une intensité d’infection plus élevées que les groupes d’âge plus avancé. D’autre part il n’y a 
pas de différences significative entre les proportions d’hommes et de femmes touchées 
[Flammer et al, 2020]. 
 
A. Signes cliniques 
 
Les patients porteurs du parasite au stade adulte peuvent présenter une palette assez large de 
symptômes cliniques légers qui en majorité ne sont pas spécifiques. Les plus courants sont 
des troubles intestinaux, en lien avec des facteurs mécaniques, traumatiques, spoliateurs et 
immunologiques [Waeschenbach et al, 2017 ; Delpy et al, 2005]. Relativement bien supportée 
par l’Homme, la dibothriocéphalose se traduit par l’émission spontanée de chaine d’anneaux 
dans les selles ou par des épisodes de douleurs abdominales non caractéristiques provoquées 
par la présence du parasite [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. En résumé le patient peut 
présenter : 
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1) Symptômes digestifs 
 
Ils sont variés : douleurs abdominales diffuses, sensation d’inconfort et ballonnements (13% 
des cas). Diarrhées et constipations sont aussi rapportés (14% des cas). Dans de rares cas, une 
occlusion, une perforation digestive ou encore une appendicite peuvent être observées. Les 
occlusions peuvent être provoquée par une infestation massive [Waeschenbach et al, 2017 ; 
Delpy et al, 2005 ; Kuchta et al, 2015]. 
 
 
2) Symptômes généraux 
 
Ils sont fréquemment associés aux symptômes digestifs, tels que : asthénie, sensation de 
malaise, céphalées voire douleurs thoraciques [Delpy et al, 2005]. 
 
 
3) Symptômes psychiatriques 
 
Il peut être constaté : hypochondrie, paranoïa, hystérie [Delpy et al, 2005]. 
 
Dans la plupart des cas (83%) l’évacuation de segments du ver sera le seul symptôme de 
l’infestation [Kuchta et al, 2015]. 
 
B. Signes biologiques 
 
Bien que très rarement retrouvé en pratique, l’anémie par carence en vitamine B12 est 
caractéristique de l’infestation par D. latus [Delpy et al, 2005]. Elle a été retrouvée chez des 
populations dénutries et se déclare lorsque l’infestation est chronique et multiple [ANSES, 
2017]. Cela fut observé par exemple auprès de populations finlandaises au sortir de la seconde 
guerre mondiale. De nos jours cependant l’anémie ne semble plus observée [Dupouy-Camet 
et Yera, 2015]. 
 

- Mécanisme physiopathologique : 
Dans la lumière intestinale, D. latus dissocie la vitamine B12 du facteur intrinsèque ce qui va 
la rendre indisponible pour l’hôte [Kuchta et al, 2015]. Lorsque la carence est sévère elle peut 
entrainer une anémie mégaloblastique [ANOFEL et al, 2018] pernicieuse de type Biermer, la 
différence avec l’anémie de Biermer se faisant par son indépendance vis à vis du facteur 
intrinsèque. Elle est résolutive après apport de vitamine B12 et ne récidive pas après 
élimination des vers [Delpy et al, 2005].   
 
Il est possible de se faire une idée de la fréquence de ces signes. 40% des patients seraient 
susceptibles de présenter une baisse du taux de vitamine B12 tandis que seuls 2 % 
développeraient une anémie [Delpy et al, 2005]. 
 
 

IV. Diagnostic 
 
Le diagnostic de certitude est généralement apporté par l’analyse coprologique qui peut 
permettre d’identifier différents stades morphologiques. 
Cependant compte tenu de la proximité morphologique entre les différentes espèces de 
Diphyllobothriidae, cette approche ne suffit pas toujours pour poser un diagnostic d’espèce. Il 
est possible de contourner ce problème en associant une analyse de biologie moléculaire à la 
coprologie [Pastor-Valle et al, 2014].  
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A. Méthodes de diagnostic direct 
 
1) Coprologie et recherche parasitologique 
 
Elle retrouve des œufs ou des proglottis de D. latus et pose le diagnostic définitif.  
 
- Identification des œufs de D. latus 
 
Parmi les méthodes employées, les méthodes par flottation sont efficaces pour concentrer les 
œufs (méthode de Willis ou méthode de Faust au sulfate de zinc par exemple). Les œufs 
(Figure 31) sont de forme ovoïde, mesurant 60-70 μm x 40-45 μm et possèdent un opercule à 
une extrémité et un petit mamelon à l’autre [Delpy et al, 2005 ; ANSES, 2017 ; ANOFEL, 
2018]. Ils possèdent une paroi épaisse, une surface lisse et sont non-embryonnés à la ponte 
[Waeschenbach et al, 2017 ; ANOFEL, 2018]. La taille des œufs est un point de vigilance, car 
elle varie considérablement, y compris au sein d’une même espèce, dépendant principalement 
du type d’HD et de l’intensité de l’infestation. Il est pratiquement impossible d’établir un 
diagnostic juste en se basant sur la morphométrie des œufs [Kuchta et al, 2015]. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 31 : Œuf de D. latus : à gauche (MO) [ANOFEL, 2018] ; à droite (MEB) [Kuchta et al, 
2015]. 

 

- Identification des proglottis de D. latus (voir partie B.β.1 : structure du stade adulte) 

 
- Signe annexe pouvant être retrouvé 
 
La mise en évidence de cristaux de Charcot-Leyden dans les selles est fréquente [ANOFEL et 
al, 2018]. Cette présence indique la cristallisation de produits de dégradation des 
polynucléaires éosinophiles et un élément en faveur de la présence d'un helminthe. Toutefois 
d'autres hypothèses peuvent expliquer leur présence comme une allergie alimentaire [FMC-
HGE, 2008]. 
 
 
2) Coloscopie 
 
D. latus est parfois découvert lors d’une coloscopie, ceci étant potentiellement du à la 
migration du parasite dans le colon suite à la prise de la préparation colique. On relève un 
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intérêt thérapeutique potentiel de l’acide diatrizoïque (Gastrograffine®) sur le parasite [Fujita 
et al, 2002]. 
 
Critères de reconnaissance de la forme adulte de D. latus : 
- Strobile et proglottis (Figure 32) (voir partie B.β.1 : structure du stade adulte). 
 

Figure 32 : D. latus : enchainements de proglottis et pores génitaux (médians, ventraux) bien 
visibles [ANOFEL, 2022]. 

 
 
- Scolex : (voir partie B.β.1 : structure du stade adulte) 
 

3) Identification moléculaire 
 
Les tests moléculaires sont devenus indispensables pour l’identification précise d’espèce 
[Waeschenbach et al, 2017]. Les analyses moléculaires par PCR classique ou par séquençage 
représentent deux moyens fiables, toutefois, ils ne sont pas adaptés à une utilisation en routine 
dans les laboratoires (process long, compliqués à mettre en œuvre et d’un coût élevé). C’est 
pourquoi un autre test moléculaire, basé sur la PCR multiplex, a été ultérieurement développé. 
Ce dernier est moins onéreux, plus rapide et permet de discriminer les parasites les plus 
courants chez l’Homme [Wicht et al, 2010]. 
 
La PCR multiplex permet de différencier les quatre espèces de Dibothriocephalus les plus 
souvent retrouvées (D. latus, D. nihonkaiensis, D. dendriticum, D. pacificum). Elle utilise un 
gène de l’ADN mitochondrial codant pour la sous-unité 1 du cytochrome c oxydase [Wicht et 
al, 2010]. Ce gène connait une évolution plus rapide, il est de ce fait considéré comme un 
marqueur de choix pour le diagnostic d’espèce [Waeschenbach et al, 2017 ; Kuchta et al, 
2015]. 
 
 
B. Méthodes de diagnostic indirect 
 
- Bilan biologique 
 
Il retrouve parfois une anémie par carence en vitamine B12, macrocytaire, régénérative avec 
fréquente anisocytose et anisochromie. Les autres lignées peuvent également être touchées 
avec thrombopénie voire leucopénie avec des polynucléaires hypersegmentés [Delpy et al, 
2005]. 
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L’hyperéosinophilie est inconstante. Habituellement modérée elle peut atteindre des taux 
élevés en début d’infection chez certains sujets. Elle reste ensuite modérée ou revient à la 
normale à la phase d’état avec l’élimination des anneaux [ANOFEL et al, 2018]. 
 
Le bilan peut également montrer : hypoprotidémie, hypoalbuminémie, 
hypogammaglobulinémie, et vitesse de sédimentation (VS) accélérée [Delpy et al, 2005]. 
 
 
- Myélogramme 
 
Il peut présenter un aspect de mégaloblastose (rappelant l’anémie de Biermer) [Delpy et al, 
2005]. 
 
 
- Prélèvement gastrique  
 
L’exploration des sécrétions est normale. De plus, le dosage des anticorps anti-facteur 
intrinsèque et anticorps anti-cellules pariétales est négatif [Delpy et al, 2005]. 
 
 

V. Traitements 
 
L’identification de l’espèce parasitaire est indispensable pour définir un cas clinique et 
contribuer à l’amélioration des connaissances sur une parasitose, mais dans le cas qui nous 
intéresse, elle n’est pas indispensable pour définir la stratégie thérapeutique. Les 
anthelminthiques employés sur les cestodes sont restreints et ce sont souvent les mêmes qui 
sont employés, indépendamment de l’espèce, la dose étant le seul paramètre pouvant varier 
[Kuchta et al, 2015]. 
 
A. Antiparasitaire  
 
- Praziquantel (BILTRICIDE® 600mg) [VIDAL, 2022] 
 
Actuellement traitement de référence, l’intérêt thérapeutique de cette molécule a été démontré 
dès 1975. Le praziquantel agit en bloquant le métabolisme du glucose et permet de soigner 
facilement cette pathologie. La dibothriocéphalose à D. latus est habituellement traitée en 
première intention à la dose de 10 mg/kg en prise unique (per os) [Delpy et al, 2005 ; Robert-
Gangneux et al, 2019] 
 
Indépendamment de l’espèce parasitaire ou en cas d’échec de la première prise, la dose 
habituellement administrée est de 25 à 50 mg/kg (prise unique orale) [Kuchta et al, 2015 ; 
Robert-Gangneux et al, 2019]. 
 
Les éventuels effets secondaires sont bénins (céphalée, asthénie, arthralgie, douleurs 
abdominales) mais peuvent s’accentuer si la charge parasitaire traitée est élevée. Le 
praziquantel est contre indiqué en cas de cysticercose oculaire concomitante et avec l’usage 
de rifampicine [Delpy et al, 2005 ; Kuchta et al, 2015 ; Robert-Gangneux et al, 2019]. 
 
Remarque : aucune résistance médicamenteuse n’a été rapportée chez les agents de la famille 
des Diphyllobothriidae [Robert-Gangneux et al, 2019]. 
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(Anciennement : Niclosamide (TREDEMINE®), jusqu’à son arrêt de commercialisation le 2 
janvier 2020 [VIDAL, 2022]) 
 
 
B. Autres thérapeutiques  
 
- Acide diatrizoïque (sous forme de sodium amidotrizoate et méglumine amidotrizoate) 
GASTROGRAFINE® 370mg Iode/mL  
 
Produit de contraste principalement indiqué pour l’exploration radiologique du tube digestif, 
l’administration intraduodénale d’acide diatrizoïque est efficace dans le traitement des grands 
cestodes tels que ceux du genre Dibothriocephalus. Elle favorise l’expulsion complète du 
parasite vivant incluant son scolex intact ce qui rend possible l’identification de l’espèce. 
Cependant il y a plusieurs freins à l’emploi de ce traitement, l’administration duodénale est en 
elle-même douloureuse, le traitement est cher et il nécessite le recours à des images de 
fibroscopie [VIDAL, 2021 ; Kuchta et al, 2015]. 
 
- supplémentation vitaminique B12 si nécessaire après élimination du parasite [Delpy et al, 
2005]. 
 
- thérapeutiques végétales : thymol ; fougère mâle [Delpy et al, 2005]. 
 
- autres : desaspidin ROSAPIN® (bloque la phosphorylation oxydative) ; mépacrine ; 
dichlorophène ATIPHEN® ; bithionol ; paromomycine HUMATIN® [Delpy et al, 2005]. 
 
C. Suivi de ces traitements [Delpy et al, 2005] 
 
Le suivi du traitement est important, il permet de s’assurer du succès de la thérapie.  Il repose 
sur la recherche microscopique d’œufs dans les selles et est considéré efficace si plus aucun 
œuf n’est retrouvé dans plusieurs prélèvements successifs dans un laps de temps compatible 
avec le développement éventuel d’un nouvel adulte (soit trois à quatre semaines après le 
traitement). 
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PARTIE III : PROPHYLAXIE, ANISAKIDOSE ET DIBOTHRIOCEPHALOSE 
 

I. Prophylaxie collective  
 
La réglementation a pour objectif qu’il n’y ait aucun produit fini manifestement parasité remis 
au consommateur. Les obligations des professionnels décrites par la réglementation ne ciblent 
pas un maillon de la filière en particulier, chaque opérateur étant à son niveau responsable de 
la bonne application des actions pour la gestion de ce risque. [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
A. Dispositions réglementaires s’adressant aux professionnels pour la maîtrise du risque 
parasitaire 
 
5 principes : 

- Contrôles visuels 
- Interdiction de mise sur le marché de produits manifestement parasités 
- Traitement par congélation 
- Dérogations au traitement par congélation 
- Information du consommateur 

 
 
1) Contrôles visuels 
 
Les exploitants du secteur alimentaire doivent veiller à ce que les produits de la pêche aient 
été soumis à un contrôle visuel destiné à détecter la présence de parasites visibles avant de les 
mettre sur le marché [Règlement (CE) n°853/2004, 2004]. 
 
Les contrôles visuels s’imposent pour tous les produits de la pêche et à chaque opérateur de la 
filière, depuis le producteur jusqu’à l’établissement délivrant le produit final au 
consommateur. Leurs modalités de mise en œuvre diffèrent selon le stade de la filière, les 
manipulations effectuées sur le produit et les moyens à disposition [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
1.1) Définitions : 
 
- « parasite visible », désigne tout parasite ou groupe de parasites ayant une dimension, une 
couleur ou une texture permettant de le distinguer nettement des tissus du poisson (Figure 33) 
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Figure 33 : Infestation de flancs de poisson par des larves d’Anisakidés ; à gauche un flanc de 
lotte (L. piscatorius) [modifié d’après Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
 
- « contrôle visuel », désigne un examen non destructif des poissons ou des produits de la 
pêche, exercé avec ou sans moyen optique d’agrandissement et dans de bonnes conditions 
d’éclairage pour l’œil humain, y compris par mirage si nécessaire. 
 
- « mirage », désigne dans le cas de poissons plats ou de filets de poisson, l’observation à 
contre-jour du poisson éclairé par une source lumineuse dans une pièce sombre afin d’y 
détecter des parasites (Figure 34) [Règlement (CE) n°2074/2005, 2005]. L’utilisation de tables 
de mirage peut s’avérer pertinente pour améliorer la détection des parasites enchâssés dans la 
profondeur des muscles [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. L’efficacité 
du mirage est variable cependant : 7 à 75 % des parasites sont détectés, dépendant de l’espèce 
de poisson (chair plus ou moins foncée et dense) ainsi que de l’espèce d’anisakidé (larve plus 
ou moins grande et colorée).  De plus elle n’est pas applicable à certains produits comme les 
filets avec peau [ANSES, 2017 ; Karl et Leinemann, 1993]. 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 34 : Observation par mirage de larves d’anisakidés à travers un filet de poisson 
[modifié d’après Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
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1.2) Éviscération 
 
Le contrôle visuel doit porter sur un nombre représentatif d’échantillons. Les personnes 
responsables des établissements à terre et le personnel qualifié à bord des navires usines 
déterminent le nombre et la fréquence des contrôles en fonction de la nature des produits de la 
pêche, de leur origine géographique et de l’usage auquel ils sont destinés. Au cours de la 
production, le contrôle visuel des poissons éviscérés est réalisé par des personnes qualifiées et 
porte sur la cavité abdominale (Figure 35), les foies, les œufs et les laitances destinés à la 
consommation humaine. Selon le système d’éviscération utilisé, le contrôle visuel doit être 
réalisé : 
- de manière continue par le manipulateur pendant l’éviscération et le lavage, en cas 
d’éviscération manuelle ; 
- par sondage sur un nombre représentatif d’échantillons, de dix poissons par lot au moins, en 
cas d’éviscération mécanique [Règlement (CE) n°2074/2005, 2005]. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 35 : Forte infestation d’anisakidés au niveau du péritoine, à gauche Saint-Pierre (Zeus 
faber [FishBase, 2020]) ; à droite merlu commun (M. merluccius) [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019] 

 
 
- Mise en œuvre: 
Il est attendu que l’éviscération soit complète et soignée : ouverture jusqu’à l’anus, 
enlèvement de la totalité de la masse viscérale suivi d’un lavage : les amas ou grappes de 
parasites visibles, présent dans la cavité abdominale et sur le péritoine doivent être retirés 
(Figure 36). Si les foies, les gonades et les laitances (poches d’œufs) sont très infestés, ils 
doivent aussi être éliminés [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
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Figure 36 : Grappe de larves d’anisakidés dans la cavité abdominale d'un merlu commun (M. 
merluccius) [modifié d’après  Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 

 
 
1.3) Parage, filetage et tranchage 
 
Le contrôle visuel des filets ou tranches de poissons est effectué par des personnes qualifiées 
pendant le parage et après le filetage ou le tranchage (Figure 37). Lorsqu’un examen 
individuel est impossible en raison de la taille des filets ou des opérations de filetage, un plan 
d’échantillonnage doit être établi et tenu à la disposition de l’autorité compétente. Lorsque le 
mirage des filets s’avère nécessaire d’un point de vue technique, il doit être inclus dans le 
plan d’échantillonnage [Règlement (CE) n°2074/2005, 2005]. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 37 : Larve plérocercoïde à la surface d'un filet de perche (P. fluviatilis) [modifié 
d’après ANSES, 2017] 

 
 
Pour certaines espèces : maquereau (S. scombrus), hareng (C. harengus), morue (G. morhua), 
le parage des filets en enlevant les parties antéro-ventrales (AV) des rabats ventraux (muscles 
ventraux proches de la cavité abdominale) (Figure 38) peut permettre de réduire la probabilité 
de présence d’anisakidés de plus de 90% dans le produit final frais [Levsen et al, 2018]. A 
titre d’exemple chez le hareng, la probabilité de présence de L3 dans les filets parés était 
estimée cinq à huit fois plus faible que dans les filets non-parés [Levsen et Lunestad, 2010]. 
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Figure 38 : Sections anatomiques du corps d’un poisson [Levsen et al, 2018]. 
AD = antéro-dorsal ; AV = antéro-ventral ; DP = postéro-dorsal ; VP = postéro-ventral 
 
 
1.4) Points d’attention 
 
- Le contrôle visuel doit être systématique en cas d’éviscération ou de filetage manuel 
[Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
- Poissons entiers : certains poissons ne sont pas éviscérés à bord, pour des raisons techniques 
(poissons de petite taille : anchois, sardine par exemple) ou commerciales (espèces vendues 
traditionnellement non vidées, comme le bar de ligne, la dorade royale, le rouget ou le 
grondin). Dans ces cas l’élimination d’éventuels parasites sera effectuée par le premier 
opérateur qui pratiquera l’éviscération des produits. Cela pourra notamment être réalisé lors 
de la vente au consommateur, soit éventuellement par le pêcheur lui-même s’il a un a un étal 
de remise directe [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
- Selon la connaissance qu’ont les professionnels des matières premières qu’ils travaillent 
régulièrement, l’échantillonnage sera adapté aux risques liés aux espèces et à leur provenance. 
Certaines espèces sont réputées être généralement plus infestées (merlu, merlan, cabillaud, 
lotte, lieus, lingues, maquereau, anchois, hareng, sardine, etc.), mais il existe une variabilité 
importante inter-individuelle et selon les zones de pêche et la saison [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. (valable pour Anisakis et Dibothriocephalus ainsi que les 
autres parasites en général) 
 
- En raison de la présence de larves d’autres parasites proches, une identification moléculaire 
est utile pour affirmer le diagnostic d’espèce [ANSES, 2017]. 
 
 
2) Interdiction de mise sur le marché des produits manifestement parasités 
 
Si un professionnel détecte la présence de parasites lors des contrôles visuels qu’il a mis en 
place, il doit mettre en œuvre une action corrective adaptée. Chaque opérateur doit éliminer, 
par nettoyage, tri ou parage, les parasites et les parties parasitées qu’il a pu détecter. Lorsque 
l’infestation est trop massive pour rendre efficace les opérations de parage, le produit doit être 
retiré du marché. 
 
L’interdiction de mise sur le marché de produits de pêche manifestement parasités s’entend 
donc, pour chaque opérateur, comme la recherche et l’élimination des parasites visibles mis 
en évidence au cours de leur manipulation, avant que la denrée ne soit prise en charge par 
l’opérateur suivant ou soit livrée au consommateur (Figure 39). Il s’agit d’une chaîne de 
contrôles et de responsabilités, qui doit aboutir à un produit final manifestement non parasité 
livré au consommateur [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
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Figure 39 : Portion de Lotte (L. piscatorius) parasitée par des larves d’anisakidés au stade de 
la mise en vente en grande et moyenne surface (GMS) [modifié d’après Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019] 

 

 
3) Traitement par congélation 
 
Les contrôles visuels, associés à l’élimination des parasites détectés, mis en œuvre par 
l’ensemble des opérateurs de la filière, n’offrent pas nécessairement in fine une protection 
totale du consommateur, compte tenu de la mise évidence parfois difficile des parasites (petite 
taille, couleur translucide, enchâssement dans la chair). Certains produits de la pêche 
présentent ainsi un risque particulier du fait de leur mode de consommation (crus) ou de 
préparation (insuffisamment cuits « rosés à l’arrête, faiblement marinés, salés ou fumés à 
froid), les parasites éventuellement présents pouvant être encore vivants [Instruction 
technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019].  
Aux Pays-Bas, la prévalence de l’anisakidose a chuté de façon spectaculaire après 1967, 
lorsque la législation obligeant la congélation en profondeur du hareng avant consommation a 
été introduite [van Thiel, 1976]. 
 
Tout professionnel mettant sur le marché des produits de la pêche dont le mode de préparation 
ou de consommation présente un risque (établissement de manipulation, de transformation, 
restaurateur, etc.) doit donc obligatoirement procéder à cette étape de congélation 
assainissante ou s’assurer qu’elle a été effectuée préalablement. Ce traitement ne dispense pas 
de réaliser au préalable les contrôles visuels et parages éventuels destinés à éliminer les 
parasites visibles [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
3.1) Méthode et produits concernés : 
 
Les produits de la pêche doivent être congelés à une température ne dépassant pas -20°C en 
tous points du produit pendant une période d’au moins 24 heures ; ce traitement doit être 
appliqué au produit cru ou au produit fini : 
- les produits de la pêche devant être consommés crus ou pratiquement crus ; 
- certaines espèces si ces dernières doivent subir un fumage à froid au cours duquel la 
température interne du produit ne dépasse pas 60°C (hareng, maquereau, sprat, saumon 
(sauvage) de l’Atlantique ou du Pacifique ; 
- les produits de la pêche marinés et/ou salés si le traitement est insuffisant pour détruire les 
larves de nématodes 
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[Règlement (CE) n°853/2004, 2004]. 
A noter que la salaison, le fumage et le marinage ne sont pas efficaces contre les 
plérocercoïdes de D. latus [Dupouy-Camet et Yera, 2015 ; ANSES, 2017]. 
 
3.2) Autres possibilités :  
 
- congélation à -35°C à cœur pendant un minimum de 15 heures. 
- congélation à -18°C à cœur pendant 96 heures (4 jours). 
- stockage en congélateur ménager à -18°C pendant 7 jours 
[Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
3.3) Mise en œuvre par les professionnels 
 
C’est une étape critique pour la maîtrise du risque parasitaire. Elle doit de ce fait être 
documenté dans le plan HACCP et faire l’objet d’une surveillance avec enregistrements 
(couple temps-température) [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
Remarque : HACCP est un acronyme qui désigne « l’analyse des risques et la maîtrise des 
points critiques » [Règlement (CE) n°853/2004, 2004]. C’est une obligation réglementaire 
que doivent appliquer tous les exploitant du secteur alimentaire [Règlement (CE) n°852/2004, 
2004]. 
 
 
4) Dérogations au traitement par congélation  
 
4.1) Traitement par la chaleur 
 
Une température à cœur d’au moins 60°C pendant une minute permet de tuer les parasites qui 
n’auraient pas été détectés et éliminés. 
Le fumage à chaud, peut également permettre d’atteindre ce barème [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
4.2) Procédés de transformation 
 
Pour obtenir une inactivation des parasites : fort salage associé ou non à une marinade acide 
[Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
Cela peut fonctionner sur A. Simplex. mais ce n’est pas systématique pour les autres parasites 
comme D. latus [ANSES, 2017].  
 
4.3) Poissons d’élevage 
 
La dérogation au traitement assainissant par congélation est possible pour les poissons 
d’élevage sous certaines conditions (les poissons sont élevés à partir d’embryons et 
exclusivement soumis à un régime alimentaire exempt de parasites viables susceptibles de 
présenter un risque sanitaire, et qui satisfont à une des exigences suivantes : ils ont été élevés 
exclusivement dans un milieu exempt de parasites viables ou l’exploitant du secteur 
alimentaire vérifie, au moyen de procédures approuvées par les autorités compétentes, que les 
produits de la pêche ne présentent pas de risque sanitaire au regard de la présence de parasites 
viables [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
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5) Information du consommateur [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019] 
 
En poissonnerie et rayon marée des GMS, les professionnels sont tenus de délivrer une 
information adaptée à leurs clients : 
- nécessité de cuire à cœur les poissons sauvages 
- en cas de consommation de poisson crus ou peu transformé, soit les orienter sur des produits 
adaptés (poissons d’élevage, produits congelés, décongelés ou assainis par congélation), soit 
les informer de la nécessité d’une congélation préalable en congélateur domestique (7 jours) 
avant préparation. 
 
Cette information peut prendre la forme d’un affichage ou d’un étiquetage spécifique (« à 
cuire à cœur » par exemple).  
 
Les restaurateurs, traiteurs et autres professionnels préparant des plats à base de produits crus 
ou faiblement transformés doivent de la même manière veiller à n’utiliser que des matières 
premières dont le risque parasitaire est maîtrisé, c’est-à-dire remplissant les conditions ci-
dessus (le traitement préalable de congélation assainissante devant être attesté par le 
fournisseur ou réalisé par eux-mêmes). 
 
 
B. Organisation de tournées d’inspection lors de contrôles officiels 
 
Le respect des prescriptions réglementaires par les professionnels tout au long de la filière, du 
pêcheur au distributeur, est vérifiée lors de tournées d’inspection [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
Est ainsi contrôlé l’amont de la filière (pêcheur, halles à marées) et l’aval de la filière 
(manipulation, transformation, distribution et restauration). Dans cette dernière « catégorie » 
on remarque que sont également contrôlés le niveau de formation du personnel au risque 
parasitaire mais également la gestion des produits parasités [Instruction technique 
DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
- Notifications d’alertes 

Les non-conformités suivantes font l’objet d’une notification d’alerte : 
 Lorsque les lots de produits, mis en vente ou destinés à être mis en vente en l’état au 

consommateur, sont reconnus manifestement parasités à l’issue d’un contrôle visuel 
officiel (Figure 40). 

 
 
 

 

 

 

 

 

 

Figure 40 : Portion de poisson manifestement parasitée par des larves d’anisakidés au stade de 
la mise en vente en GMS [modifié d’après Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 
2019] 
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 Lorsque lors d’un contrôle officiel, il est mis en évidence que le traitement 
assainissant destiné à tuer les parasites n’a pas été mené, ou pas efficacement, avant 
remise au consommateur. 

 
Ces non-conformités interviennent à un stade où les produits sont déjà conditionnés pour la 
vente en l’état aux consommateurs, sans qu’il soit prévu de les contrôler de nouveau. En 
l’absence d’amélioration notable de la situation à moyen terme, les acteurs concernés sont mis 
en demeure de procéder aux mesures correctives adaptées. A échéance les lots peuvent être 
consignés avec obligation de les mettre en conformité et, si refus de mise en conformité, ces 
derniers peuvent être saisis. Des sanctions pénales peuvent être appliquées [Instruction 
technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. 
 
 
C. Anthelminthiques 
 
Les médicaments anthelminthiques efficaces représentent la première intervention pour les 
efforts de contrôle modernes, bien qu’ils soient souvent soutenus par l’amélioration de 
l’assainissement et les programmes d’éducation sanitaire [Flammer et al, 2020]. 
 
 
D. Prophylaxie collective : particularités des larves du genre Anisakis 
 
Les anisakidés sont considérés comme l’un des plus importants dangers biologiques présents 
dans les « produits de la mer » [Cavallero et al, 2021]. 
 
1) Recommandations pour la production primaire  
 

- Exploitation de la ressource naturelle 
 
Considérer toutes les espèces de poissons sauvages marins comme potentiellement 
contaminés, sachant qu’aucune zone géographique n’est reconnue exempte de parasites 
[ANSES, 2017]. 
 

- L’aquaculture 
 
L’aquaculture a des avantages certains par rapport à la pêche traditionnelle exploitant la 
ressource naturelle. 
En fournissant au poisson une alimentation maîtrisée, composée d’aliments 
préparés/transformés à volonté, dès le stade œuf et tout au long de sa vie, il est possible de 
mettre sur le marché du poisson dont la contamination parasitaire est négligeable voire nulle. 
A l’instar de résultats prodigués par différentes études ; une ferme marine grecque ou la 
prévalence d’infestation de bars communs (aussi appelés loups, Dicentrarchus labrax 
[DORIS, 2020] a été évaluée à 0,7% [Cammilleri et al, 2018] ; ou de fermes marines de bars 
communs et de dorade royale (Sparus aurata [DORIS, 2021]) au sud de l’Espagne ou aucun 
parasite n’a été retrouvé [Peñalver et al, 2010].  
 
A noter que les farines de poissons utilisées dans l’industrie agroalimentaire peuvent 
comporter les allergènes parasitaires de L3 et ainsi contaminer les animaux qui vont 
consommer cette farine. Cela a notamment été rapporté chez des poissons d’élevage (Figure 
41) [Fæste et al, 2015] ainsi que chez des volailles [Polimeno et al, 2021 ; Armentia et al, 
2006]. De même compte tenu de leur caractère thermostable les allergènes peuvent se 
retrouver dans des produits transformés industriels à base de poisson [Kochanowski et al, 
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2020]. Il semble donc que le poisson sauvage ne soit pas la seule source alimentaire à risque 
pour les patients atteints d’anisakidose allergique. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 41 : Western Blot comparant : extraits protéiques de L3 d’A. simplex, poissons 
parasités par L3, poissons d’aquaculture [d’après Polimeno et al, 2021]. 
Entouré en rouge : tache commune aux trois extraits et correspondant à l’allergène Ani S 4 
 
 
2) Autres traitements d’inactivation des anisakidés  
 
Si la présence de parasites est confirmée, les produits ne sont pas mis sur le marché pour la 
consommation humaine avant d’avoir été traités par l’un des moyens cités ci-dessous 
(Tableau 11) [Codex alimentarius, 2004]. 
Les conditions indiquées tuent les larves d’Anisakis, mais ne permettent pas d’éliminer le 
risque d’allergie chez l’Homme car les allergènes vont résister [ANSES, 2017]. 
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Tableau 11 : Autres traitements d’inactivation des anisakidés en milieu industriel [ANSES, 
2017] 

Traitement Conditions Impact Matrice 

Température Cuisson à cœur : > 60°C, une minute ; 
 
La FDA recommande d’atteindre au moins 70°C si la 
cuisson est au micro-ondes. 

 
 
 
 
 
Inactivation 
du parasite 
 
NB : ne 
permet pas 
de détruire 
tous les 
allergènes 

 

Congélation en tous points du produit : -20°C, 24h* 
(ou) -35°C, 15h** (ou) -15°C, 96h ** 

Salage*** NaCl à 8-9 %, 6 semaines 
Sel sec, 21j 

hareng 

Marinage*** NaCl à 12 % + ac. acétique à 10 %, 5j anchois 

NaCl à 12 % + ac. acétique à 6 %, 13j à 4°C 

NaCl à 6 % + ac. acétique à 2,4 %, 35j 

NaCl à 10 % + ac. acétique à 6 %, 24h puis 4°C, 13j sardine 

NaCl à 6,3 % + ac. acétique à 3,7 %, 28j hareng 

Ionisation*** 3-6 kGy (Anisakis marina) maquereau 

Pression*** 300 MPa (Anisakis simplex) saumon 

* = règlement (CE) n°853/2004 modifié et n°1276/2011 ; ** = normes américaines ; *** = 
ces conditions efficaces ne sont pas celles généralement utilisées en procédés industriels 
courants mais concernent plutôt des productions traditionnelles et à petite échelle 

 
 
Il est à noter que d’après l’ANSES, la cuisson (60°C à cœur) et la congélation dans des 
conditions de temps et températures précises (- 20 °C en tous points du produit pendant au 
moins 24 heures), sont les traitements les plus efficaces pour tuer les larves d’Anisakis spp et 
Pseudoterranova spp. 
 
 
3) Autres méthodes de détection et d’identification 
 
D’autres méthodes de détection et d’identification, même de petites quantités de matériel 
parasitaire, ont été mises au point à ce jour. Ces méthodes ne seront pas abordées de manière 
exhaustive dans ce travail, nous avons en effet choisi d’attirer l’attention sur certaines d’entre 
elles : 
 
- Inspection sous lumière Ultra-Violette (UV) [Cavallero et al, 2021] 
 
Essentiellement retrouvée dans les protocoles d’études scientifiques de grande échelle, elle est 
de plus en plus employée pour la détection systématique des larves de nématodes dans la 
chair des poissons [Levsen et Lunestad, 2010 ; Levsen et Karl, 2014 ; Klapper et al, 2015 ; 
Cipriani et al, 2016 ; Levsen et al, 2016]. La méthode utilise la fluorescence des larves 
d’anisakidés congelées [Pippy, 1970] et est basée sur l’inspection de filets ou viscères de 
poisson aplatis ou pressés puis surgelés et enfin exposé à de la lumière UV [Karl et 
Leinemann, 1993]. 
Toutes les larves d’anisakidés présentes apparaissent comme des points fluorescents dans 
l’échantillon (Figure 42). La brillance dépendant probablement de facteurs variés comme les 
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espèces d’anisakidés présentes, leurs taille et âge, le degré d’encapsulation, et peut-être de si 
le cycle de congélation/décongelation affecte l’intégrité de la larve [Levsen et al, 2018]. 
 
Un des avantages de cette méthode est qu’elle permet une détermination approximative des 
sites d’infestation dans les filets comme dans les viscères.  

 
Figure 42 : Larves d’anisakidés encapsulées dans les filets d’un poisson (vue sous UV) 
[Levsen et al, 2018]. 
Les parasites sont majoritairement concentrés au niveau des rabats ventraux (section antéro-
ventrale AV) (partie la plus proche des viscères) 
 
 
- Inspection après digestion artificielle chloropeptique  
 
La solution aqueuse d’un mélange pepsine et acide chlorhydrique (HCl) est utilisée sur des 
tissus mous [Cavallero et al, 2021]. Laborieuse et coûteuse, cette méthode inadaptée à 
l’industrie reste utile pour les études expérimentales [Stern et al, 1958 ; Smith et Wootten, 
1975].  La digestion artificielle permet une séparation facile des larves L3 du muscle ou des 
viscères de poisson, ce qui facilite leur comptage. Dans les gros morceaux de poisson, il a été 
signalé que son utilisation pourrait détecter 50 % de parasites en plus par rapport à 
l’inspection visuelle par mirage [Huang, 1990]. 
 
Les conditions de digestion correspondent aux conditions rencontrées dans les voies 
digestives des mammifères et garantit la survie des nématodes [Codex alimentarius FAO-
WHO, 2004]. 
 
- La technique de Baermann,  
 
Elle est basée sur la migration active des larves d’Anisakis sous hydrotropisme positif et s’est 
révélée efficace [Cavallero et al, 2021]. 
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- Utilisation de l’IRM pour la détection des anisakidés 
 
L’IRM a montré un certain potentiel pour l’étude de la présence d’anisakidés dans les 
poissons. Elle se montre capable de détecter les L3 dans les produits de la pêche in situ, dans 
un environnement 3D et de manière non invasive et non destructive (Figure 43). Il est ainsi 
possible par ce moyen de repérer les accumulations des larves dans les viscères de poissons 
entiers, mais aussi leur présence et leurs mouvements dans les muscles des poissons [Bao et al, 
2017]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 43 : IRM sagittale d’un hareng montrant une accumulation de larves d’A. simplex s.l. 
au niveau des organes internes [d’après Bao et al, 2017]. 
(entouré en rouge) = les L3 ; 1 = caecum pylorique ; 2 = estomac ; 3 = gonades ; 4 = vessie 
natatoire ; 5 = accumulation de larves d’Anisakis ; 6 = muscles ; 7 = rachis ; 8 = nageoire 
dorsale 
 
 
- Imagerie par spectroscopie ou Imagerie hyperspectrale (HSI) 
 
Outil analytique nouveau intégrant imagerie et spectroscopie, il permet d’atteindre un profil 
spectral complet de chaque point d’une scène en cours d’imagerie (Figure 50). Cette 
technique est de plus en plus reprise ces dernières années dans les applications de contrôle des 
aliments [Heia, Karsten et al, 2007 ; Sivertsen et al, 2011]. 
Ce système est utilisé par exemple dans la détection de nématodes dans des filets de morue 
(Gadus morhua) [Sivertsen et al, 2011]. 
 
 
- Test d’amplification et de détection de l’ADN, le système LAMP (Amplification isotherme à 
médiation en boucle) 
 
Les résultats obtenus démontrent une sensibilité maximale (100%, amplification positive pour 
tous les échantillons de poissons contaminés artificiellement par Anisakis spp.), une haute 
spécificité (aucune amplification pour les genres Contracaecum, Pseudoterranova ou 
Hysterothylacium et les échantillons non infectés), une certaine rapidité et une limite de 
détection inférieure à la référence existante (résultats en 35 minutes versus 94 minutes pour la 
méthode PCR, limite de détection 10² fois inférieure) qui indiquent que ce test peut être un 
outil fiable, facile à utiliser et pratique pour la détection rapide de l’ADN d’Anisakis dans les 
produits transformés à base de poisson.  
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Il peut être employé en autocontrôle afin de vérifier par exemple que les pratiques 
d’éviscération ont été correctement effectuée. De plus ce test est peu couteux [Cammilleri et 
al, 2020]. 
 
 
4) Autres mesures 
 
La formation des patients à reconnaître les larves du parasite pour leur éviter de les 
consommer à nouveau accidentellement. Ou encore l’éviction des petits poissons (comme les 
anchois) ou tissus hypaxiaux (muscles de la partie antéro-ventrale, proches de la cavité 
abdominale) du régime alimentaire [Smith et Wootten, 1978 ; Gracia-Bara et al, 2001 ; 
Audicana et al, 2003]. 
 
Pour les patients allergiques à Anisakis ces conseils et les mesures préventives existantes 
apparaissent impuissantes à protéger contre des sensibilisations ultérieures, les allergènes 
parasitaires étant résistants aux traitements thermiques [Dupouy-Camet et al, 2016 ; ANSES, 
2017 ; Ventura et al, 2008]. 
 
 
E. Prophylaxie collective : particularités des larves du genre Dibothriocephalus 
 
Plusieurs axes peuvent concourir à assurer la prévention vis-à-vis de cette parasitose : 
 
1) En amont de la production, la protection de l’environnement de la ressource exploitée 
 
-  La lutte contre le péril fécal évitant la contamination de l’eau [Delpy et al, 2005]. Le 
traitement des eaux usées dans les stations d’épuration modernes, interrompant le cycle de 
transmission [ANSES, 2017] est ainsi un des moyens concourant à cette lutte. Toutefois 
comme le font remarquer Kuchta et collaborateurs, cette mesure bien qu’importante, n’aura 
que des effets limités si d’autres hôtes définitifs interviennent dans la même zone. Ces hôtes 
agissent en effet comme des réservoirs parasitaires en entretenant le cycle de vie de ce dernier 
[Kuchta et al, 2015]. 
A noter par ailleurs que la rupture du cycle est d’autant plus compliqué que les premiers HI, 
les copépodes, sont présent presque partout, que les plérocercoides survivent de plusieurs 
mois à quelques années à l’intérieur des hôtes secondaires et que le spectre des HD est large. 
Tout cela facilite la perpétuation du cycle de ce parasite et joue un rôle crucial dans le 
maintien de sa présence même dans des zones inhabitées par l’Homme [Kuchta et al, 2015]. 
 
Les poissons d’élevage peuvent de ce fait malgré tout être contaminés. Les écloseries et les 
enclos de poissons d’eau douce dans les cours d’eau pouvant facilement recevoir le parasite 
par le ruissellement des excréments humains et animaux, véhiculés par exemple par la pluie 
[Gordon et al, 2016]. 
 
 
2) Autres traitements d’inactivation des larves de D. latus 
 
- Thermique, par la chaleur à 55°C pendant 10 minutes : inactivation des larves plérocercoïdes 
[Kuchta et al, 2015]. 
 
- Thermique, par congélation avec différent couples température – durée (Tableau 12) 
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Tableau 12 : Autres recommandations pour le contrôle par congélation du risque parasitaire à 
D. latus [d’après Kuchta et al, 2015]. 
Température (°C) Durée Référence Remarque 
-20°C >24h EU-Hazard Analysis 

and Critical Control 
Points 

 

-20°C  7 jours U.S. Food and Drug 
Administration 

Recommandation pour la 
production alimentaire 

-35°C 15h U.S. Food and Drug 
Administration 

Recommandation pour la 
production alimentaire 

 
Ces recommandations rejoignent les recommandations européennes et françaises (Instruction 
technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019 et Règlement (CE) n°853/2004, 2004). 
 
 

II. Prophylaxie individuelle 
 
A. Mesures communes dans la gestion du risque parasitaire lié au poisson 
 
Point de départ : la diffusion de l’information au public sur les risques possibles pour la santé 
liés à la consommation de poissons crus ou insuffisamment cuits. Plusieurs axes peuvent être 
détaillés : 
 
1) Acquisition de produits de la pêche 
 
- S’orienter sur des produits adaptés (poisson d’élevage, produits congelés, décongelés, ou 
assainis par congélation) [Instruction technique DGAL/SDSSA/2019-220, 2019]. Les produits 
de la pêche ne faisant pas partie de l’une ou l’autre de ces catégories sont considérés à risque 
de contamination. 
 
- Recommandations aux pêcheurs amateurs : avant de se rendre sur un site de pêche, vérifier 
que le site n’est pas déconseillé ni interdit ; pêcher des spécimens vivants et en bon état ; les 
conserver au frais après capture [Ministère de l’agriculture et de l’alimentation, 2021]. 
 
Les poissons à risque de contamination doivent être consommés après congélation ou après 
cuisson [ANSES, 2017]. 
 
 
2) Consommation sous forme crue ou peu transformée de produits de la pêche « à risque de 
contamination » 
 
2.1) Préparation du poisson 
 
Procéder à l’éviscération rapide du poisson pêché ou acheté entier. Elle peut être réalisée au 
besoin par le poissonnier sur demande lors de l’achat [Ministère de l’agriculture et de 
l’alimentation, 2021]. 
 
2.2) Stockage du poisson (Figure 44) 
 
Si le poisson acheté est sauvage, s’il est pêché par le consommateur, ou s’il n’a pas subi de 
congélation assainissante au préalable, il faut le stocker systématiquement avant préparation 
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pendant 7 jours en congélateur domestique (3 ou 4 étoiles) à -18°C (7 jours étant le temps 
total de stockage et de congélation) [Ministère de l’agriculture et de l’alimentation, 2021]. Ce 
traitement se rapprochant beaucoup de la préconisation la plus stricte et qui est valable pour 
tout type d’helminthe et qui invite à procéder à une congélation à – 20°C pendant 7 jours 
[Gordon et al, 2016]. 
 

Figure 44 : Infographie de prévention sur le risque parasitaire lié à Anisakis [Ministère de 
l'agriculture et de l'alimentation, 2018] 

 
 
2.3) Délai avant consommation 
 
Ces produits doivent être ensuite consommés dans les plus brefs délais [Ministère de 
l’agriculture et de l’alimentation, 2021]. 
 
2.4) Conseil général de préparation 
 
La découpe en tranches fines (carpaccio) plutôt qu’en tranches épaisses ou en cubes permet 
souvent de détecter la présence de parasites, sachant que par exemple une larve d’Anisakis 
coupée en deux morceaux reste capable de pénétrer dans la paroi du tube digestif [ANSES, 
2017]. Si des parasites sont détectés ils sont éliminés et les parties contaminées rejetées. 
 
 
3) Consommation sous forme cuite de produits de la pêche « à risque de contamination » 
 
Les points 2.1), 2.3) et 2.4) sont ici aussi des préalables à respecter avant de procéder à la 
cuisson. 
 
Prévention anisakidose : Le produit destiné à être consommé cuit doit l’être à cœur (une 
minute minimum à 60°C à cœur) ou, pour une cuisson au micro-ondes, une minute minimum 
à 70°C à cœur.  
Prévention dibothriocéphalose : cuisson à cœur, 55 à 60°C pendant 10 minutes [Dupouy-
Camet et al, 2015], les larves de D. latus requièrent une durée de cuisson supérieure. 
 
La durée de cuisson doit être adaptée au volume du morceau préparé de manière à ce que ce 
dernier soit cuit en profondeur. Une cuisson rose à l’arête est insuffisante pour inactiver les 
larves potentiellement présentes, il est donc important de s’assurer que ce ne soit pas le cas 
[ANSES, 2017 ; Ministère de l’agriculture et de l’alimentation, 2018].  
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Il ne faut pas préparer ou consommer un produit manifestement parasité même si ce dernier à 
subit une congélation assainissante. Ne pas cuire non plus un tel produit en vue de sa 
consommation ultérieure. 
 
 
4) Gestion du risque allergique 
 
Il n’existe pas de mesure permettant d’éviter le risque allergique, seule l’éviction est 
recommandée en cas d’allergie [ANSES, 2017]. 
 
 
5) Personnes fragiles 
 
Concernant les personnes les plus fragiles telles que les femmes enceintes, les personnes 
âgées, les jeunes enfants ou les personnes immunodéprimées, il est recommandé d’éviter la 
consommation de poissons crus, crustacés et mollusques crus ou simplement marinés 
[Ministère de l’agriculture et de l’alimentation, 2021]. 
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CONCLUSION 
 
La popularité croissante des plats à base de poisson cru ou préparés selon des méthodes qui 
transforment le produit initial sans inactiver les helminthes parasites hébergés, le plus souvent 
au stade de larves encapsulées, est le facteur clé de l’augmentation du nombre de cas des 
zoonoses parasitaires transmises par le poisson.  
La mondialisation, le changement climatique et l’augmentation globale de la consommation 
de poisson sont également des paramètres à prendre en compte [Gordon et al, 2016]. 
 
En France, le nombre de cas d’anisakidose semble en diminution si l’on compare la dernière 
étude rétrospective avec la précédente réalisée dans les années 1980. De même le nombre de 
cas dibothriocéphalose, qui après un sursaut au début des années 2000, semble de nouveau en 
diminution et limité et à des zones géographiques restreintes. 
La réglementation sanitaire très stricte qui entoure les produits de la pêche semble être la 
principale raison du déclin de ces zoonoses sur le territoire français. C’est un outil de 
prévention essentiel et c’est le meilleur moyen de lutte contre ces pathologies.  
 
Il est cependant nécessaire de poursuivre les efforts de prévention, en informant le 
consommateur sur les dangers de certaines habitudes alimentaires et sur les moyens à 
disposition pour maîtriser le risque. La mesure essentielle à retenir est que les poissons et 
céphalopodes doivent être éviscérés et consommés bien cuits ou congelés convenablement au 
préalable [Pastor-Valle et al, 2014 ; Polimeno et al, 2021 ; Dupouy-Camet et al, 2014]. Mais 
la prévention passe aussi par une sensibilisation des professionnels de santé à ces pathologies 
encore souvent méconnues. 
 
En effet les mesures préventives comme les traitements de ces pathologies ne permettent pas 
d’éliminer les parasites de l’écosystème, et cela à cause des hôtes multiples qui vont jouer le 
rôle de réservoir parasitaire [Dupouy-Camet et Yera, 2015]. Le risque zoonotique issu de la 
consommation de poisson reste donc toujours d’actualité.  
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RÉSUME 
 
La propagation de nouvelles habitudes alimentaires, de certains plats traditionnels, 
l’augmentation globale de la demande en poisson, la mise au point de meilleurs outils de 
diagnostic et une plus grande sensibilisation vis-à-vis de la pathologie sont autant de 
paramètres qui concourent aujourd’hui à expliquer l’augmentation à l’échelle mondiale du 
nombre de cas de zoonoses parasitaires transmises par la consommation de poisson. La 
mondialisation des échanges a de plus mis un terme aux restrictions géographiques des 
parasites. Des cas de parasitoses associés à des espèces parasitaires exotiques sont aujourd’hui 
fréquemment retrouvés en Europe. 
 
A ce jour, l’anisakidose et la dibothriocéphalose sont les deux principales zoonoses transmises 
par la consommation de poisson. 
 
L’Homme se contamine accidentellement en ingérant un plat à base de poisson infesté. Ce 
poisson est alors consommé cru, insuffisamment cuit, ou bien préparé selon un procédé qui ne 
permet pas d’inactiver les larves encapsulées des helminthes parasites. Il peut par exemple 
s’agir de poisson fumé à froid, en marinade ou en salaison.   
 
L’anisakidose, fait suite à l’ingestion d’un poisson marin ou de céphalopodes infestés par une 
ou plusieurs larves de nématode de la famille des Anisakidae. Plusieurs genres et de 
nombreuses espèces peuvent être responsable, les deux plus courantes étant Anisakis simplex 
et Pseudoterranova decipiens. 
 
La dibothriocéphalose, fait en revanche suite à l’ingestion d’un poisson d’eau douce infesté 
par une ou plusieurs larves d’un cestode du genre Dibothriocephalus. L’espèce la plus 
fréquemment impliquée chez l’Homme étant Dibothriocephalus latus. 
 
Les mécanismes physiopathologiques et les symptômes diffèrent entre ces zoonoses. 
L’anisakidose se manifeste sous des formes digestives et allergiques, tandis que la 
dibothriocéphalose ne se manifeste le plus souvent que par l’émission de segments du parasite. 
Dans les deux cas les formes asymptomatiques semblent fréquentes et les symptômes 
rencontrés sont le plus souvent non spécifiques, rendant le diagnostic compliqué. 
 
Les traitements associés à ces deux zoonoses diffèrent. Lorsque cela est possible, 
l’anisakidose est traitée par extraction de la larve sous endoscopie, voire par chirurgie. Un 
traitement médicamenteux est parfois proposé. A l’inverse, la dibothriocéphalose est 
habituellement traité par anthelminthique, une dose unique de Praziquentel. 
 
La prophylaxie, point central de la lutte contre ces zoonoses, est commune aux différents 
parasites abordés. Les réglementations européenne et française insistent sur l’importance de 
pratiquer l’éviscération rapidement après capture, d’éliminer toute partie infestée, à 
d’inspecter visuellement le produit à chaque étape et de congeler le produit lorsqu’il est 
destiné à être consommé soit cru soit selon un mode de préparation qui peut présenter un 
danger pour la santé. Le couple température – durée recommandé est de -20°C pendant 24 
heures en tous points du produit, bien que d’autres couples soient également acceptés. 
La prophylaxie individuelle suit globalement les mêmes indications, la congélation en 
congélateur ménager devant en revanche être portée à -18°C pendant 7 jours.  
 
 
Mots clés : anisakidose ; dibothriocéphalose ; zoonose parasitaire ; poisson ; prophylaxie 
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