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RÉSUMÉ 

Les insectes nécrophages sont omniprésents dans les écosystèmes 

anthropogéniques. Parmi eux, les mouches ont une grande importance médicale, 

vétérinaire et forensique. 

L'occurrence spatio-temporelle en Algérie de Lucilia sericata Meigen, 

Calliphora vicina Robineau-Desvoidy et Chrysomya albiceps Wiedmann (Diptères, 

Calliphoridae) a été étudiée entre 2010 et 2016. Ces espèces étaient largement 

distribuées en Algérie. Lucilia sericata préférait un climat chaud. Calliphora vicina 

préférait les températures froides alors que Chrysomya albiceps avait une 

préférence pour un climat chaud à tempéré.  

Les élevages de Lucilia sericata et Calliphora vicina ont été réalisés afin 

d’étudier leur cycle de développement au laboratoire. Le pourcentage 

d’émergence de Lucilia sericata et Calliphora vicina dépendait de la température. 

Le taux de développement ainsi que les températures accumulées par Lucilia 

sericata et Calliphora vicina collectées en Algérie différaient légèrement des 

données de la littérature.  

Afin de valider les méthodes de stérilisation des œufs et des larves de 

Lucilia sericata, des solutions antiseptiques ont été testés. Après la stérilisation, 

l’effet antimicrobien vis à vis des souches de références a été vérifié in vitro. Les 

larves stériles n’ont montré aucune contamination. L’hypochlorite de sodium était 

efficace pour la stérilisation des larves qui ont montré un pouvoir antimicrobien.  

La vitesse de décomposition des cadavres des lapins (Oryctolagus 

cuniculus Linnæus) emballés n’était pas statistiquement significative par rapport à 

celle des cadavres exposés. La présence d'un sac plastique qui n'est pas bien 

fermé ne semble pas influencer l’accessibilité des insectes au corps, mais peut 

affecter la composition de la faune. Les concentrations de l’éthanol des larves 

prélevées sur des cadavres des lapins traités en ante-mortem avec l’éthanol et 

analysées par la chromatographie en phase gazeuse (HS-GC-FID) étaient 

similaires chez toutes les larves (témoins et traitées). 

L’identification moléculaire des espèces des mouches collectées 

précédemment en analysant le gène codant la cytochrome c oxydase I (COI) a été 

réalisée. Un total de 65 spécimens de 13 espèces appartenant aux familles des 
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Calliphoridae, Sarcophagidae et Piophilidae ont été utilisés. Chrysomya 

megacephala Fabricius, Pollenia vagabunda Meigen, Pollenia rudis Fabricius 

(Diptères, Calliphoridae) et Piophila nigriceps Meigen (Diptères, Piophilidae) sont 

rapportées en Algérie dans cette étude pour la première fois. Les populations des 

mouches algériennes étudiées sont clairement séparées des autres populations 

du monde à part de la majorité des espèces originaire de l’Espagne.  

La recherche présentée ici est le premier travail en Algérie examinant 

l’écologie et la biologie des Diptères à intérêt médico-légale, leur utilité en 

biochirurgie et les facteurs abiotiques influençant l’intervalle post-mortem (IPM) et 

réalisant l’identification moléculaire de ces espèces. Les données de cette étude 

serviront comme référence de base à des études similaires en Algérie. 

 

Mots-clés : Diptères nécrophages, intervalle post-mortem, facteurs abiotiques, 

larvothérapie, ADN, Algérie. 
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ABSTRACT 

 Necrophagous insects are ubiquitous in anthropogenic ecosystems. Among 

them, flies have great medical, veterinary and forensic importance. 

The spatio-temporal occurrence in Algeria of Lucilia sericata Meigen, 

Calliphora vicina Robineau-Desvoidy and Chrysomya albiceps Wiedmann 

(Diptera, Calliphoridae) was studied between 2010 and 2016. These species were 

widely distributed in Algeria. Lucilia sericata preferred a warm climate. C. vicina 

preferred cold temperatures while Chrysomya albiceps had a preference for a 

warm to moderate climate.  

Lucilia sericata and Calliphora vicina were reared to study their 

development cycle in the laboratory. The emergence rate of Lucilia sericata and 

Calliphora vicina depended on temperature. The development rates as well as the 

thermal budgets accumulated by Lucilia sericata and Calliphora vicina collected in 

Algeria differed slightly from the data in the literature.  

In order to validate the sterilization methods of eggs and larvae of Lucilia 

sericata, antiseptic solutions were tested. After sterilization, the antimicrobial effect 

against reference microbial strains was verified in vitro. Sterile larvae showed no 

contamination. Sodium hypochlorite was effective for sterilization of larvae that 

showed antimicrobial potency.  

The decomposition rates of rabbits' carcasses (Oryctolagus cuniculus 

Linnæus) wrapped in plastic bags and others exposed were not statistically 

significant. The presence of a plastic bag that is not tightly closed does not seem 

to influence the accessibility of insects to the body, but may affect the composition 

of the fauna. The concentrations of ethanol in the larvae collected on rabbit 

carcasses, which had undergone known ante-mortem doses of ethanol, analyzed 

by gas chromatography (HS-GC-FID) were similar in all larvae (controls and 

treated).  

Molecular identification of fly species previously collected using the 

mitochondrial gene cytochrome c oxidase I (COI) was performed. Species 

belonging to the families Calliphoridae, Sarcophagidae and Piophilidae were used. 

Chrysomya megacephala Fabricius, Pollenia vagabunda Meigen, Pollenia rudis 

Fabricius (Diptera, Calliphoridae), and Piophila nigriceps Meigen (Diptera, 
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Piophilidae) are reported in this study from Algeria for the first time. The 

populations of the Algerian flies studied are clearly separated from the other 

populations of the world apart from the majority of the species originating from 

Spain. 

The research presented here is the first one in Algeria examining the 

ecology and the biology of Diptera of medico-legal relevance, their utility in 

biosurgery and the abiotic factors influencing the post-mortem interval (PMI) and 

carrying out a molecular identification of these species. The data from this study 

will serve as a basic reference for similar studies in Algeria. 

 

Keywords: Necrophagous Diptera, post-mortem interval, abiotic factors, maggot 

debridement therapy, DNA, Algeria. 
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 ملخص

 الذباب التي بینھا البشریة، من البیئیة النظم في مكان كل في موجودة آكلة الجیف الحشرات

 .الشرعي طبوال البیطري والطب في الطب أھمیة لھا

 Calliphora vicinaو sericata Meigen  Luciliaدراسة وجود تتم

Robineau-Desvoidy  و Wiedmann Chrysomya albiceps ثنائیات الأجنحة )  :

 نطاق على الأنواع ھذه تتوزع. 2016و   2010عامي بین الجزائر زمانا ومكانا  في كالیفوریدي) 

 تفضل Calliphora vicinaأما   .دافئ مناخ تفضلLucilia sericata  الجزائر.  في واسع

 .معتدل إلى تفضل مناخ دافئ Chrysomya albiceps  بینما الباردة الحرارة درجات

 المختبر في حیاتھا دورة لدراسة Calliphora vicina و Lucilia sericata تربیة تتم

 تعتمد على درجةCalliphora vicina و   Lucilia sericata نسبة خروج الذباب البالغ.

  Lucilia قبل من المجمعة الحراریة المیزانیات وكذلك النمو معدل طفیف بشكل الحرارة. اختلفت

sericata  و  Calliphora vicinaبالمعطیات المرجعیة. مقارنة 

تم اختبار محالیل  Lucilia sericata  ویرقات بیضطرق تعقیم اجل التحقق من صحة من 

تم التحقق من التاثیر المضاد في المخبر  بعد التعقیم جرثومیة مرجعیة. سلالات ضد تأثیرھا مطھرة

 أثبت المحلول المطھر . تلوث جرثومي أي المعقمھ الیرقات تظھر لم لسللالات میكروبیة مرجعیة. 

 .للمیكروبات المضادة قوتھا أظھرت التي الیرقات تعقیم فعالیتھ في الصودیوم  ھیبوكلوریت

 )usæLinn Oryctolagus cuniculus( حیوانات (أرانب) جثث تحلل عدلاتلم نجد م 

 یؤثر بإحكام مغلق بلاستیكي غیر كیس وجود أن یبدو لا .ذات دلالة احصائیة اكیاس في ملفوفة   

 تركیزات كانت  أنواع الحشرات. تكوین على یؤثر قد ولكنھ للجسم، الحشرات وصول إمكانیة على

 بواسطة تحلیلھا تم التيو الإیثانول قبل وفاتھا من لجرعات خضعت أرانب ثثج یرقات في الإیثانول

 .)والمعالجة الضوابط(الیرقات  جمیع في متشابھة (HS-GC-FID) الغاز كروماتوجرافي تحلیل

المیتوكوندریا  جین باستخدام اسبقم جمعھا تم التي الذباب لأنواع جزیئي تحدید إجراءتم 

  (COI). مؤكسد سیتوكروم سي

. بیوفیلیديوساركوفاجیدي وكالیفوریدي  فصیلة إلى تنتمي نوعا 13 من عینة 65 استخدام تم

  Chrysomyaثنائیات الأجنحة  الدراسة تم تسجیل لأول مرة في الجزائر أنواع من خلال ھذه

  sFabriciu  megacephala  و Meigen Pollenia vagabunda و Pollenia  

Fabriciusrudis و كالیفوریدي فصیلة إلى تميتن والتيMeigeniophila nigriceps P  لتيا 
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الذباب . الذباب المعتمد علیھ في ھذه الدراسة یختلف جنیا عن باقي انواع ديبیوفیلی فصیلة إلى تنتمي

 في العالم باستثناء معظم الانواع الموجودة في اسبانیا. الموجود

أحیاء الحشرات  وعلم بیئة علم یدرس رالجزائ في بحث أول ھو ھنا عرضھ تم الذي البحث

 التي ذات أھمیة في الطب الشرعي وفائدتھا في المعالجة بالیرقات، والعوامل غیر الحیة ثنائیة الاجنحة

كما یقوم بتحدید أنواع ھذه الحشرات باستخدام تقنیات  ،الوفاةعلى الفاصل الزمني بعد  تؤثر

 في مماثلة لدراسات أساسي كمرجع ستصبح الدراسة ھذه في الواردة البیولوجیا الجزیئیة. البیانات

 .الجزائر

 

 الیرقات، غیر الحیة، العوامل الوفاة، بعد الفاصل الزمني ما ذباب آكل الجیف، :المفتاحیة الكلمات

 .الجزائر النووي، الحمض
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GLOSSAIRE 

Adipocire - ou gras de cadavre est le nom que l'on donne au gras 

d'un cadavre qui s'est transformé en une substance savonneuse grise blanchâtre 

résultant de la saponification du cadavre qui se produit dans certaines conditions 

d’humidité et de froid. Ces cas sont rares.  

Afrotropical - écozone correspond à l'Afrique située au sud du désert 

du Sahara et inclut Madagascar. 

Alignement d'ADN - des séquences d'ADN de plusieurs individus provenant de 

régions correspondantes du génome qui sont alignées de sorte que toutes les 

séquences aient les mêmes points de départ et d'arrivée. 

Bactériostatique - Se dit de tout phénomène ou de toute substance capable 

d'inhiber la multiplication des bactéries sans les tuer. 

Basicosta - la deuxième épaulette ou structure en forme de plaque sur la veine 

costale de l'aile membraneuse. 

Bucca - les mâchoires sur une tête de Diptère. 

Collagénases -  des enzymes capables de rompre les liaisons peptidiques  du 

collagène. 

Fibrine - protéine filamenteuse qui dérive du fibrinogène (protéine qui intervient, 

entre autres, dans le mécanisme de la coagulation).  

Fibronectine - glycoprotéine présente dans la matrice extracellulaire, et qui joue 

un rôle clé dans l'adhésion des cellules à la matrice extracellulaire. 

Fibroblaste - cellules présentes dans les nombreux tissus conjonctifs de 

l'organisme chargées de synthétiser les autres cellules formant les tissus 

conjonctifs.  

Sérines protéase -  protéines de la coagulation, des protéines digestives 

(trypsine, chymotrypsine, élastase), et du complément. Leur site actif contient 

une sérine. 
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Forensique - (de l’anglais forensic) ; terme désignant les sciences qui ont pour 

objet d’apporter des preuves objectives pour la justice. 

Gravide - désigne les insectes femelles chez lesquelles des ovocytes matures ont 

été produits et prêts pour la ponte. 

Haltère - ailes postérieures réduites utilisées pour l'équilibrage. Ils sont parfois 

décrits comme ressemblant à des baguettes de tambour car ils ont un bouton 

dans la région distale. 

Hémimétabole - insectes où les stades immatures passent par des mues et 

deviennent progressivement de plus en plus semblables aux adultes. Leurs ailes 

se développent à l'extérieur. 

Holarctique - la région zoogéographique qui comprend les régions du nord de la 

terre. Il comporte deux sections, l’une appelée la région néarctique (Amérique du 

Nord) et l’autre la région du paléarctique (Eurasie). Les termes sont utilisés pour 

décrire les distributions d'insectes.  

Holométabole - qualifie les insectes chez qui le passage de l'état de larve à 

l'état adulte se fait par la transition d'un état de nymphe. Les larves et les adultes 

de ces insectes ont, en général, une morphologie et écologie très différentes. 

Imago - le stade adulte d'un insecte sexuellement non mature. 

Larviposition : le fait de déposer des larves mobiles. 

Macrochète : soie dure chez certains insectes. 

Nearctique - dans le contexte de la distribution des insectes, il s'agit d'une région 

comprenant l'Amérique du Nord, des zones situées au nord du tropique du Cancer 

et du Groenland.  

Néotropique - une région qui comprend l'Amérique centrale et l'Amérique du Sud, 

y compris le sud du Mexique, ainsi que les Antilles - au sud du tropique du 

Cancer. 

Generatio Spontane - ou génération spontanée, théorie introduite par Aristote, 

indique que des être vivant pouvaient naître de matières non vivantes par exemple 

les puces pourraient provenir de la poussière, ou les asticots de la viande. 
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Leucine aminopeptidase - est une enzyme appartenant au groupe 

des hydrolases (enzymes catalysant l'hydrolyse de produits métaboliques). 

Orient - pays situés à l'est de la Méditerranée. 

Opportuniste - organisme qui profite d’une occasion favorisant sa prolifération. 

Ovipares - animale qui pond des œufs.  

Oviposition - le fait de déposer les œufs à un certain endroit. 

Ovovivipares - où les œufs fécondés se développent chez la femelle et éclosent 

instantanément quand ils sont pondus, bien que cela puisse avoir lieu dans 

l'appareil génital féminin. 

Paléarctique - dans le contexte de la distribution des insectes, cela indique une 

distribution dans la majeure partie de l'Europe, l'Afrique au nord du Sahara et la 

majorité de l'Asie au nord de l'Himalaya. 

Polyphaga - un sous-ordre des Coleoptères caractérisé par un coxa postérieur 

mobile par rapport au métasternum et une division incomplète du premier sternite 

abdominal. 

Putréfaction - décomposition de matières organiques par des bactéries et des 

champignons. 

Synanthrope - En étroite association avec les êtres humains, tels que les 

espèces d'insectes qui fréquentent les domiciles ou autres structures artificielles 

ou qui dépendent d'un refuge pour se nourrir. 

Stigmates - Organes respiratoires sous forme d’orifice, c’est une ouverture 

débouchant sur le système respiratoire trachéen.  

Vivipare - animal dont les progénitures viennent au monde entièrement développés. 
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INTRODUCTION 

Les Calliphoridae sont généralement trouvés sur des matières animales et 

végétales en décomposition. Leurs larves sont nécrophages, coprophages, 

saprophages et vivent dans des matières organiques en décomposition [1]. Les 

Chrysomyiinae, Luciliinae et Calliphorinae sont les sous-familles les plus 

importantes des Calliphoridae. Lucilia sericata (Meigen, 1826), Calliphora vicina 

(Robineau-Desvoidy, 1830) et Chrysomya albiceps (Wiedmann, 1819) sont des 

espèces Calliphoridae largement répandues dans le monde. Elles sont souvent 

les premiers insectes à coloniser et à pondre sur les dépouilles où se développent 

leurs asticots [2]. Par conséquent, ces espèces sont d'importance médico-légale 

car elles aident à estimer l'intervalle post-mortem (PMI) avec précision. Ce sont 

aussi des ectoparasites facultatifs qui peuvent causer une myiase primaire ou 

secondaire chez les humains et les animaux [3]–[6]. Lucilia sericata joue un rôle 

majeur en médecine humaine, car ses larves sont utilisées pour guérir les plaies 

chroniques [7][8]. Ainsi, ces dernières possèdent une importance médicale, 

vétérinaire et médico-légale [9]–[12]. 

L'abondance et la composition de ces insectes sont influencées par les 

saisons, leur nombre diminuent à des températures plus froides alors qu'elles 

augmentent à des températures plus chaudes [13]–[15]. En outre, la localisation 

géographique peut également affecter ces communautés [16]. La région 

biogéoclimatique a un grand impact sur les insectes et leur disponibilité 

saisonnière [3]. Certaines espèces sont omniprésentes tandis que d'autres sont 

restreintes à une zone particulière [11]. L'application principale de l'entomologie 

forensique est d'estimer l'heure du décès [17]. De plus, il peut être prouvé qu'un 

cadavre a été déplacé de son lieu initial du décès [18]. Ceci peut être conclu en 

utilisant des insectes qui vivent dans une zone écologique restreinte mais qui se 

trouvent sur un corps dans une région différente [3][19][20]. Cependant, cette 

application dépend de la compréhension de la faune locale [20]. Cela peut être 

utilisé dans le cas d'espèces qui ne vivent que dans les zones urbaines ou rurales.  

La méthode la plus fréquemment utilisée pour le calcul d’un IPM court est 

appelée degrés jours accumulés (ADD) ou degrés heures accumulés (ADH). Elle 

se base sur le cycle de développement des Diptères nécrophages [1][19][21]–[24]. 
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On obtient alors ce qu’on appelle un IPM minimum qui ne pourra être déterminé 

que pour la première génération de mouches arrivées sur le cadavre [1]. Cette 

méthode a été mise au point par MARCHENKO [25]. Elle nécessite une 

identification précise de l’espèce qui est souvent difficile à partir de stade larvaire.  

Le rôle des insectes dans l'accélération du taux de décomposition est 

crucial [26]. Les espèces dans l'ordre des Diptères et des Coléoptères sont de 

grande importance dans les enquêtes médico-légales [11]. Les Hyménoptères, les 

Lépidoptères et d’autres arthropodes sont des hôtes, ou plus souvent des 

prédateurs, d'insectes nécrophages. Le nombre et la distribution des espèces 

nécrophages peuvent être contrôlés par ces prédateurs [26]. Ainsi, les 

arthropodes associés aux stades de décomposition sont généralement classés en 

quatre catégories écologiques : les nécrophages, les parasites et les prédateurs 

des nécrophages, les omnivores et les espèces opportunistes [1][6][27]. Une 

cinquième catégorie est parfois citée, ce sont les espèces dites accidentelles dont 

la présence sur le corps est le résultat due au hasard [28]. 

La connaissance des facteurs qui peuvent affecter la colonisation des 

insectes est nécessaire pour estimer l'intervalle post-mortem [26][29]. La 

température, les conditions météorologiques, la saison, la localisation 

géographique, le dépôt du corps (à l'intérieur, exposés ou enterrés) et la présence 

de vêtements peuvent avoir une incidence sur l'activité des insectes [26]. Par 

conséquent, une évaluation précise doit tenir compte des variables qui peuvent 

entraver la colonisation des mouches et la ponte des femelles [30]. 

Selon MANN et al. [31], l'accessibilité des insectes au corps est le deuxième 

facteur le plus important après la température [26]. Les criminels tentent 

habituellement de dissimuler des preuves de crime en utilisant des vêtements, des 

couvertures, des tapis, des bâches, des sacs de couchage, des sacs plastiques et 

des valises [30][32]–[34]. Cependant, l’emballage en plastique semble être le plus 

fréquemment utilisé [35]. Plusieurs cas signalant la présence des cadavres 

humains, des parties du corps, des fœtus humains ou des cadavres d'enfants 

dans des sacs plastique sont souvent enregistrés [36]. Ainsi, il est important de 

prendre en considération la présence d'un obstacle qui entrave ou empêche 

l'accès des insectes puisque les sacs représentent une barrière physique 

potentielle pour la ponte. Néanmoins, jusqu'à présent seules quelques études sur 

l'accessibilité des insectes ont été réalisées [30][37][38].  
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Les insectes et leur stades immatures qui se nourrissent des tissus 

cadavériques peuvent accumuler et stocker dans leurs tissus les xénobiotiques 

(médicaments, drogues, poisons, produits chimiques, etc.) présentes au niveau du 

cadavre [22]. De ce fait, ils peuvent servir de spécimens alternatifs fiables pour 

l'analyse toxicologique lorsque le corps est trop décomposé (absence de tissus, 

de sang ou d’urine) pour procéder à des analyses toxicologiques sur des 

échantillons de tissus classiques  [39]–[41]. 

L’entomotoxicologie est l’étude de la bioaccumulation des xénobiotiques 

chez les insectes ou d’autres arthropodes en vue de déterminer la présence de 

ces mêmes xénobiotiques au niveau du cadavre [20][42][43]. L'entomotoxicologie 

implique alors l'analyse de la présence et les effets de substances toxicologiques 

chez les insectes nécrophages et leur impact sur l’estimation de l’IPMmin [44][45]. 

Les résultats obtenus par des études entomotoxicologiques peuvent aider à 

étudier la cause et l'heure de la mort des humains et des animaux [45]. 

L'éthanol peut être détecté dans les cadavres, peu importe la cause du 

décès, mais avec une incidence plus élevée dans les décès dues à des 

circonstances violentes [46][47]. L'éthanol est également l'une des principales 

causes de décès par empoisonnement [48]. La détection de l'alcool dans les 

tissus peut fournir des informations importantes concernant les circonstances de 

la mort d'un individu [49]. 

Les insectes souvent recueillis des cadavres au cours d'une enquête 

criminelle nécessitent une identification rapide et précise des espèces [50]. En 

raison du nombre limité de taxonomistes experts, l'identification des espèces est 

l'un des principaux obstacles de l'entomologie médico-légale. Par conséquent, 

l’identification moléculaire des espèces, en utilisant le gène mitochondrial codant 

la cytochrome c oxydase sous-unité I (COI), a été suggérée [51]. 

Des données concernant la distribution, la biologie et l’écologie des 

insectes nécrophage ne sont pas disponibles en Algérie. La maîtrise des 

méthodes d’élevage et de stérilisation des larves destinées à la larvothérapie est 

indispensable afin d’introduire cette biochirurgie en Algérie. Au meilleur de nos 

connaissances, il n'existe aucun travail sur le terrain concernant l’effet de 

l’emballage ou de l’éthanol sur la décomposition et l’entomofaune cadavérique. 

Ainsi, nous pouvons revendiquer un manque d'information concernant l'activité 

des insectes en présence de ces facteurs. Il est également important de connaître 
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le profil génétique des populations Algériennes d’insectes nécrophages en vue de 

promouvoir l’entomologie forensique en Algérie. Pour ce faire, nous avons réalisé 

un travail de recherche qui se divise en cinq parties dont les objectifs étaient :  

 

- La première partie : avait pour but de rapporter l'occurrence spatio-temporelle de 

L. sericata, C. vicina et Ch. albiceps ; effectuer une étude de terrain sur une 

période d'un an dans deux zones différentes au centre-nord de l'Algérie pour 

étudier la dynamique saisonnière de ces espèces. 

- La deuxième partie : son objectif était de faire des élevages de L. sericata et C. 

vicina pour étudier leur cycle de développement au laboratoire à des températures 

constantes ; comparer la durée de développement et le budget thermique des 

espèces Algériennes avec les données de la littérature.  

- La troisième partie : a visé à valider des méthodes de stérilisation des œufs et 

des larves de L. sericata et tester leur effet in vitro vis à vis des souches 

microbiennes de références. 

- La quatrième partie : les objectifs de cette étude étaient premièrement, 

d’examiner la vitesse de décomposition et la faune cadavérique d’un groupe des 

cadavres des lapins emballés dans des sacs plastiques transparentes, un autre 

groupe traités en ante-mortem avec des doses connues de l’éthanol et un groupe 

des témoins (non manipulés) ; deuxièmement, d’enregistrer les insectes impliqués 

dans la colonisation primaire et les arthropodes présents à des stades différents 

de la décomposition ; troisièmement, comparer l'abondance et l'occurrence des 

arthropodes entre les groupes de cadavres ; quatrièmement, d’analyser l’éthanol 

présent dans les larves prélevés sur les cadavres traités et les comparer avec les 

larves témoins.  

- La cinquième partie : avait pour objectif principal de réaliser une identification 

moléculaire des mouches à intérêt médico-légal collectées et identifiées 

morphologiquement afin de confirmer leur identification. De plus, les séquences 

d’ADN obtenues ont été comparées avec celles des différentes régions du monde.  

Au cours de la dernière décennie, plusieurs études relatives à l'écologie 

des cadavres et à l'activité des insectes ont été menées en Algérie en utilisant des 

lapins, des chiens et des cadavres de sangliers. Cependant, les méthodes 

utilisées n'étaient pas conformes aux protocoles standardisés en entomologie 

légale. La recherche présentée ici est le premier travail en Algérie planifié selon 
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les protocoles expérimentaux recommandés examinant l’écologie et la biologie 

des Diptères à intérêt forensique et les facteurs abiotiques influençant l’IPM. 

L’identification moléculaire des mouches nécrophages réalisée durant cette 

recherche est également le premier travail de son type en Algérie. 
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CHAPITRE 1  

 SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 

1.1. Généralités sur les insectes et l’entomologie forensique 

1.1.1. Définition 

L’entomologie forensique est une discipline rattachée aux sciences 

forensiques qui utilise les insectes et d’autres arthropodes pour aider la justice 

[2][20][52]. Elle se divise en trois branches qui sont l’entomologie urbaine, 

l’entomologie des denrées stockées et l’entomologie médico-légale [2][53][54]. 

L’entomologie urbaine se base sur les insectes pestes (termites, cafards, etc.) 

attaquant l’environnement humain. L'entomologie des denrées stockées se 

concentre sur les arthropodes et leurs débris retrouvés dans les aliments et autres 

produits [2]. La troisième branche est celle la plus connue appelée le plus souvent 

entomologie médico-légale. Elle s’intéresse aux insectes et d’autres arthropodes 

pour les utiliser dans les enquêtes judicaires. Elle est parfois appelée entomologie 

légale, judiciaire, criminelle ou forensique [2][20][52].  

1.1  

1.1.2. Historique  

La première affaire criminelle documentée résolue à l’aide des insectes 

date du 13ème siècle en Chine a été reportée par Sung Tz'u, un avocat et 

enquêteur chinois. Un fermier avoua l’assassinat d’un autre fermier lorsque des 

Diptères de la famille des Calliphoridae ont été attirés par des traces invisibles de 

sang sur sa faucille [1][2][20][21][55]. 

Dès le 17ème siècle, l’infestation de la viande par les mouches et leurs asticots fût 

étudiée en Europe dans le cadre de la théorie de la génération spontanée 

(Generatio Spontane) [19]. En 1661, le scientifique italien Redi, démontra que les 

larves présentes sur la viande étaient le résultat de pontes de mouches 

[19][20][56]. En 1767, le biologiste Carl von Linné mentionna que trois mouches 

pouvaient consommer un cheval à la vitesse d'un lion avec leurs pontes sur la 

dépouille. Aux 17ème et 19ème siècles, des médecins légistes observèrent lors 

des exhumations de masse en France et en Allemagne que les corps étaient 
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habités par des Arthropodes. En 1831, le docteur Orfila rapporta que les asticots  

jouaient un rôle important dans la décomposition des cadavres [57]. 

En 1850, le docteur Bergeret étudia les insectes présents sur un cadavre 

d’un nouveau-né découvert derrière une cheminée lors des travaux de rénovation. 

La présence d’insectes et le stade de décomposition avancé permirent 

d’innocenter les nouveaux propriétaires [20][55][56][58][59]. Ce cas a permis de 

reconnaitre l'entomologie médico-légale comme un outil pour aider la justice. 

 L’histoire de l’entomologie légale fût connu une contribution significative 

grâces aux travaux réalisé par MEGNIN [56], un vétérinaire et un entomologiste,  

publiés dans sont fameux livre « La faune des cadavres : Application de 

l’entomologie à la médecine légale ». 

 Au 20ème siècle, les insectes étaient déjà utiles pour résoudre les affaires 

judiciaires impliquant la colonisation des cadavres immergés par les insectes. Le 

29 septembre 1935, plusieurs parties de corps, plus tard identifiées comme 

provenant de deux femmes, ont été récupérées d'une rivière en Ecosse. La 

présence de larves du troisième stade de Calliphora vicina indiquait que les œufs 

avaient été posés avant que les dépouilles soient été jetées dans la rivière [20]. 

Entre les années 1960 et 1980, des contributions majeures à l'entomologie 

médico-légale ont été apportées par le belge Leclercq, le finlandais Nuorteva, le 

russe Marchenko et l’Anglais Smith [1][22][25][60][61].  

A partir des années 2000 jusqu’à nos jours, la discipline a connu un 

véritable engouement et il en résulte la parution de plusieurs livres dédiés à 

l’entomologie forensique [1][20][21][40][54][62]. Les entomologistes forensiques  

dans un certain nombre de pays ont mis en place des associations telle que 

l'Association Nord-Américaine d'Entomologie Forensique et l'Association 

Européenne d'Entomologie Forensique (EAFE) [20]. 

En Algérie, cette discipline a été officiellement introduite en 2010 par le 

laboratoire d’Entomologie de l’institut National de Criminalistique et de 

Criminologie de la Gendarmerie Nationale. Depuis 2011, des expertises sont 

réalisées dans ce laboratoire en utilisant les insectes [63]. 

 

1.1.3. Les altérations d’un corps après la mort 

Après la mort, les signes négatifs de la vie résultants de l’arrêt des activités 

vitales du cœur, des poumons et du cerveau surviennent entrainant un 
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refroidissement du corps, rigidité, déshydratation et acidification. Les signes 

positive de la mort à savoir : l’autolyse cellulaire, l’autodigestion et la putréfaction 

se déclenchent [57]. 

 

1.1.3.1. Refroidissement du corps (algor mortis) 

Le corps se refroidit progressivement après l’arrêt de la respiration pour 

atteindre une température d’équilibre égale à la température ambiante [57][64].  La 

température du corps chute (généralement de 1°C par heure) jusqu’à ce que la 

température corporelle se situe à la  température ambiante [57][65]. La 

température du cadavre doit être systématiquement mesurée au cours de la levée 

du corps par voie rectale ou transpariéto-hépatique (dans le foie) [57][64][65]. 

 

1.1.3.2. Rigidité cadavérique (rigor mortis) 

Après la mort le cadavre devient rigide. Cette rigidité cadavérique est un 

phénomène de raidissement musculaire progressif. Elle s’installe progressivement 

et devient perceptible à partir de la troisième ou la quatrième heure après la mort. 

Elles résultent de la transformation du glycogène des muscles en composés 

acides comme l’acide lactique. Celui-ci est  responsable  de  la contraction  des  

liaisons  actine-myosine  des  fibres  musculaires [64]. Elle est maximale entre 

douze et vingt-quatre heures et peut persister jusqu’à 84 heures après le décès. 

Les muscles se relâchent en général dans le même ordre  que celui de leur 

contraction et la rigidité disparaît complètement avec l’arrivée du processus de 

putréfaction [64][66].  

 

1.1.3.3. Lividités cadavériques (livis mortis) 

Les lividités cadavériques correspondent à une coloration rosée ou violacée 

de la peau. Ces lividités apparaissent quelques minutes après la mort et 

s’intensifient progressivement. Celles-ci apparaissent sur les parties déclives du 

corps et sont absentes des zones de pression (zones d’appuis).  L’accumulation 

du sang  par  gravité  débute  dès  l’arrêt  de  la  fonction  hémodynamique. 

Néanmoins,  elles  ne  sont  généralement  perceptibles  que  deux  à  quatre  

heures  après  la  mort [57][64][65]. 
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1.1.3.4. Putréfaction  

La dégradation de matière organique est le fait de l’action de bactéries 

anaérobies et celle de champignon couplée à l’autolyse des cellules ou des tissus 

par des enzymes libérées [57]. Le premier signe visible de la putréfaction est 

l’apparition d’une tâche verte abdominale au niveau de la fosse iliaque droite qui 

survient en conditions standard de température (20°C) aux alentours de la 

quarante-huitième heure. Cette tache verte correspond à la dégradation par les 

enzymes bactériennes des pigments biliaires contenus dans le caecum puis à leur 

infiltration dans les tissus sous-cutanés. La putréfaction s’étend ensuite de façon 

centrifuge au reste du corps [64][67][68]. Le métabolisme bactérien et l’autolyse 

conduisent à la production de nombreux gaz qui vont s’accumuler dans le corps et 

provoquer son gonflement [22][67]. Le sang se dégrade (hémolyse) et les 

vaisseaux sanguins forment un dessin visible à la surface du corps. Des 

boursouflures peuvent également se former sous la peau et des décollements des 

couches supérieures de l’épiderme peuvent apparaitre. Sous la pression des gaz, 

les fluides sanguins peuvent s’écouler des orifices naturels, plus particulièrement 

du nez et de la bouche. Au fur et à mesure de l’avancement de la putréfaction, le 

corps va noircir. Le stade ultime de la putréfaction est la liquéfaction des tissus et 

des organes du corps [67]. L’ensemble des phénomènes putréfactifs, directement 

lié aux métabolismes bactériens, est largement influencé par la température 

ambiante et ne permet pas une évaluation précise de l’intervalle post mortem [64]. 

 

1.1.3.5. Conservation naturelle des cadavres 

Sous certaines conditions environnementales, la putréfaction n’a pas lieu et 

fait place à d’autres mécanismes. La putréfaction peut être sèche (corps en zone 

aride) ou humide, modifiant les composés de nature lipidique. On parle alors 

respectivement de momification ou d’adipocire. De nombreux facteurs affectant ce 

phénomène dont la nature de corps lui-même (facteurs intrinsèques : âge, 

constitution, causes de décès) ou son environnement (facteurs extrinsèques : 

conditions climatiques, présence de vêtements, macro et microfaune nécrophage) 

[57]. 
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1.1.3.6. Limite des critères thanatologiques 

L’interprétation des critères thanatologiques permet donc d’estimer les IPM 

courts datant de moins de quarante-huit heures. Après ce délai, ces éléments ne 

peuvent plus être exploités et le médecin légiste n’est pas capable de quantifier 

l’IPM [64]. 

 

1.1.4. Les étapes de décomposition d’un cadavre humain à l’air libre 

Le processus de décomposition d’un corps peut être divisé en plusieurs 

stades ou phases. On  distingue  généralement cinq stades de décomposition 

[69]. 

 

1.1.4.1. Stade frais  

Le stade frais commence au moment de la mort et continue jusqu'à ce que 

le ballonnement du corps soit évident [20][70]. Une décoloration verdâtre de 

l'abdomen, une peau fissurée et une tache noire de la sclérotique peuvent être 

observées. L'invasion d'insectes commence généralement par les orifices naturels 

du corps : la tête (yeux, nez, bouche et oreilles), l'anus et les organes génitaux et 

les blessures présentes sur le corps. Les premiers insectes sont les Calliphoridae 

et les Sarcophagidae dans la plupart des cas. Les femelles arrivent et 

commencent à explorer les sites potentiels de la ponte ou la larviposition. Ces 

mouches souvent rampent profondément dans les ouvertures et pondent des 

œufs ou déposent des larves du premier stade. Alors que les orifices de la tête 

sont assez attrayant pour les mouches, l'attractivité de l'anus et des zones 

génitales peut dépendre  de l’état du corps (nu ou habillé) [70]–[72]. 

 

1.1.4.2. Stade de ballonnement  

L’élément principal de la décomposition est le phénomène de la 

putréfaction qui commence au cours du ballonnement. Les bactéries anaérobies 

commencent à digérer les tissus. Leur métabolisme conduit à la production de gaz 

qui provoquent d'abord un léger gonflement de l'abdomen. Les ballonnements se 

produisent généralement d'abord dans l'abdomen, bien que le cadavre puisse plus 

tard présenter un aspect complètement gonflé [20][70]. Le processus combiné de 

la putréfaction et des activités métaboliques des asticots commencent à provoquer 

une augmentation de la température interne du corps. Cette température peut être 
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nettement supérieure à la température ambiante (+50°C). Les adultes 

Calliphoridae sont fortement attirées par le corps au cours de cette étape de 

décomposition et d'importantes masses d'asticots sont observées associées à la 

tête et d'autres sites d'invasion primaire. Bien que ces populations soient visibles 

de l'extérieur, il y a de plus grandes populations présentes à l’intérieur. La 

pression interne causée par la production de gaz entraînent l'infiltration des fluides 

des ouvertures naturelles du corps au cours de cette étape ainsi qu’une forte 

odeur d'ammoniaque est notée. Ces fluides suintent dans le substrat sous le corps 

qui devient alcalin. La faune du sol normal quitte cette zone suite au changement 

du pH et l'invasion d'un ensemble d'organismes plus étroitement associés à la 

décomposition commence [70]. 

 

1.1.4.3. Stade de décomposition active et avancée  

À ce stade, le corps se dégonfle et la décomposition active commence. Au 

cours de cette étape, de fortes odeurs de décomposition sont présentes. La 

principale caractérisation de cette étape est la présence de grandes masses de 

larves des Diptères. Celles-ci sont présentes à l'intérieur ainsi qu’à l'extérieur du 

corps et souvent se déversent sur le sol. Alors que certains Coléoptères arrivent 

au cours des étapes ultérieures de la décomposition, ils augmentent en nombre 

au cours de ce stade et sont souvent notables. Certains prédateurs, tels que les 

Staphylinidae, sont observés au cours du stade de décomposition active et 

avancée et deviennent plus remarquables à cette étape, ainsi que d'autres, tels 

que les Histeridae. À la fin de ce stade, la plupart des Calliphoridae et 

Sarcophagidae auront terminé leur développement et s’enpupent autour du 

cadavre. Les larves des Diptères auront consommé une grande partie de la chair 

du corps, ne laissant que la peau et le cartilage [70][71].  

 

1.1.4.4. Stade de desséchement   

Cette étape est atteinte lorsque seuls les os et les cheveux restent. En 

règle générale, il n'y a pas d’espèces nécrophages fréquentant le corps. Au début 

de ce stade, il y a un certain nombre d’espèces dans le sol, y compris les acariens 

et les collemboles, qui peuvent être utilisé pour estimer la période de temps 

écoulé depuis la mort. Comme le temps passe, le pH du sol commence à revenir à 
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son niveau initial. Il y a aussi un retour progressif de la faune initiale du sol au 

cours de cette étape. Il n'y a pas un point marquant la fin de ce stade [20][70]. 

 

1.1.5. Les insectes associés aux cadavres  

Deux ordres d’insectes sont principalement concernés : les Diptères et les 

Coléoptères. Cependant, il existe également quelques Lépidoptères et de 

nombreux Hyménoptères qui sont fréquemment présents sur les corps en tant que 

prédateurs (fourmis) ou parasites (Chalcididae, Pteromalidae) [73]. 

 

1.1.5.1. Les Diptères nécrophages   

L’ordre des Diptères compte à ce jour environ 150.000 espèces réparties à 

travers le monde. C’est le quatrième ordre après celui des Coléoptères, des 

Hyménoptères et des Lépidoptères. 

 

1.1.5.1.1.  Morphologie 

Le mot Diptère provient du grec « di » qui signifie deux et « pteron » qui 

signifie aile du fait que les vraies mouches n'ont qu'une seule paire 

d'ailes fonctionnelle antérieure. L’autre paire d’ailes postérieures transformées en 

balanciers ou haltères, jouant le rôle de gyroscope et permettant la stabilité du vol. 

On retrouve dans cet ordre les moustiques, les taons ou encore les mouches. 

Seules ces dernières sont nécrophages [74][75]. Le mésothorax est très 

développé, en relation fonctionnelle avec les muscles du vol.  Il porte la deuxième 

paire de pattes ; les ailes et les cuillerons ainsi que les muscles de vol tandis que 

le prothorax et le métathorax sont régressés [1][75]–[79]. Les pièces buccales sont 

du type piqueur ou lécheur-suceur [80]. Les tarses de cinq articles se terminent 

par deux griffes courbées [79]. 

Les larves sont dépourvues de pattes thoraciques articulées ; elles sont 

encéphales ou acéphales (asticots). Elles peuvent se distinguer des autres larves 

apodes d'insectes par leur corps allongé, et leurs déplacements actifs et dirigés. 

 Les Diptères nécrophages appartiennent au sous-ordre des Brachycères. 

Les Brachycères ont des imagos qui ressemblent plus ou moins à des mouches. 

Ils ont des antennes courtes de moins de huit articles en général, souvent avec le 

troisième et dernier article portant un prolongement appelé arista. Les palpes 

maxillaires sont courtes réduites à un ou deux articles ; un corps généralement 



 35	

trapu (figure 1.1). Les larves ont une capsule céphalique réduite (figure 1.2) [79]. 

On peut distinguer entre familles des larves des mouches nécrophages en 

examinant les plaques stigmatiques (figure 1.3).  

 

 
2Figure 1.1 : Schéma de la morphologie d’une mouche Diptère Calliphoridae 

(Chrysomya albiceps) (reproduite de SZPILA [53], ©Wiley-Blackwell 2012, avec 

permission). 

 



 36	

 

3Figure 1.2 : Troisième stade larvaire de quelques espèces de Diptères 

nécrophages (reproduite de SZPILA [81],©Springer 2010, avec  permission). 

a- Calliphoridae, Calliphora vomitoria (Linnæus, 1758) ; b- Calliphoridae, Chrysomya albiceps 

(Wiedmann, 1819) ; c – Sepsidae, Nemopoda nitidula (Fallén, 1820) ; d- Fanniidae, Fannia 

coracina (Loew, 1873), vue dorsale ; e- Heleomyzidae, espèce non déterminée ;  

f- Muscidae, Hydrotaea dentipes (Fabricius, 1805) ; g- Piophilidae, Stearibia foveolata (Meigen, 

1826) ; h- Sarcophagidae, Sarcophaga caerulescens (Zetterstedt, 1838). 

Abréviations : ad – division anale, aI-VII –segments abdominaux, pc – pseudocéphalon,  

sb – bande d’épines, sf –champs des stigmates, tI-III –segments thoraciques. 

 

 

4Figure 1.3 : Les stigmates postérieurs des principales familles des larves des 

mouches nécrophages (reproduite de THYSSEN [82], ©Springer 2010, avec 

permission). 
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1.1.5.1.2. Taxonomie 

Chez les Diptères, Il existe environ 190 familles et deux sous-ordres, les 

nématocères à antennes souvent plus longues que la tête et formée de six à 

quatre article, et les brachycères qui possèdent des antennes courtes de moins de 

huit articles en général [1]. Ce sous ordre se divise encore en deux groupes : les 

Orthorrhaphes (23 familles et 35.000 espèces) représentés par le taon 

(Tabanidae) et les Cyclorrhaphes (90 familles et plus de 65.000 espèces) 

représentés par les Syrphidae, les Muscidae ou encore les Calliphoridae (tableau 

1.1). 

 

1Tableau 1.1 : Principaux taxa des Diptères (adapté de MCGAVIN [83] in WYSS et 

CHERIX [1]). 

Sous –ordre Principales 
familles 

Larves et pupes Adultes 

Nématocères Tipulidae 
Cullicidae 
Chironomidae 
Ceratopogonidae 
Simuliidae 
Bibionidae 
Cecidomydae 
Mycetophiliidae 

Capsule céphalique bien définie. 
Mandibules se déplaçant dans le 
plan horizontal.  
Nombreuses espèces détritivores 
ou filtreuses, fungivores, 
prédateurs.  
Forment des galles. La pupe n’est 
pas enfermée dans la cuticule 
larvaire. 

Antennes fines et 
longues avec au 
moins 6 segments 
(souvent plus). 
Palpes maxillaires 
longues (3 à 5 
articles). 

Brachycères 
(orthorrhaphe) 

Tabaniddae 
Stratiomydae 
Asilidae 
Bombyliidae 
Empidide 
Dolichopodidae 

Capsule céphalique réduite. 
Mandibules se déplaçant dans le 
plan vertical.  
Espèces prédatrices ou parasites. 
La pupe n’est pas enfermée dans la 
cuticule larvaire. 

Antennes coutes, 
moins de 6 articles. 
Dernier article 
allongé (arista). 
Palpes maxillaires 
courts (1-2 articles). 

Brachycéres  
(cyclorrhaphe) 

Phoridae 
Syrphidae 
Conopidae 
Tephritidae 
Ephydridae 
Drosophilidae 
Chloropidae 
Anthomyiidae 
Muscidae 
Calliphoridae 
Sarcophagidae 
Tachinidae 
Gasterophilidae 
Œstridae 
Glossinidae 
Hippoboscidae  

Capsule céphalique vestigiale, 
mandibules absentes, remplacées 
par  des crochets.  
Alimentation larvaire très variée. 
Plusieurs espèces saprophages (y 
compris les nécrophages), 
herbivores, prédatrices, parasites 
ou parasitoïdes.  
La pupe est enfermée dans la 
dernière cuticule larvaire 
(puparium). 

Antennes courtes, 
moins de 6 articles. 
Dernier article 
allongé (arista). 
Palpes maxillaires 
courts (1-2 articles). 



 38	

1.1.5.1.3. Biologie 

Les Diptères nécrophages sont des insectes à métamorphose complète 

(holométabole), la larve est très différente de l’insecte adulte [1]. Les femelles sont 

anautogènes c’est-à-dire qu’elles ont besoin d’une nourriture protéinée nécessaire 

à la maturation de leurs œufs. La femelle pond en général 150 à 200 œufs par 

ponte et autour de 2000 tout au long de sa vie. Ces œufs sont blancs ou jaunes 

de 0,6 à 1,5 mm de long ayant un peu l’aspect d’un grain de riz qui, à l’éclosion, 

vont donner des larves de premier stade [84]. La plupart des espèces sont 

ovipares mais certaines sont larvipares [62].  

Leur cycle est divisé en quatre phases distinctes : l’œuf, la larve, la 

nymphe, l’imago puis l’adulte (figure 1.4). Les mouches vont directement pondre 

des œufs dans les orifices naturels ou les blessures du cadavre. L’éclosion de ces 

œufs va donner des larves. La durée de développement de chaque stade est 

dépendante de la température (fonction linéaire) et est différente pour chaque 

espèce [1]. La larve passe par trois stades larvaires dont le premier est le plus 

court. Les jeunes larves cherchent immédiatement à pénétrer dans les tissus 

sous-cutanés. Les larves sont extrêmement petites avec une alimentation vorace. 

La larve augmente habituellement en taille d'environ 2 à 4 mm. Le second stade 

larvaire est un peu plus long. Durant ce stade, la larve se développe à environ 8 

mm de longueur [21]. Le troisième stade peut être divisé en deux stades 

comportementaux distincts : la phase alimentaire et la phase post-alimentaire. 

Pendant la phase alimentaire, les larves se nourrissent voracement jusqu'à ce 

qu'elles atteignent une taille maximale. Les larves appelées prépupes quittent le 

corps et recherchent un site favorable à la pupaison en s’enterrant [21][85]. Cette 

étape dure plusieurs jours pendant lesquels les larves commencent leur 

nymphose et diminuent de taille. Chez beaucoup d’espèces, la pupaison a lieu à 2 

ou 3 cm de profondeur. A ce moment, la cuticule de la larve se contracte puis se 

sclérifie en brunissant pour former la pupe. Pendant la phase de la nymphose, la 

structure de l'adulte est formée à l'intérieur. Lorsque la transformation est 

complète, les adultes émergent des pupes [21]. 

Nombreuses espèces de diptères nécrophages peuvent être attirées par un 

cadavre. On peut trouver des représentants dans les différentes familles citées ci-

dessous [1][6]. 
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Calliphoridae, Sarcophagidae, Rhinophoridae, Tachinidae, Fanniidae, Muscidae, 

Anthomyiidae, Scathophagidae, Sphaercoceridae, Sepsidae, Piophilidae, 

Heleomyzidae, Platystomatidae, Dryomyzidae, Milichiidae, Carnidae, 

Agromyzidae, Clusiidae, Ephydridae, Sciomyzidae, Coelopidae, Empididae, 

Stratiomyidae, Phoridae, Chloropidae, Syrphidae, Drosophilidae. 

Selon WYSS et CHERIX [1], les espèces qui sont attirées par des cadavres 

humains et dont le cycle de développement se déroule sur ce type de substrat 

appartiennent aux familles suivantes : Calliphoridae, Sarcophagidae, Fanniidae, 

Muscidae, Piophilidae et Phoridae. 

 

 

5 Figure 1.4 : Le cycle biologique holométabole d’une mouche calliphoridée 

(Calliphora vicina) (Unité de l’echelle en millimètre) (adaptée de HALL et al. 

[86], ©Wiley-Blackwell 2010, avec permission). 

 

1.1.5.1.4. Les familles présentes sur les cadavres  

• Calliphoridae 

Les mouches Calliphoridae ont un vol assez rapide et sont présentes 

souvent sur les matières animales et végétales en décomposition. Les larves sont 

nécrophages, coprophages, saprophages et vivent sur les matières organiques en 

décomposition. Les espèces de cette famille ont l’aspect de mouches au corps 

robuste d’une taille de 4 à 16 mm. Les adultes sont de couleur noir, bleu ou vert 

métallique, parfois doté d’une longue pilosité dorée sur le thorax (figure 1.5) [1]. 

Cette famille se distingue par un thorax qui présente au niveau de mesonotum 
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quelques rangées de fortes épines hypopleurales, connues sous le nom de 

macrochètes qui peuvent caractériser la famille. Un dimorphisme sexuel est 

marqué au niveau des yeux qui sont plus écartés chez la femelle que chez le 

mâle. Les Calliphoridae ont également de courtes palpes maxillaires et un 

calyptère bien développé [81]. Cette famille est divisée en neuf sous familles, dont 

les Chrysomiinae, les Luciliinae et les Calliphorinae sont les plus importantes.  

Les Calliphoridae sont habituellement les tout premiers insectes parvenant 

au contact d’un cadavre où va se dérouler le développement de leurs stades 

larvaires [2]. Par conséquent, ces mouches présentent un intérêt majeur en 

entomologie forensique permettant une estimation parfois très précise de 

l’intervalle post-mortem.  

La majorité des espèces de cette famille sont ovipares, mais quelques-unes 

sont vivipares. La couleur des larves de Calliphoridae est blanche ou crème, 

tronquées obliquement à l'extrémité et cylindro-coniques. A la bouche, elles 

portent   deux crochets.  Elles ont une taille allant de 8 à 23 mm. Ces larves sont 

apodes et ont en général une morphologie et un mode de vie très différents à ceux 

des adultes qui sont floricoles où ils se nourrissent de liquides variés, provenant 

de matière organique en décomposition ou encore des fleurs (nectar). De l’eau 

sucrée les attirent facilement, tandis que les larves ont un régime pouvant varier 

selon les genres : saprophage (se nourrit de débris végétaux ou animaux), 

créophage (ou carnivore), sarcophages (se nourrissent  de la chair d’un hôte 

mort), ou parasite et peuvent provoquer des myiases [1]. 

 

 

6 Figure 1.5 : Mouche de la famille des Calliphoridae : Calliphora vicina entourée 

des larves de différentes tailles et stades (reproduite de HALL et al. [86], 

©Springer 2010, avec permission). 
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• Sarcophagidae  

Les Sarcophagidae sont des Diptères généralement trapus de 2 à 22 mm 

de taille. Les adultes sont gris terne avec trois bandes noires longitudinales sur le 

mesonotum, tandis que l'abdomen possède souvent un aspect à damier (figure 

1.6) [1]. Les Sarcophagidae sont vivipares ou rarement ovipare. Leurs larves ont 

la même structure que celles des Calliphoridae. On retrouve des espèces de 

Sarcophagidae aussi bien au début du processus de décomposition du corps 

qu’aux stades plus avancés. Les adultes se retrouvent généralement sur les fleurs 

tandis que les larves se nourrissent de matières animales en décomposition ou 

d’excréments [1][62][87]. 

 

 

7Figure 1.6 : Diptère de la famille de Sarcophagidae (reproduite de RICHET et al. 

[88], ©Pensoft 2011, avec permission). 

 

• Muscidae  

La taille des mouches de cette famille varie entre 2 et 18 mm [1]. Elles sont 

généralement de couleur grise avec quatre rayures longitudinales sombres sur le 

thorax [89] mais aussi de couleur assez variable du jaune orange au brun ou 

noire, très rarement avec une coloration métallique ou avec un corps hérissé de 

macrochètes.  

Les larves sont des asticots cylindriques plus fins vers l’avant et arrondis en 

arrière. Selon les espèces, les larves de Muscidae se rencontrent dans des 

milieux les plus variés : substances animales et végétales en décomposition, 

champignons, litière, etc. Elles sont saprophages, coprophages ou prédatrices [1].  

Nombreuses espèces des Muscidae sont parmi les espèces nécrophages 

dominantes et pondent les premières sur les cadavres [90]. 
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• Fanniidae 

Elles sont des mouches de petite taille (4 à 9 mm) caractérisées par une 

nervation alaire bien particulière. Elles sont habituellement grises foncées à 

noires, parfois avec des taches jaunes sur l’abdomen. On les trouve souvent dans 

les milieux boisés et sont plus rares en milieux ouverts [1]. Les larves se 

développent apparemment dans les déjections des animaux [91]. 

 

• Piophilidae 

Les Piophilidae sont des petites mouches (2,5 à 6 mm de longueur) de 

couleur  sombre, mate ou brillant [1]. Elles se retrouvent dans de nombreux micro 

habitats tels que les charognes, les déchets humains, les os, les peaux et les 

fourrures [62]. Leur arrivé sur les cadavres est généralement tardive [6]. 

 

• Phoridae  

Les phoridae sont des mouches mesurent de 0,5 à 6 mm de longueur, 

d'une couleur noire, brune ou jaune. Elles possèdent un dos vouté. Les larves se 

nourrissent de substances végétales et animales en décomposition [1]. 

Contrairement à beaucoup d’autres espèces de Diptères, les Phoridae sont 

capables de coloniser les corps inhumés [92]. 

 

1.1.5.2. Les Coléoptères  

Le nom Coléoptère tire son origine des mots grecs « koleos » qui signifie 

étui ou gaine et « pteron » qui signifie aile : référence est faite aux ailes 

antérieures modifiées (élytres) qui servent de couverture protectrice pour les ailes 

postérieures membraneuses [77].  Les Coléoptères renferment 350.000 espèces 

connues réparties dans environ 130 familles [93]. Ils constituent également l'ordre 

le plus vaste du règne animal en incluant plus de 40% de tous les insectes et près 

de 30% de toutes les espèces animales [77].  

 

1.1.5.2.1. Morphologie  

Les larves et les adultes possèdent des pièces broyeuses qui comprennent 

de puissantes mandibules (figures 1.7 et 1.8) [76][77][94]. Le prothorax est 

souvent libre par rapport aux méso et métathorax qui se joignent assez 

étroitement à l'abdomen [76]. Au stade adulte, la plupart des Coléoptères 
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présentent un exosquelette dur qui recouvre et protège la plus grande partie de 

leur surface corporelle. Les élytres sont aussi durs que le reste de l'exosquelette 

(figure 1.7) [20]. Les larves des Coléoptères présentent une morphologie variable 

(figure 1.8) [95]. Elles possèdent généralement trois paires de pattes et une 

capsule céphalique bien différenciée [20][82]. 

 

 

8Figure 1.7 : Morphologie générale d’un Coléoptère, vue dorsale (reproduite de 

GENNARD [20] ©Wiley-Blackwell 2012, avec permission). 

	

 

9Figure 1.8 : Exemples des stades immatures de quelques Coléoptères d’importance 

forensique (reproduite de GENNARD [20] ©Wiley-Blackwell 2012, avec permission). 

(a)campodéiforme, (b) scarabaeiforme, (c) scaraaeiforme apode, (d) cruciforme.
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1.1.5.2.2. Taxonomie  

Les Coléoptères se subdivisent en quatre sous-ordres : Polyphaga, 

Adephaga, Myxophaga et Archostemata (tableau 1.2). Les liens de parentés entre 

ces quatre sous-ordres sont encoure sujet à controverse [1]. 

 

2Tableau 1.2 : Quatre sous-ordres coléoptères (adapté de MCGAVIN [83] in 

WYSS et CHERIX [1]). 

Sous –ordre Famille principales Habitats 
Archostemata 3 familles primitives : 

Micromalthidae, Omatidae 
Bois en décomposition, fungivores. 

Myxophaga ou 
associés 

4 familles :  
Cyathoceridae, Hydroscaphidae 
Microsporidae, Torridincolidae. 

Aquatiques, avec des milieux 
humides, se nourrissent d’algues. 

Adephaga  10 familles : 
Carabidae, Dytiscidae, Gyrinidae, 
etc.  

Terrestres et aquatiques, le plus 
souvent prédateurs. 

Polyphaga 149 familles : 
Dermestidae, Staphylinidae, 
Anobiidae, Coccinellidae, 
Scarabæidae. 

Variables, souvent herbivores, 
quelques espèces saprophages, 
quelques espèces xylophages, 
prédateurs, etc. 

1.1.1.1  

1.1.5.2.3. Biologie des Coléoptères 

Les Coléoptères sont des insectes holométaboles [96]. Les Coléoptères ont 

un cycle de développement similaire à celui des Diptères mais ils ont plus de 

stades larvaires. En outre, certaines espèces prennent soins de leur progéniture 

[95]. 

Parmi les différentes espèces de Coléoptères qui fréquentent les cadavres, 

certaines sont de véritables nécrophages, tandis que d’autres exploitent la 

présence de nombreuses proies sur le cadavre (sarco-saprophages). Les espèces 

qui sont souvent trouvées associées aux cadavres appartient aux Dermestidae, 

aux Staphylinidae, aux Silphidae, aux Histeridae  et aux Geotrupidae [1]. 

 

1.1.5.2.4. Principales familles des Coléoptères présentes sur les cadavres    

• Dermestidae  

Leur corps est arrondi ou large avec une forme ovale. Leur taille varie de 2 à 

12 mm [1]. La plupart sont de couleur foncée, cependant certains ont des couleurs 

distinctives avec des taches blanches, jaunes, brunes ou orange. Le corps de 

Dermestes est caractérisé par la présence d'écailles. L’abdomen est 
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complètement protégé par les élytres. Les larves de Coléoptères Dermestidae 

sont velues avec notamment de longs poils dépassant généralement l'extrémité 

arrière. De nombreuses espèces communes ont le corps allongé avec l’extrémité 

postérieure rétrécie tandis que d'autres ont un corps ovale. Leurs couleurs varient 

du brun-rougeâtre foncé au jaune-brun pâle. La plupart se nourrissent de matières 

d'origine animale y compris la viande séchée, de la peau et les cheveux. Leurs 

larves se nourrissent de cadavres, de corne, de poils et de laine [96]. 

 

• Silphidae   

La famille des Silphidae regroupe des individus de taille grande et moyenne 

(10 à 35 mm) avec des antennes en massue et un sens d’olfaction très développé. 

Bien que les adultes et les larves varient considérablement en taille et en forme 

[97]. Leurs élytres ne couvrent pas complètement l’abdomen. Le corps est aplati et 

ovale [93]. Les espèces sont généralement ternes et noires ou brunes, sauf 

certains Nicrophorus dont les élytres sont ornés de taches orangées [1]. Cette  

famille comprend de nombreuses espèces nécrophages attirées par les odeurs 

émises par le cadavre qu’elles détectent de très loin [1]. Certaines espèces sont 

prédatrices et se nourrissent de larves de mouches qui se trouvent sur le cadavre. 

 

 

• Staphylinidae   

Les staphylins sont reconnaissables à leur morphologie. Leurs élytres ne 

recouvrent pas la totalité de leur abdomen. La taille des adultes varie fortement 

d’une espèce à l’autre et s’échelonne de 1 à 25 mm [62]. Les staphylins sont 

souvent abondants dans les habitats où de grands nombres de larves sont 

présents. On les rencontre habituellement dans les matières en décomposition où 

ils chassent d’autres petits insectes [1]. 

 

• Histeridae 

Ce sont de petits Coléoptères (moins  de 10 mm)  de couleur noire brillante 

[1]. La tête est souvent cachée sous le pronotum [96]. On les retrouve dans de 

nombreux milieux dont les cadavres où ils chassent les larves de Diptères. Ils 

peuvent exercer une prédation très importante sur les asticots et ainsi réduire de 

façon significative le nombre de larves de Diptères sur le cadavre [1].  
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• Cleridae 

Ce sont des espèces velues à une couleur souvent vive métallique. Les 

larves et les adultes sont prédateurs des œufs et des larves des Diptères 

nécrophages. On peut les rencontrer sur les cadavres à différents stades de 

décomposition mais plus particulièrement durant les stades avancés [1]. Chez le 

genre Necrobia ; au contraire les  larves et les adultes sont nécrophages et n'ont 

plus qu'occasionnellement un comportement prédateur [96]. 

 

• Nitidulidae  

Les Nitidulidae, insectes de petite taille (4 à 12 mm), ont généralement une 

forme ovale ou allongée [62]. On les trouve sous les écorces d’arbres, les 

champignons ainsi que dans les matières végétales et animales en 

décomposition. Certaines espèces du genre Omosita se rencontre avec les 

Dermestes sur les cadavres mais contrairement à ces derniers, elles tolèrent une 

plus grande humidité du substrat [1]. 

 

1.1.5.3. Les Hyménoptères  

Le mot Hyménoptère provient des mots grecs « hymen » qui signifie 

membrane et « pteron » qui signifie aile. L’ordre des hyménoptères comprend plus 

100.000 d’espèces dont le comportement est bien diversifié [79]. Les espèces 

ailées possèdent deux paires d’ailles membraneuses ; les postérieures sont plus 

étroites que les antérieures. Les pièces buccales des adultes sont du type 

broyeur-lécheur [77]. Le thorax est séparé de l’abdomen par un étranglement. 

Les hyménoptères les plus rencontrés en entomologie forensique sont les 

guêpes prédatrices Apocrites de la superfamille des Vespoidea. Les guêpes 

parasitoïdes de la famille des Pteromalidae, représentée par l’espèce Nasonia 

vitripennis (Walker, 1836) sont également souvent trouvées. Elles pondent des 

œufs dans les pupes des Diptères Calliphoridae. Certaines espèces des 

Hyménoptères Formicidae sont également nécrophages et peuvent laisser des 

lésions caractéristiques sur les cadavres [78]. 
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1.1.5.4. Les Lépidoptères  

Le mot Lépidoptère provient des mots grecs « lepidos » qui signifie écaille 

et « pteron » qui signifie aile. L’ordre des Lépidoptères comprend plus de 150.000 

espèces. Les espèces appartenant à cet ordre sont caractérisées par deux paires 

d’ailes membraneuses recouvertes d’écailles, un corps revêtus d’un épais 

ornement de soies et de pièces buccales suceuses [79][93].  

Ce sont des insectes holométaboles. La chenille est le qualificatif 

scientifique spécifique de leur stade larvaire. Celle-ci est éruciforme se compose 

d’une tête et de 13 segments. Les trois premiers forment le thorax et les autres 

l’abdomen [93]. Les espèces associées au cadavre sont peu et interviennent 

tardivement particulièrement pendant la phase de rancissement des graisses et 

lorsque les tissus sont desséchés [78]. 

 

1.1.6. Les catégories écologiques de l’entomofaune des cadavres 

Les insectes utilisent le micro-habitat créé par le cadavre comme un 

substrat alimentaire, un site de  pontes,  un  refuge  ou  encore  comme  un 

territoire  de  chasse.  En  fonction  de  leurs  régimes alimentaires,  on  rencontre  

quatre groupes écologiques autour d’un cadavre [1][27][61]. Les deux premiers 

catégories regroupant un grand nombre de Diptères et de Coléoptères, sont 

considérées comme les seules espèces utiles en entomologie forensique [40]. 

Une  cinquième  catégorie  est  parfois  citée,  il  s’agit  des  espèces  dites  

accidentelles  dont  la présence sur le corps est le fait du hasard [28].  

 

• Les espèces nécrophages 

Ce groupe est constitué d’espèces dont le régime alimentaire est 

directement lié à la présence d’un cadavre [1]. Ils se  nourrissent  des  tissus  

cadavériques  et  plus spécifiquement  des  liquides [98].  On  peut  citer  parmi  

cette  catégorie,  les  Diptères appartenant aux familles des Calliphoridae et des 

Sarcophagidae, mais également des Coléoptères des familles des Silphidae et 

des Dermestidae [1][2]. 

 

• Les espèces nécrophiles 

Elles sont prédatrices ou parasites des espèces nécrophages, 

principalement des larves et des pupes de Diptères. Ce groupe est constitué 



 

	
	

48	

principalement de Coléoptères (Silphidae, Histeridae,  Staphylinidae),  de  

Diptères  (Calliphoridae  et Stratiomyidae)  et  des  Hyménoptères parasitoïdes 

des laves et des pupes des Diptères nécrophages [1][99].   

Les larves de certains Diptères ne sont pas prédatrices au début de leur vie 

larvaire, mais peuvent le devenir à partir d’une certaine taille [1]. C’est le cas, par  

exemple, des larves  du troisième stade de l’espèce Chrysomya albiceps [100]. 

 

• Les espèces omnivores 

Ces espèces peuvent se nourrir à la fois tant du cadavre que des espèces 

dites nécrophages  et  nécrophiles  présentent  sur  la  dépouille.  Les  principales  

espèces omnivores sont généralement des Hyménoptères (fourmis et guêpes) 

ainsi que des Coléoptères [1][72]. 

 

• Les espèces opportunistes 

Cette catégorie regroupe les espèces qui utilisent le cadavre comme une 

extension de  leur  habitat [1][40]. Elles proviennent de la végétation environnante 

ou  de  la  pédofaune  et  peuvent  exceptionnellement  être  prédateur  des  

espèces nécrophages [26].  On  y  dénombre  des  collemboles,  des araignées,  

des  mille-pattes,  des  Lépidoptères  mais  aussi  des  acariens  qui  se 

nourrissent des moisissures et champignons qui peuvent se développer sur les 

cadavres [1][26]. 

 

• Les espèces accidentelles  

La présence de certaines espèces sur le cadavre est parfois due au hasard 

[28]. Ces espèces n’ont pas une relation réelle avec le cadavre. Cette catégories 

et souvent ignorée par les entomologistes [40]. 

 

1.1.7. Notion des escouades 

1.1.7.1. Faune des cadavres à l’aire libre  

Selon MEGNIN [56], on dénombre huit vagues d'insectes colonisant 

successivement un cadavre à l’aire libre (tableau 1.3).  
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3Tableau 1.3 : Principales espèces de la faune cadavérique se succédant sur un 

corps exposé. (D’après MEGNIN [56] et SMITH [6] in GAUDRY et al. [57]). 

Numéro 
d’escouade 

Faune Etat du corps Datation 
approximative 

1 
 

Diptères, Calliphoridae : 
Calliphora vicina (Robineau-Desvoidy, 1830) 
Calliphora vomitoria (Linnæus, 1758) 
Lucilia sp. 
Diptères, Muscidae 
Musca domestica (Linnæus, 1758) 
Musca autumnalis (De Geer, 1776) 
Muscina stabulans (Fallén, 1817) 

Frais 
(Variable selon la 
saison) 
 

3 premiers mois 
 

2 
 

Diptères, Sarcophagidae : Sarcophaga sp. 
Diptères, Calliphoridae : Cynomya sp. 

Odeur cadavérique 
développée 

3-6 mois 
 

3 
 

Coléoptères, Dermestidae : Dermestes sp. 
Lépidoptères, Pyralidae : Aglossa sp. 

Rancissement des 
graisses 
(fermentation 
butyrique) 

 

4 
 

Diptères, Piophilidae : Piophila casei 

(Linnæus, 1758) 
Diptères, Muscidae : Madiza glabra (Fallén, 
1820) 
Diptères, Fanniidae : Fannia sp. 
Diptères, Drosophilidae 

Diptères, Sepsidae 
Diptères, Sphaeroceridae 
Diptères, Syrphidae : Eristalis sp. 
Diptères, Ephydridae : Teichomyza fusca 

Macquart, 1835 
Coléoptères, Cleridae : Corynetes sp., 

Necrobia sp. 

Fermentation des 
protéines (caséique) 

 

5 
 

Diptères, Muscidae : Ophyra sp. 
Diptères, Phoridae 
Diptères, Thyreophoridae 
Coléoptères, Silphidae : Nicrophorus sp., 
Silpha sp. 
Coléoptères, Histeridae : Hister sp., Saprinus 

sp. 

Fermentation 
ammoniacale et 
évaporation des 
fluides 
 

4-8 mois 
 

6 
 

Acariens 
 

Absorption des 
fluides résiduels 

6-12 mois 

7 Coléoptères, Dermestidae : 
Attagenus pellio (Linnæus, 1758) 
Anthrenus museorum (Linnæus, 1761) 
Dermestes maculatus (De Geer, 1774) 
Lépidoptères, Tineidae : 
Tineola bisselliella (Hummel, 1853) 
Tinea pellionella (Linnæus, 1758) 
Monopis laevigella (Denis & Schiffermüller, 
1775) 

Dessèchement 
complet  

1-3 ans 

8 Coléoptères, Ptinidae :  
Ptinus brunneus (Fabricius, 1775) 
Coléoptères, Tenebrionidae :  
Tenebrio obscurus Fabricius, 1792 

 3 ans et plus 
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1.1.7.2. Faune des cadavres dans des conditions spécifiques 

La composition de la faune cadavérique peut différer selon certaines 

conditions.  Le schéma de la figure 1.9 résume les situations exceptionnelles de la 

colonisation et le développement des mouches nécrophages selon une gamme de 

conditions spécifiques. Les exemples ne sont pas absolus et sont soumis à des 

variations considérables en fonction d'un certain nombre de facteurs. 

Nous discutons l’entomofaune associée aux dépouilles présentes dans des 

situations particulières à savoir : cadavres inhumés, cadavres immergés, cadavres 

présents dans des véhicules, cadavres à l’intérieur, cadavres brulés et cadavres 

pendus. 

 

 
10Figure 1.9 : Colonisation et développement des mouches dans des 

environnements particuliers (adaptée de RIVERS et DAHLEM [11] ©Wiley-

Blackwell 2012, avec permission). 
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1.1.7.2.1.  Cadavres inhumés 

L'inhumation influence le temps requis pour que les insectes puissent 

atteindre les cadavres, les espèces impliquées et leur ordre d’apparition et la 

vitesse de décomposition [3]. La faune des cadavres inhumés est beaucoup moins 

abondante. Les larves qui se développent sur un cadavre inhumé proviennent 

alors des œufs pondus sur ou prés du corps avant l’enterrement, ou des œufs 

pondus sur la surface du sol ou celle du cercueil en bois dans lequel la dépouille 

se trouve. De ce fait, l’apparition des larves peut dépendre de l’intervalle de temps 

entre la mort et l’enterrement, la duré d’exposition du cadavre dans la chambre 

froide, la présence d'un cercueil, la nature du cercueil (plomb ou bois) et la 

profondeur de l’enfouissement. MEGNIN [56] et SMITH [6] ont décrit quatre 

escouades fréquentant un corps inhumé (tableau 1.4).  

 

14Tableau 1.4 : Principales espèces de la faune cadavérique se succédant sur un 

corps enterré. (D’après MEGNIN [56] et SMITH Smith (1986) in GAUDRY et al. 

[57]). 

Numéro 
d’escouade 

Faune Datation 
approximative 

1 
 

Diptères, Calliphoridae : Calliphora sp. 
Diptères, Muscidae : Muscina stabulans (Fallén, 1817) 

 

2 Diptères, Muscidae : Ophyra sp.  
3 Diptères, Phoridae : Conicera sp. 1 an 
4 
 

Coléoptères, Rhizophagidae : Rhizophagus 

parallelocollis Gyllenhal, 1827 
Coléoptères, Staphylinidae : Philonthus sp. 

2 ans 
 

 
Néanmoins, au temps de Mégnin une personne décédée est généralement 

mise dans un cercueil et exposée à son domicile environ trois jours avant d’être 

enterrée. De nos jours, les corps sont rapidement placés en chambre froide avant 

d’être enterrées ou incinérées. Donc la colonisation par les mouches est quasi 

nulle. Cependant, des insectes ou leurs exuvies sont découverts lors des 

autopsies de plusieurs cas d’exhumation [1]. 

Dans une étude réalisée par BOUREL et al. [92] sur l’entomofaune des 

cadavres inhumés au Nord de France, trois espèce ont été régulièrement trouvé à 

savoir : Conicera tibialis Schmitz  (Diptère, Phoridae), Leptocera caenosa 

Rondani (Diptère, Sphaeroceridae), et Ophyra capensis Wiedemann (Diptère, 

Muscidae) avec une dominance de cette dernière [92]. Megaselia scalaris Loew 
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(Diptère, Phoridae) a été également trouvé souvent sur les cadavres enfermés 

[101]. 

La profondeur de l'inhumation est importante car certains groupes (par 

exemple les Calliphoridae et les Muscidae) peuvent être exclus [6]. 

La faune présente sur un cadavre inhumé est constituée principalement 

de Diptères et de Coléoptères.  

GAUDRY et al. [102] ont observé que la profondeur de l'enterrement affectait la 

colonisation par les insectes des cadavres de moutons (Ovis aries Linnæus) 

enterrés. Les principaux insectes colonisateurs étaient des Muscidae, Fanniidae et 

Phoridae. Les Muscidae ont été retrouvés sur des cadavres enterrés à 10, 30 ou 

90 cm sous la surface du sol. Cependant, l'attrait du cadavre pour cette famille a 

diminué avec la profondeur. La colonisation a duré entre 60 et 120 jours après 

l'inhumation à 30 cm. En revanche, la colonisation a continué pendant six mois où 

les corps étaient couverts par seulement 10 cm de sol. Contrairement aux 

cadavres exposés, aucune espèce de Calliphoridae n'a été trouvée sur les 

moutons enterrés.  

GUNN et BIRD [74] ont trouvé une relation similaire entre la profondeur et la 

colonisation par les  insectes mais ont noté que les œufs de Lucilia sericata et 

Calliphora vomitoria pouvaient éclore sous la surface du sol. Ainsi, la réussite de 

la colonisation des dépouilles a été attribuée à l’état lâche du sol qui couvrait les 

cadavres jusqu'à une profondeur de 5 cm. Calliphora vomitoria était incapable de 

coloniser les dépouilles à une profondeur supérieure. Les Muscidae telle que 

Muscina Stabulans ont beaucoup plus de réussite et peuvent coloniser un corps à 

une profondeur d’au moins de 40 cm. Les conditions de sol jouent donc un rôle 

dans la colonisation des corps enterrés [74].  

SZPILA et al. [103], par exemple, ont montré que Sarcophagidae étaient des 

colonisateurs plus communs des cadavres enterrés dans des habitats secs où le 

sol est desserré et desséché. Dans de telles circonstances, ces espèces peuvent 

coloniser des corps enterrés à une profondeur d'environ un demi-mètre [103]. 

 

1.1.7.2.2. Cadavres immergés 

L’intervalle post-mortem peut être estimé à l’aide des espèces aquatiques 

et de certaines espèces terrestres retrouvées habituellement sur les cadavres à 
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l’air libre [104]. Néanmoins, lorsqu’un cadavre est trouvé dans l’eau, la succession 

faunique sera très différente de celle observée sur les milieux terrestres [3]. 

D’après une étude expérimentale faite aux États-Unis portant sur la 

succession des insectes et la décomposition des cadavres de porcs immergés, 

l’eau limite le nombre d’espèces présentes sur le cadavre. On trouve globalement 

le tiers des espèces présentes sur un cadavre à l’air libre [105]. 

Le rôle des arthropodes benthiques dans l'écosystème cadavérique n'est 

pas bien connu et demeure un champ de recherche ouvert [106]. WYSS et 

CHERIX [1] ont reporté un cas d’un cadavre trouvé flottant sur l’eau à 200 m du 

rivage. Des crustacées de la famille des Gammaridae (du genre Dikerogammarus) 

ont été prélevé du corps [1]. Dans un cas de noyade reporté par MEDINA et al. 

[104], des larves de stade IV de Chironomus riparius Meigen, 1804 (Diptera, 

Chironomidae) ont été identifiées par des critères morphologiques et confirmées 

par les méthodes moléculaires. La connaissance de la biologie de Chironomus 

riparius à des basses températures était nécessaire pour évaluer un IPM de 16-17 

jours. 

La présence de Coléoptères serait plus informative pour l'interprétation du 

déplacement d’un cadavre. Les larves de la plupart des espèces de Silphidae 

vivent sous les cadavres et creusent des chambres dans le sol pour la nymphose. 

Ainsi, les larves de ces espèces ne devraient pas être observées sur des 

cadavres flottants. De plus, les adultes sont moins agiles en vol que les mouches 

et évitent ainsi d'atterrir sur de petites surfaces entourées d'eau [101]. 

 

1.1.7.2.3. Cadavres dans des véhicules  

Les cadavres sont souvent récupérés de l'intérieur des véhicules ou 

d'autres espaces confinés. Ces conditions peuvent influencer la vitesse de 

développement des insectes [20]. Cela peut conduire à un modèle de succession 

restreint ou modifié. Les véhicules sont souvent utilisés dans le suicide ou pour 

l'élimination d'un corps. Ils fournissent un environnement particulier pour la 

décomposition, car le véhicule lui-même peut être un obstacle à certaines 

espèces, mais agira comme protecteur de la pluie et des prédateurs, et aura 

également un effet sur la température et l'humidité [3].  

La décomposition des cadavres récupérés à l'intérieur des véhicules est 

influencée donc par les conditions qui se trouvent dans le véhicule, l’endroit ou se 
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trouve ce dernier et l’accessibilité à celui-ci [20]. VOSS et al. [107] ont constaté 

que les insectes n'ont pas détecté la présence d’un cadavre de porc dans une 

voiture après une période comprise entre 16-18 heures. L’arrivé des Coléoptères 

au véhicule a été retardée jusqu'à un stade de décomposition ultérieur 

(décomposition active). Le manque de la circulation de l'air entrave également la 

perte de la chaleur par convection. Dans un court laps de temps pendant une 

journée ensoleillée, la température absolue dans un véhicule dépassera le 

maximum thermique critique toléré par les mouches. La mort arrivera peu après, à 

moins que ces derniers entrent dans un état de stupeur de la chaleur et les 

températures se baissent [11]. 

 

1.1.7.2.4. Cadavres à l’intérieur  

Des variations dans la composition des espèces et leur ordre d’arrivée sur 

le corps ont été signalés dans des conditions extérieures et intérieures. Les 

Diptères Phoridae ont été décrits comme colonisateurs ultérieurs des cadavres 

exposés [6]. Pourtant, dans les cas des cadavres trouvés à l'intérieur, ces 

mouches sont parmi les premiers colonisateurs ou parfois les premiers qui arrivent 

[108]. 

BUGELLI et al. [109] reportent des cas de huit cadavres des personnes âgées 

trouvés à l'intérieur en Italie centrale où les insectes ont joué un rôle dans 

l'estimation de la date de la mort. L’IPM variait de quelques jours à plusieurs 

semaines. Lucilia sericata et Chrysomya albiceps ont été recueillies dans 50% des 

cas. Les Phoridae ont été trouvés dans 37,5% des cas, ce qui confirme la capacité 

de ces espèces de coloniser les cadavres à l’intérieur [109].  

 

1.1.7.2.5. Cadavres brulés  

Les cadavres sont brûlés pour plusieurs raisons. Ils peuvent être brûlés par 

accident dans les cas d'incendie ou dans le contexte d'une mort suspecte comme 

un moyen d'élimination [20]. Les tueurs ignorent la nécessité des températures 

extrêmement élevées et le temps requis pour incinérer complètement un corps 

humain. Même dans la chaleur extrême d'un crématorium professionnel, des 

pièces reconnaissables de restes humains sont encore présentes [110][111].  

La colonisation des dépouilles brûlées par les insectes sera sans aucun 

doute fortement influencé par la quantité de la chair restante [3]. Dans une étude 
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sur la colonisation des cadavres brûlés dans deux endroits différents à Hawaï, 

l'oviposition des mouches de la famille des Calliphoridae sur les cadavres brulés 

s'est produite avant les cadavres témoins (non brulés). Les cadavres brûlés 

étaient colonisés d'une manière différente que ceux non brûlés. Dans cette étude, 

les dépouilles ont été brûlées au second degré (selon l’échelle de Crow-

Glassman). L'échelle CG est divisée en cinq niveaux. Les dépouilles ont été 

carbonisées et présentaient une peau craquelée. La faune d’arthropodes qui a 

colonisé les cadavres brûlées et non brûlées étaient essentiellement la même, 

mais apparaissait légèrement plus tôt sur les cadavres brûlées [112]. Les 

dépouilles brûlées ont attiré beaucoup plus de mouche gravide que celles non 

brûlées. Cela montre que les cadavres brûlés sont encore extrêmement attrayants 

pour les mouches Calliphoridae. Les auteurs ont expliqué ce résultat par la 

présence des ouvertures causées par la peau fissurée [112]. En contraste, 

d'autres travaux avaient précédemment suggéré que les corps gravement brûlés 

sont moins préférés pour l’oviposition ou la larviposition des mouches que les non 

brûlés [113], mais cela dépend sans doute du niveau de la combustion et le degré 

d'incinération [3]. 

Le développement larvaire peut être retardé ou arrêté en fonction des 

tissus du cadavre et la disponibilité des nutriments. Les tissus brûlés, comme les 

viandes cuites, sert de substrat pauvre pour le développement des larves. Cela 

est probablement du à la teneur en humidité réduite et à la dénaturation et la 

dégradation des protéines [26].  

Dans une expérience réalisée par VANIN et al. [114] en Italie, des cadavres 

de porc ont été brûlés jusqu'aux niveaux 2-3 de l'échelle CG. Dans la saison 

hivernale de l'expérience, la première activité d'insectes sur le cadavre brûlé a 

débuté la troisième semaine. Dans la saison estivale, les mouches adultes et les 

larves du premier stade sont apparues quelques minutes/heures après l'exposition 

de la dépouille [114].  

 

1.1.7.2.6. Cadavres pendus 

La vitesse de décomposition d'un corps pendu est influencée par l’absence 

du contact au sol. Le corps n'est plus facilement accessible par les insectes qui 

habitent le sol. Le cadavre ne bénéficie pas de l'augmentation de l'humidité 

disponible du sol au moment de sa décomposition modifiant ainsi le schéma de 
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séchage du corps et, par conséquence, limite les activités des espèces de 

mouches. Cela réduit le nombre d'insectes collectés et influence la composition 

des espèces qui colonisent les dépouilles ainsi que leurs temps de colonisation 

[3][20]. 

 

1.2. Rôle des insectes nécrophages 

Les insectes nécrophages sont omniprésents dans les écosystèmes 

anthropogéniques. Parmi eux, les mouches ont une grande importance médicale 

et forensique en raison de leur participation à la décomposition des charognes, le 

parasitisme facultatif des tissus des vertébrés et la transmission mécanique de 

divers micro-organismes pathogènes. Leurs larves sont aussi utilisées dans le 

traitement des plaies chroniques.  

 

1.2.1. Utilisation des insectes nécrophages en justice 

Dans cette partie, les différentes applications des insectes nécrophages en 

médecine légale et dans les enquêtes judiciaires sont décrites.  

 

1.2.1.1. Datation de la mort par les méthodes entomologiques 

L’application la plus courante des insectes nécrophages en criminalistiques 

est l’estimation de la date de la mort ou l’intervalle post-mortem (IPM). Les 

techniques les plus couramment utilisées dans la détermination de l’IPM sont 

développées ci-dessous. 

 

1.2.1.1.1. Définition de l’IPM 

L’intervalle post-mortem (IPM) se définit comme étant le laps de temps 

écoulé entre la date du décès et la date de découverte du corps [1][23][115]. 

Pour estimer la date d'un décès, les médecins légistes et experts ont 

recours à différentes techniques. Lorsque l'intervalle post-mortem (IPM) est 

inférieur à 72 heures ou des signes de putréfaction avancée sont visibles, il est 

possible d'utiliser des méthodes issues de la médecine légale. Après 72 heures,  

l’utilisation des insectes est la méthode la plus précise et parfois la seule utilisable 

pour déterminer temps écoulé depuis le décès ou l’IPM [1][23]. 
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1.2.1.1.2. Estimation de l’IPM par les méthodes entomologiques 

La détermination de l’IPM a été largement étudiée en médecine légale, 

mais également dans d’autres disciplines telles que l’entomologie médico-légale, 

l’anthropologie, la bactériologie, l’écologie, etc. [19]. Concernant l’estimation 

entomologique, on parle souvent de deux méthodes pour déterminer un IPM 

[1][20][65].  

 

1.2.1.1.2.1. Méthode d’accumulation des degrés jours/heure 

La méthode la plus fréquemment utilisée pour le calcul d’un IPM court, 

appelée degrés jours accumulés (ADD : Accumulated Degree Days) ou degrés 

heures accumulés (ADH : Acumulated Degree Hours). Elle se base sur le cycle de 

développement des Diptères nécrophages [1][19][21]–[24]. On obtient alors un 

IPM minimum qui ne pourra être déterminé que pour la première génération de 

mouches arrivées sur le cadavre [1]. 

On utilise donc, comme postulat de départ, le fait que les premières 

mouches peuvent arriver sur un cadavre dans les minutes ou les heures qui 

suivent la mort, sous des conditions favorables [1][19][116]. En revanche, si les 

conditions météorologiques sont défavorables ou l’accès au cadavre est entravé, 

l’arrivée des insectes peut être retardée de plusieurs jours. Dans ce cas, une 

estimation de ce délai est réalisée vu qu’il est difficile d’être calculé [1]. 

 

§ Principe de la méthode  

Les insectes sont des animaux poïkilothermes ou à sang froid, de sorte que 

leur croissance est influencée par la température. En dessous d'un seuil de 

température, le développement s'arrête ; au-dessus d'un seuil de température 

spécifique, le taux de croissance ralentit. Ainsi, le taux de croissance de l'insecte 

juvénile est considéré comme ayant une relation linéaire avec la température 

(figure 1.10) [20][24][62][72]. 

Le principe de la méthode ADH est le même mais dans ce cas, on utilise 

les températures de chaque heure. Cette méthode est plus précise. Cependant, la 

plupart des experts ne l’applique pas car les stations météorologiques ne peuvent 

pas les fournir des informations à l’heure, mais bien au jour (24 heures) 

[1][19][20][23]. 
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11Figure 1.10 : Représentation schématique du lien entre la température ambiante 

et le développement réalisé en une unité de temps passée à cette température 

(TDu) chez les larves de Diptères nécrophages. Seule la partie B est linéaire 

(reproduite de CHARABIDZE [19] ©Taylor & Francis 2012, avec permission). 

A- Arrêt de développement et mort. B- Température ambiante. C- Mort. 

 

§ Méthode de calcul  

MARCHENKO [25] a établi une méthode de calcul qui tient compte des 

températures moyennes. Le principe est le suivant : en dessous d'une certaine 

température (seuil inférieur de croissance), les larves ne se développent pas. Pour 

celles-ci, seules comptent les températures effectives, définies comme la 

différence entre la température moyenne (24 heures) et le seuil inférieur de 

développement. Pour effectuer la totalité de leur cycle, chaque espèce nécessite 

une constante de chaleur (somme des températures effectives nécessaires pour 

un développement complet) (tableau 1.5). L'auteur affirme que la marge d'erreur 

est de l'ordre de ± 24 heures, voire inférieure [1]. 

 

5Tableau 1.5 : Sommes de températures accumulées par quelques Diptères 

Calliphoridae et leur indice de développement minimal (selon MARCHENKO [25] 

in WYSS et CHERIX [1]). 

Espèces 
Seuil 

minimal 
(°C) 

Sommes des 
températures  entre 
œufs et imagos (°C) 

Somme des 
températures entre 
œufs et pupes (°C) 

Lucilia sericata Meigen 9,0 207,0 - 
Calliphora vicina Robineau-

Desvoidy 
2,0 388,0 191,0 

Chrysomya albiceps 

Wiedmann 
10,2 186,0 123,0 

Calliphora vomitoria Linnæus 3,0 472,0 213,0 
Protophormia terranovae 

Robineau-Desvoidy 

7,8 251,0 191,0 

Phormia regina Meigen 11,4 148,0 101,0 
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Les degrés jours accumulés (ADD) ou les degrés heures accumulés (ADH) 

sont calculés à partir des formules suivantes données par GENNARD [20] : 

Temps jours x (température − Tmin) = ADD 

Temps heures x (température − Tmin) = ADH 

Tmin : Température minimum nécessaire au développement à l’espèce de Diptère 

nécrophage.   

Après avoir identifié l’espèce, la prochaine étape consiste à lier cette 

information à la température sur la scène de crime afin de déterminer le temps 

nécessaire pour que les larves aient pu atteindre ce stade [20]. Cette méthode 

requis une identification précise de l’espèce qui est souvent difficile à faire à partir 

du stade larvaire. Pour cela, certains experts préfèrent réaliser un élevage des 

larves prélevées sous une température contrôlée jusqu’à l’émergence des imagos. 

Ensuite, à partir du jour de l’émergence, on additionne pour chaque jour le 

pourcentage du développement jusqu’à ce qu’on arrive à 100%, le jour où la ponte 

a eu lieu. 

Si on prend l’exemple de Calliphora vicina, dont la Tmin est de 2, une journée 

passée à 20°C correspond à 18°C. La constante (seuil) propre à cette espèce 

étant de 388 ADD, il faut donc 388/18=21,5 jours passés à 20°C à C. vicina pour 

réaliser son développement complet. Lorsque la température varie, on procède en 

partant du jour ou les mouches adultes ont émergé (jour 32 dans l’exemple de la 

figure 1.11). On additionne ensuite jour par jour les températures du 

développement accumulées, jusqu’à atteindre la constante d’ADD propre à 

l’espèce : La date ou cette valeur est atteinte correspond au jour de la ponte (jour 

5 dans cet exemple) [19]. 
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12Figure 1.11 : Exemple de détermination du jour de ponte des individus de 

l’espèce  Calliphora vicina s’étant développés à température variable et ayant 

émergé le jour 32 (reproduite de CHARABIDZE [19] ©Taylor & Francis 2012, avec 

permission). 

 

§ Méthode du calcul des températures moyennes sur le site  

Il est conseillé de travailler avec les données de la station météorologique 

la plus proche du lieu de découverte du corps afin d’obtenir la température 

moyenne du site. Certains spécialistes travaillent aussi avec les données de 

l’enregistreur de températures placé dans le site après la découverte du cadavre. 

D’abord, les températures moyennes des stations à disposition sont traitées. 

Ensuite, il faut calculer les températures moyennes du site en se basant sur le 

relevé des températures de l’enregistreur. En comparant la température moyenne 

des stations et la température moyenne sur le site, on peut calculer la différence 

moyenne/jour entre les stations et le site. Ainsi, on peut construire le profil 

thermique du site avant la découverte du corps [1][20]. 

 

§ Limites de la méthode 

L’arrivée des insectes ne coïncide pas nécessairement avec le moment du 

décès. L’estimation correspond donc toujours à un délai post-mortem minimum, et 

non à la date du décès. De plus, cette technique présente des lacunes, en 

particulier pendant la période hivernale où des températures basses sont 
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impliquées ou lorsqu'il y a des sorts brusques de froid pendant la période de 

développement [24]. 

 

1.2.1.1.2.2. Méthode de la succession 

Cette méthode se base sur la succession des espèces d'arthropodes 

généralement observées au cours du temps sur un cadavre. Elle peuvent être 

utilisée pour estimer l’IPM minimum et maximum [24]. Les insectes sont attirés par 

des stades spécifiques de la décomposition, certaines espèces colonisent un 

cadavre pendant une période limitée. Cela produit une succession faunique sur 

les cadavres. Les espèces se produisent généralement successivement et 

répondent aux changements progressifs des stades de décomposition du corps 

[1][24][117]. De ce fait, les estimations se basent sur une reconstitution des 

successions entomologiques qui ont pu avoir lieu sur le cadavre [1].Néanmoins, la 

succession chronologique des espèces sur un cadavre n’est pas toujours 

respectée. Les conditions climatiques influencent le taux de décomposition du 

corps et le cycle de développement de l’insecte [1][2][24]. Il a ainsi été démontré 

que les espèces et leurs ordres de successions pouvaient varier selon la zone 

géographique, selon le type de milieu ou encore suivant les saisons et les années 

[1][118]. 

 

1.2.1.1.2.3. Autres méthodes 

§ Méthode de la longueur des larves 

Il est notamment possible d’estimer l’âge des larves à partir de leur 

longueur [19][24][119]. Cette méthode fonctionne bien pour des insectes placés à 

température constante et donne une lecture continue de l’âge des individus. 

Cependant, les larves doivent être tuées avec de l’eau chaude lors de leur 

prélèvement vue qu’elles se contractent lorsqu’elles sont tuées par d’autres 

méthodes ce qui peut fausser l’estimation de la longueur. Par contre, les larves 

ébouillantés sont étirés au maximum et peuvent donc être mesurés de manière 

standardisée [19]. D’autre part, WYSS et CHERIX [1] ont rapporté que les 

élevages à partir de pontes de Calliphora vicina provenant de populations 

localisées à plus de 1000 m d’altitude avaient des larves de taille inférieure à celle 

d’individus provenant de basse altitude (400 m). 
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§ Méthode de la largeur des larves 

 Pendant le stade post-alimentaire, les larves de mouche diminuent leur 

taille ainsi que leur tête devient inclinée. Cela entraîne une difficulté dans 

l'estimation de l'intervalle post-mortem en utilisant la méthode de la longueur des 

larves. La largeur des larves peut être utilisée comme alternative à la longueur 

pour l'estimation de l'âge. L'épaisseur du corps des larves, à la jonction du 

cinquième et le sixième segments abdominaux, est comparable à la longueur du 

corps pour la prédiction de l'âge des larves.  Plus d’études sont nécessaires pour 

déterminer l'exactitude de cette méthode [24]. 

 

§ Méthode du poids des larves 

Dans cette méthode, le poids des larves est étudié dans des conditions de 

laboratoire contrôlées. Les stades œuf et larve post-alimentaire sont pris en 

considération. Un modèle statistique relatif à la répartition des poids selon l'âge 

est formulé. Cette méthode est appelée étalonnage ou prédiction inverse. Le poids 

de la larve d'âge inconnu peut être comparé au modèle par prédiction inverse. Un 

intervalle de confiance sur l'âge de la larve peut être construit. Néanmoins, le 

poids des larves varie en fonction des conditions d'élevage, de la densité des 

individus. De plus, des techniques satisfaisantes ne sont pas disponibles pour 

évaluer la précision d'une telle estimation d'intervalle post-mortem [24]. 

 

§ Diagrammes isomorphes 

Lorsque le cadavre est découvert à l'intérieur ou dans un environnement à 

températures non fluctuantes, la relation entre la température et la croissance peut 

être utilisé d'une autre manière. Les graphiques sont produits dans des conditions 

contrôlées dans le laboratoire. Dans le diagramme isomorphe, le temps d'éclosion 

des œufs (axe x) est tracé par rapport à la température (axe y). Les lignes du 

graphique représentent la longueur des larves à partir desquelles l'estimation de 

l'âge peut être effectuée [20][120][121]. Il est important de noter que le temps de 

développement pourrait différer dans les différentes régions géographiques du 

monde [24]. 
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1.2.1.1.2. Facteurs affectant la colonisation d’un cadavre  

La connaissance des facteurs susceptibles d'affecter la colonisation d'un 

cadavre par les insectes est nécessaire pour faire une estimation efficace de l’IPM 

en utilisant des données entomologiques [29][99].  L’activité des insectes sur les 

cadavres est influencées  par  de  nombreux  facteurs  intrinsèques  et  

extrinsèques  au cadavre [99]. Ces facteurs ont été classés par MANN et al. [31] 

en attribuant à chaque paramètre un nombre de points sur 5 en fonction de son 

influence sur le processus de décomposition (tableau 1.6). 

 

6Tableau 1.6 : Paramètres affectant le processus de décomposition selon MANN et 

al. [31]. 

Facteur Effets sur la vitesse de la décomposition 
1. Température 5 
2. Accessibilité aux insectes 5 
3. Enfouissement et profondeur 5 
4. Carnivores et rongeurs 4 
5. Traumatismes 4 
6. Humidité et Aridité 4 
7. Pluviosité 3 
8. Taille et poids du corps 3 
9. Embaumement 3 

 10. Habillement 2 
11. Surface du sol de cadavre 1 

12. PH du sol Inconnu 
 

1.2.1.1.2.1. Facteurs internes 

Parmi les  facteurs  internes on peut citer la  présence  de  vêtements, 

l’âge,  la  masse corporelle,  la  cause  du  décès  (xénobiotiques,  infection), la 

présence de plaies ou de blessures et l’hygiène  corporelle [26]. 

Les victimes humaines sont souvent habillées. Les vêtements peuvent être 

complets ou partiels. Alternativement, la victime peut être nue mais emballées 

dans une variété de matériaux  qui agissent de manière similaire à l'habillement 

[3]. Les criminels tentent souvent à cacher les preuves de meurtres en utilisant 

des matériaux d'emballage, tels que des couvertures, des vêtements, des tapis, 

des bâches, des sacs de couchage, des sacs en plastique et des valises 

[30][34][122]–[124]. Ces emballages peuvent dissuader les mouches d'accéder au 

corps et à pondre des œufs car ils restreignent l'émission d'odeurs de 

décomposition. Cela peut limiter l'interprétation du temps minimum écoulé depuis 



 

	
	

64	

le décès vu que la période de temps entre la mort et l'oviposition ne peut être 

établie avec précision [20]. 

 

1.2.1.1.2.2. Facteurs externes 

Les facteurs  extrinsèques qui sont : la température, l’accessibilité du corps 

aux organismes vivants qu’ils soient mammifères (animaux domestiques ou 

sauvages) ou arthropodes, les conditions météorologiques locales, la saison, la 

localisation géographique, lieu où se situe le corps (intérieur, exposé ou inhumé 

ou submergé), l’emplacement  du  corps (ombragé  ou  ensoleillé), l’habitat,  la 

végétation et  le  type  du  sol peuvent avoir un impact sur l'activité des insectes 

[3][26][31]. 

La température ambiante et l’accessibilité du corps aux insectes sont les 

deux facteurs les plus important dans la décomposition d’un corps [26][31]. La 

saison a un impact majeur sur la météo et la flore et la faune d'une région. Ainsi, la 

colonisation faunique d'un corps est également affectée [3]. Plusieurs chercheurs 

ont examiné l’effet de la saison sur l'activité des mouches nécrophages [125][126], 

la décomposition [31][127] et la succession d'insectes [71][128]–[130],  en 

concluant que la saison a un effet majeur sur les populations d'invertébrés 

découverts sur les cadavres et le moment de la colonisation des insectes. Ainsi, il 

est crucial d'examiner l'activité saisonnière des insectes sur les cadavres dans les 

régions géographiques spécifiques et les divers habitats [131]. 

La zone biogéoclimatique définit l'habitat, la végétation, le type du sol et les 

conditions météorologiques de la région. Cela a évidemment un impact majeur sur 

les types et les espèces d'insectes présents, ainsi que leur présence saisonnière. 

Elle affecte également la décomposition de la dépouille. Beaucoup de familles des 

insectes nécrophages sont relativement omniprésents, néanmoins les différentes 

espèces impliquées dans la décomposition varient d'une région à l'autre [3]. Ainsi, 

l’estimation de l’IPM basée sur des modèles de succession nécessitent une 

connaissance de la faune des insectes dans la région géographique dans laquelle 

le cadavre a été découvert du fait que les espèces varient considérablement selon 

ces régions géographiques [132]. Certains insectes sont cosmopolites, ou trouvés 

dans des endroits à travers le monde. D'autres sont réservés à une écozone 

terrestre particulière [11]. 
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L’emplacement du cadavre a un effet sur sa décomposition et sa 

colonisation. L'effet le plus important est celui de la lumière du soleil et de la 

chaleur. Un corps trouvé en direct avec la lumière du soleil se réchauffe et se 

décomposant plus rapidement. La perte de la biomasse sera plus rapide que chez 

un corps retrouvé à l'ombre [3]. Par exemple, SHEAN et al. [133] ont examiné 

l'effet de la lumière du soleil par rapport aux habitats ombragés sur la succession 

d'insectes. Les auteurs ont conclu que les cadavres exposés au soleil ont 

présenté un taux de décomposition plus rapide et donc une période plus courte de 

colonisation d'insectes. 

 

1.2.1.2. Enfants et personnes âgées maltraités 

L'entomologie médico-légale peut aussi aider dans les enquêtes portant sur 

des personnes vivantes mais nécessitant des soins [22]. 

Cela en prouvant la négligence et la maltraitance des personnes dépendantes 

(enfants ou personnes âgées) [20][115][134]. Les plaies des personnes vivantes 

sont une cible potentielle des mouches colonisatrices des cadavres. L'urine et les 

selles attirent les mouches adultes, ce qui peut entraîner une infestation larvaire 

des organes génitaux. La présence de ces larves au niveau d’une blessure ou 

d’un orifice naturel d’une personne vivante provoque des lésions appelées 

myiases et peut indiquer que cette personne est délaissée. La présence de 

myiases permet d’établir la négligence et de dater l’infestation à partir de 

l’estimation de l’âge de ces asticots [2][19][115][134]. 

 

1.2.1.3. Déplacement d’un corps 

Les insectes qui vivent dans des zones restreintes mais se retrouvent sur 

un cadavre dans une zone différente peut indiquer que le corps a été déplacé 

après la mort [3][19][20]. Cette application dépend encore de la connaissance de 

la faune locale [20]. La distribution, le microhabitat, la phénologie, l'écologie 

comportementale et l'analyse moléculaire font partie des domaines de recherche 

associés à ce sujet [101]. Cela peut être appliqué pour les espèces observées 

uniquement dans les zones urbaines ou rurales. Seules certaines espèces sont 

trouvées exclusivement dans une région urbaine ou rurale, alors que de 

nombreuses espèces peuvent être collectées dans les deux habitats [3]. La 

présence d’une espèce rurale sur un cadavre découvert en centre-ville peut 
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indiquer le déplacement du corps. Cependant, ce cas de figure est extrêmement 

rare (seulement quelque cas sont recensés dans le monde). Par exemple,  

Necrodes littoralis (Linnæus, 1758) (Coleoptera, Silphidae) est une espèce très 

fréquente dans la nature, n’a jamais été observée dans les zones urbaines [135].  

En Belgique, DEKEIRSSCHEITER et al. [98] n'ont identifié aucune espèce de 

Silphidae chez les cadavres trouvés dans les sites urbains. LECLERCQ a 

rapporté que les Silphidae étaient les seules espèces récupérées des cadavres à 

partir des sites forestiers en Belgique [136]. Cependant, CHAUVET et al. [137] ont 

enregistré la présence de Nicrophorus spp. sur des cadavres découverts à 

l'intérieur de maisons en France. 

L'un des cas de ré-emplacement d’un cadavre le plus facilement identifiable 

est celui de l'eau à l'air libre. Dans un tel cas, la présence de tout invertébré 

aquatique sur le cadavre pourrait faire preuve du déplacement du corps. En 

revanche, la découverte des espèces nécrophages typiques sur un cadavre 

immergé peut être plus difficile à interpréter [101]. Le transfert d'un cadavre d'un 

milieu aquatique douce à un milieu marin (et inversement) se produit parfois, en 

particulier lorsque les cadavres flottants sont transportés par les marées [101].  

 

1.2.1.4. L’entomotoxicologie 

Les insectes et leur stades immatures qui se nourrissent des tissus 

cadavériques peuvent accumuler et stocker dans leurs tissus les xénobiotiques 

(médicaments, drogues, poisons, produits chimiques, etc.) présentes au niveau de 

leur source alimentaire qui est le cadavre [22]. De ce fait, ils peuvent servir de 

spécimens alternatifs fiables pour l'analyse toxicologique lorsque le corps est trop 

décomposé (absence de tissus, de sang ou d’urine) pour procéder à des analyses 

toxicologiques sur des échantillons de tissus classiques [39]–[41]. 

L’entomotoxicologie est l’étude de la bioaccumulation des xénobiotiques 

chez les insectes ou d’autres arthropodes en vue de déterminer la présence de 

ces mêmes xénobiotiques au niveau du cadavre [20][42][43] et leur impact sur 

l’estimation de l’IPM minimum [44][45]. Les résultats obtenus par des études 

entomotoxicologiques peuvent aider à étudier la cause et l'heure de la mort des 

humains et des animaux [45]. 

Le matériel biologique d’intérêt à l’entomotoxicologie se compose 

essentiellement de larves, de pupes, d’insectes adultes (aussi bien les Diptères 
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que les Coléoptères), de pupes vides, d’exuvies et même parfois de matière 

fécale de Coléoptères [42]. En effet, les larves de Diptères, qui se nourrissent sur 

un corps intoxiqué, ne métabolisent qu’en partie les drogues ou toxines 

consommées par le défunt avant le décès [138]. Le transfert de ces substances se 

fera également aux Coléoptères qui se nourrissent de ces larves ou directement 

du cadavre. C’est ce qu’on appelle un phénomène de seconde bioaccumulation 

[43]. Il est ainsi possible d’avoir une idée des causes du décès. 

L’entomotoxicologie permet également une meilleure estimation des IPMs [139]. 

 

1.2.1.4.1. Historique de l’entomotoxicologie 

Les premières détections des xénobiotiques chez les insectes ont débuté 

dans les années 1970 par des analyses des métaux lourds chez les Diptères [43]. 

En 1980, Beyer fut l'un des premiers à utiliser des asticots pour évaluer 

qualitativement la présence de médicament dans un cas de suicide suspecté. Un 

corps d'une femme de 22 ans a été trouvé en état de squelette, à l'exception de la 

peau. Les larves de Cochliomyia macellaria Fabricius (Diptère, Calliphoridae) ont 

été recueillies et une analyse en chromatographie en phase gazeuse a été 

réalisée. Une concentration en phénobarbital de 100 μg/g dans le tissu larvaire a 

été détecté [41][140].  

Depuis, plusieurs xénobiotiques été analysés des échantillons d’insectes parmi 

lesquels nous citons : 

- Les barbituriques : le phénobarbital [140][141], le sécobarbital [142], 

l’amylobarbital et le barbital [143] ; 

- les benzodiazépines : le témazépam [144], le triazolam, l’oxazépam [141] et le 

diazépam [127] ; 

- les antidépresseurs : l’amitriptyline [143]–[147], la nortriptyline [146][147], la 

trimipramine [144], l’alimémazine et la clomipramine [141], propoxyphène 

[146] et trazodone [144] ; 

- les opiacés/opioïdes : la morphine et la codéine [33][148]–[154] et le 

propoxyphène [146] ; 

- les dérivés amphétaminique : l’amphétamine [143], la MDMA et la MDA [155] ; 

- les drogues : la cocaïne et/ou la benzoylecgonine [156]–[158] ; 

- les analgésiques : le paracétamol [143][146], les salicylates [143] ; 
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- les pesticides organophosphorés : le malathion [159]–[161] et le parathion 

[162] ; 

- les métaux : le plomb, le baryum et l’antimoine [163][164] ; 

- l’éthanol [49][165]. 

 

En ce moment, il existe un accord général dans la communauté de 

toxicologie forensique que les concentrations de médicaments chez les insectes 

ne peuvent être interprétées [166]. 

 

1.2.1.4.2. Protocole expérimental d’entomotoxicologie 

Des protocoles de collection et de préservation des insectes spécifique à 

l’entomotoxicologie ont été proposés par GOSSELIN et al. [166] et LOPES DE 

CARVALHO [138]. Les larves des Diptères Calliphoridae sont les plus utilisée car 

ces espèces sont les premières qui arrivent au cadavre et s’en alimente pendant 

des jours. La période du transfert à l’analyse toxicologique doit être la plus courte 

que possible [167]. De nombreux auteurs ont démontré l’importance de 

prélèvement à partir des endroits différents du corps du fait de la grande variabilité 

de la concentration des médicament entre les sites de prélèvement 

[139][144][152]. Cette observation est expliquée par la distribution différentielle 

des substances médicamenteuses dans le corps en fonction de leurs propriétés 

physico-chimiques. Cela conduit ainsi à des concentrations variables entre 

organes et tissus [167]. L'analyse toxicologique devrait être faite dès que possible 

pour garantir l'intégrité des échantillons [138]. Les méthodes d’analyse sont 

menées de manière similaire à celles des autres échantillons [165]. Les 

échantillons prélevés sont analysés en chromatographie (Chromatographie liquide 

ou gazeuse couplée à un détecteur) ou par des techniques radioimmunologiques 

[165][167]. Le choix de la technique dépend des propriétés physico-chimiques des 

substances recherchées afin de disposer d’une sensibilité et d’une sélectivité 

maximale. Dans tous les cas, les méthodes analytiques doivent être 

préalablement validées selon les standards internationaux [167]. 

Durant les expériences entomotoxicologiques, l’injection ante-mortem des 

drogues  permet de se situer dans des conditions plus proches à la réalité avec 

une métabolisation interne des composées mais nécessite de bien connaitre la 

cinétique de l’élimination du produit par l’animal [127][155]. Dans certaines études, 
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le produit est mélangé à un organe en post-mortem ou à un substrat artificiel. Ces 

substrats sont largement utilisés, car ils sont faciles à préparer et à faible coût. 

Malheureusement, des problèmes de préparation et de stockage peuvent se 

produire [166]–[168]. 

 

1.2.1.4.3. L’éthanol 

L'éthanol (alcool éthylique, EtOH) est un dépresseur qui est utilisé et abusé 

dans le monde entier. Selon l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS), l'éthanol 

est responsable des millions de morts, y compris le décès de plusieurs centaines 

de milliers de jeunes. Selon des statistiques récentes de l'OMS le nombre de 

personnes qui meurent chaque année à cause de l’éthanol est  2,5 millions [169]. 

  

• Toxicocinétique de l’éthanol  

L’éthanol est absorbé par voie orale et respiratoire rapidement et peu par 

contact cutané [170]. L’inhalation des vapeurs de l’éthanol ou son passage 

transcutané ne semblent pas entraîner des effets graves pour la santé [171]. 

La vitesse d’absorption de l’alcool dépend de certains facteurs tels que la 

présence d’aliments dans l’estomac (qui retarde son absorption), la vitesse de 

consommation et la concentration en alcool. L’éthanol se dissout aisément dans 

l’eau et peu dans le tissu adipeux du corps et se répartit facilement dans tous les 

organes. Il est absorbé dans l’estomac (environs 20% de la quantité absorbé) par 

diffusion passive, et dans le duodénum (80% de la dose ingérée). La vitesse de 

résorption va dépendre de plusieurs paramètres, mais essentiellement de la 

concentration en éthanol de la boisson et de la vitesse de vidange gastrique. La 

distribution de l’éthanol est très rapide pour tous les organes très vascularisés 

(cerveau, poumon, foie) avec une demi-vie de distribution de 7 à 8 minutes. 

L’éthanol se distribue bien dans tous les organes du fait de son hydrosolubilité ; 

son volume de distribution sera fonction de l’hydratation du sujet. Il ne se lie pas 

aux protéines plasmatiques [171][172]. 

 

• Élimination de l’éthanol 

Dès que l'on commence à absorber de l'alcool, l'organisme commence à 

l'éliminer. Lors de la phase de consommation, l'apport d'alcool est plus grand que 

ce que peut éliminer le corps. Par conséquent, l'alcoolémie augmente. L’éthanol 
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est éliminé pour près de 90 à 95% par voie métabolique. Le reste est excrété sous 

forme inchangée par les poumons. Les reins excrètent l’éthanol à raison de 0,06 

L/h, et la sueur à raison de 0,02 L/h pour un sujet d’un poids de 70 kg [173]. 

L’éthanol est également éliminé dans le lait maternel [174]. 

 

• Toxicité de l’éthanol 

Les effets toxiques de l'alcool sont aujourd'hui bien connus. Le foie, le 

cerveau et le système nerveux, le cœur et les muscles peuvent être atteints. 

L'appareil digestif n'est pas épargné. Les muqueuses, l'estomac et l'intestin sont 

irrités avec des sensations de brûlures fréquentes. L'exposition à des 

concentrations élevées de vapeur peut néanmoins entraîner une irritation des 

muqueuses des voies respiratoires et des yeux, des céphalées, des vertiges, un 

état d'ébriété et de somnolence [171]. 

 

• Analyses post-mortem de l’éthanol  

L'éthanol peut être détecté dans les cadavres, peu importe la cause du 

décès, mais avec une incidence plus élevée dans les décès dues à des 

circonstances violentes [46][47]. L'éthanol est également l'une des principales 

causes de décès par empoisonnement [48]. La détection de l'alcool dans les 

tissus peut fournir des informations importantes concernant les circonstances de 

la mort d'un individu [49]. 

La chromatographie en phase gazeuse (CPG) est la méthode d'analyse la 

plus utilisée dans la détermination de l'éthanol dans les laboratoires du monde 

entier [169]. Historiquement, l'éthanol était séparé des spécimens biologiques par 

précipitation des protéines par extraction au solvant et par distillation. Cependant, 

les méthodologies les plus communément employées impliquent l'injection directe 

ou l'auto-échantillonnage d'espace de tête sur des systèmes de chromatographie 

en phase gazeuse couplés à des détecteurs d'ionisation de flamme [175][176].  

 

1.2.1.5. L’ADN et l’entomologie forensique 

1.2.1.5.1. Applications de la biologie moléculaire en entomologie forensique 

• Identification moléculaire des insectes  

Les insectes souvent recueillis des cadavres au cours d'une enquête 

criminelle nécessitent une identification rapide et précise des espèces [50]. Le 
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développement des insectes dépend de la température [177]. Chaque espèce a 

un taux de croissance différent [1]. Il est donc essentiel d'identifier correctement 

les espèces provenant d'un cadavre pour calculer correctement l’IPM minimum. 

En raison du nombre limité des taxonomistes experts, l'identification 

morphologique des espèces est l'un des principaux obstacles en entomologie 

médico-légale [51]. Dans ce cas, la biologie moléculaire joue un rôle dans 

l’identification des insectes [20][51][117][178][179]. Les Calliphoridae sont l'un des 

premiers visiteurs à coloniser un cadavre avec leurs larves [1]. La détermination 

de l'espèce est la seule application de génotypage actuellement utilisée 

habituellement par les entomologistes médico-légaux [180].  

 

• Génétique des populations 

De grandes variations en génotype peuvent exister entre les individus des 

Diptères appartenant à la même espèce. Ceci a été démontré pour les espèces 

ayant des origines géographiques distinctes [2][180]. Nos connaissances sur la 

génétique des populations des insectes nécrophages sont encore limitées. 

Néanmoins, les chercheurs ont commencé à adapter les outils de la biologie 

moléculaire pour étudier ces taxons [180]. 

 

• Détection des variations géographiques 

La variation géographique du phénotype d’une espèce répandue, 

vraisemblablement associée à une variation génétique, intéresserait les 

entomologistes forensique pour au moins deux raisons. Tout d'abord, il peut être 

nécessaire de refaire certaines expériences dans de nouveaux endroits car les 

données de référence développées dans un endroit ne sont pas applicables à une 

enquête de décès à un endroit différent. Deuxièmement, la structure génétique de 

la population géographique pourrait permettre de déduire le déplacement post-

mortem d'un cadavre si les insectes présents montrent un génotype non local 

[180]. 

 

• Génotypage du contenu intestinal des larves  

WELL et al. [181] ont démontré que l’ADN mitochondrial peut être 

séquencé à partir de la dissection de l’intestin d'une larve qui s'était nourrie de 

tissu humain. Ces données peuvent être utilisées pour identifier à la fois le 
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cadavre humain sur lequel l’asticot avait nourri et pour l’identification de l'espèce 

de mouche [181]. Par conséquent, lorsqu’une dépouille a été déplacées après la 

mort, les larves laissées derrière peuvent révéler l'identité du défunt [2][181].  

L’arrêt du processus de la digestion de l’insecte dès que possible en tuant 

et préservant les spécimens est très important afin de pouvoir récupérer l’ADN des 

vertébrés à partir de l’insecte. Une fois que l'alimentation a cessé, l'ADN peut être 

récupéré de l’intestin de l’insecte en moins de 24 heures [180]. 

 

• Analyse de parenté 

La mouche femelle dépose habituellement ses œufs en quelques minutes 

si elle n'est pas perturbée. Par conséquent, la découverte des larves de la même 

progéniture à deux endroits différents suggèrent fortement que le corps de la 

victime avaient été déplacés [180]. 

 

1.2.1.5.2. Méthode du barcoding de l’ADN 

HEBERT et al. [182] ont proposé pour la première fois le concept de « DNA 

barcoding » ou « code-barres ADN ». L’approche consiste à utiliser un fragment 

standard du génome comme marqueur génétique pour la différenciation des 

espèces. Le fragment choisi (du moins pour le règne animal) est un morceau du 

gène dit COI. Un barcode moléculaire est un fragment d’ADN présente chez tous 

les organismes vivants. La séquence de ce fragment d’ADN est quasiment 

identique chez les individus qui appartiennent à la même espèce, et permet donc 

de déterminer l’espèce à laquelle appartient un individu en ne connaissant que la 

séquence de ce fragment d’ADN [183][184]. 

L’ensemble des codes-barres est compilé dans une base de donnée 

bioinformatique à accès libre pour tout le monde, le « Barcode of Life Data 

Systems » (BOLD, http://www.barcodinglife.org) [185]. Les utilisateurs comparent 

leurs séquences avec celles présente sur cette base de données. Les 

taxonomistes jouent un rôle important dans la construction et la gestion de cette 

librairie. Le fragment choisi est un gène du génome mitochondrial codant pour la 

première sous-unité du cytochrome oxydase (COI), une protéine qui intervient 

dans la chaîne respiratoire de la mitochondrie [183][184]. La grande diversité et 

l’importance des insectes les ont fait une cible majeure des codes-barres ADN 

[183]. 
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1.2.1.5.3. L’ADN mitochondrial 

L'ADN mitochondrial des insectes est un petit génome circulaire contenant 

environ 16.000 paires de bases d'ADN à double brin, qui proviennent 

principalement de sources maternelles [186]. La molécule comprend 

approximativement 37 gènes (22 pour l'ARN de transfert, 2 pour l'ARN 

ribosomique et 13 pour les peptides). Ces gènes comprennent des gènes codant 

les deux sous-unités de cytochrome c oxydase, les sous-unités I et II (COI et 

COII) [187]. La séquence de la COI peut servir de code-barres standard pour 

presque tous les animaux [188].  

Les principaux avantages de la COI selon DECAËNS et al. [184] sont dues 

à ses caractéristiques suivantes : 

- Son taux d'évolution est généralement assez rapide pour permettre 

l'accumulation substantielle de mutations (souvent neutres) et donc la 

différenciation génétique des espèces et des sous-espèces ; 

- une différence marquée entre la variabilité observée entre les individus de la 

même espèce et celle observée entre les individus appartenant à des espèces 

différentes ; 

- l'existence d'une multitude de copies dans les cellules et de régions relativement 

conservées du gène. Cela permet le développement et l'utilisation des amorces 

universelles, utilisable pour une grande variété d'organismes. Par conséquent 

l’amplification du COI par PCR et son séquençage sont relativement faciles.   

Au cours de la dernière décennie, les entomologistes médico-légaux ont 

effectué une analyse génétique de l'ADN mitochondrial d'insectes (ADNmt), outre 

l'utilisation de clés dichotomiques, pour identifier et distinguer les espèces 

étroitement liées [189].  

De nos jours, la plupart des études utilise la technique du COI pour obtenir un 

barcode moléculaire [180][182]. L'analyse de l'ADN mitochondrial (ADNmt) et du 

gène particulier de la cytochrome oxydase I (COI) semblait être un outil utile dans 

l'identification des espèces de plusieurs familles des Diptères d’importance 

médico-légale [50][90][196][178][181][190]–[195]. Tous les individus d’une espèce 

présentent des séquences identiques ou très proches, ce qui va permettre 

l’identification d’un spécimen en comparant sa séquence avec celles des espèces 

connues [184].  
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La présence du gène COI en nombreuses copies, la haploïdie et la 

disponibilité d'amorces de l’ADNmt conservées depuis plus d'une décennie 

[180][184] ont facilité l'obtention de données de séquence de l'ADNmt de 

nombreuses espèces d'insectes précédemment non étudiées. L'ADNmt offre 

plusieurs avantages par rapport à l'ADN nucléaire : ce dernier subit des taux de 

mutation relativement lents par rapport à l'ADNmt, de sorte que l'identification 

nécessiterait une séquence nucléotidique beaucoup plus longue que nécessaire 

avec l'ADNmt. Cela permet à l'ADNmt de fournir des différences dans les 

séquences des espèces étroitement liées [197] et donc être utile à des fins 

d'identification moléculaire [184]. 

 

1.2.2. Utilité des insectes nécrophages en biochirurgie  

1.2.2.1. Définition de l’asticothérapie  

L’asticothérapie, également appelée larvothérapie, luciliathérapie (ou 

maggot debridement therapy (MDT) en Anglais) est l’emploi délibéré des larves 

vivantes et désinfectées de la mouche Lucilia sericata à des fins thérapeutiques 

où les larves de cette catégorie de mouches se nourrissent exclusivement de 

tissus morts [198]. 

 

1.2.2.2. But de l’asticothérapie 

Le but de la larvothérapie est de favoriser la détersion, la désinfection et la 

cicatrisation des plaies chroniques. C’est une pratique ancienne qui a été 

interrompue après la seconde guerre mondiale après laquelle elle a été 

réintroduite depuis les années 1990. Plusieurs raisons expliquent cette 

réintroduction : une meilleure connaissance des mécanismes d’action des larves 

de Lucilia sericata, la formulation de larves médicales stériles dans des sacs 

faciles à utiliser, la mise au point de protocoles thérapeutiques plus efficaces et le 

développement des résistances bactériennes aux antibiotiques. Bien que 

l’utilisation des larves ne soit pas une thérapie systématique partout dans le 

monde, la larvothérapie s’évolue de plus en plus en médecine humaine et 

vétérinaire [199]. 
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1.2.2.3. Historique de l’asticothérapie 

La première personne à observer les effets bénéfiques des larves de 

mouches sur les plaies de blessures était le chirurgien Ambroise Paré (1509-

1590) [200]. Son avis était que les « verres » qu'il voyait étaient le résultat de la 

génération spontanée [201]. 

Baron Dominique Larrey (1766-1842), un célèbre chirurgien de l'armée de 

Napoléon Bonaparte, a écrit sur les soldats qui ont eu des plaies infestées de 

larve, mais a été frustré qu'il était difficile de persuader ses patients pour laisser 

les asticots en place. Il croyait que les larves ont favorisé la guérison sans laisser 

de dégâts [200]. La même observation provenait d'un groupe de médecins 

confédérés détenus au cours de la guerre civile américaine [202]..   

Zacharie, l'un des chirurgiens confédérés, fut le premier à appliquer 

intentionnellement des larves aux blessures des soldats [203][204].  

Le premier chirurgien à utiliser l’asticothérapie dans un hôpital était William 

S. Baer. Dans les années 1920, il était face à un groupe de patients non traités 

avec une ostéomyélite sévère (inflammation de l'os), qui serait actuellement traitée 

avec des antibiotiques. Il réussit à traiter ces patients avec des larves [203]. En 

raison de son succès, la larvothérapie est devenu une thérapie régulière aux 

États-Unis. En 1934, plus de 1000 chirurgiens utilisaient cette biothérapie. Malgré 

son succès, Dr. Baer expérimenta certains problèmes de stérilisation, avec le 

développement ultérieur du tétanos dans certains patients. Ce qui a plus tard 

conduit à la production de larves stériles par le Lederle Corporation [205].  

Au même temps, Alexander Fleming (1881-1951) a introduit des 

antibiotiques en 1940, ce qui a interrompu le recours à la larvothérapie. 

Cependant, seulement 4 ans après l'introduction de la pénicilline, plus de 50% des 

souches de Staphylococcus aureus ont produit de la bêta-lactamase, qui a rendu 

ces bactéries résistantes aux antibiotiques [206]. La résistance a entraîné une 

cicatrisation défectueuse et, par conséquent, les larves ont été réintroduites dans 

les années 1980 [207]. L’émergence de souches bactériennes résistantes aux 

antibiotiques depuis 20 ans et la curiosité des cliniciens ont ravivé l’intérêt pour 

cette technique [204][208]. La larvothérapie semblait même nettoyer les plaies 

infectées avec les souches de Staphylococcus aureus résistantes aux 

antibiotiques (MRSA) [201][209]. En 1934, on dénombre environ 1000 chirurgiens 

qui l'utilisent [210]. Dans la littérature, deux noms reviennent très souvent, ce sont 
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Sherman aux USA et Thomas en Grande-Bretagne, tous les deux ayant beaucoup 

publié sur le sujet [207][210]–[217]. En 2004, l'administration américaine des 

denrées alimentaires et des médicaments (FDA) a autorisé la production et la 

distribution des asticots [218][219].  

 

1.2.2.4. Intérêt de l’utilisation des larves de Lucilia sericata en asticothérapie  

Bien que la majorité des espèces de Calliphoridae se rencontre 

fréquemment sur les cadavres au cours des premières phases de décompositions, 

Lucilia sericata est la plus utilisée aujourd’hui. Elle est appelée également « lucilie 

soyeuse », « mouche verte de la viande » ou « green bottle blowfly » chez les 

anglo-saxons.  Cela est due aux caractéristiques suivantes : 

 

- L. sericata ne s'attaque qu'aux tissus morts et ne se niche pas dans les berges 

de la plaie  [220][221]. Par contre, les autres espèces consomment également 

les tissus sains [222] ; 

- elle contribue à diminuer les mauvaises odeurs en tuant et digérant les 

bactéries [223]–[226] ; 

- elle donne une détersion rapide, efficace, indolore et peu moins coûteuse 

[220] ;  

- elle n'est pas dépendante d'un apport suffisant en sang [227].  

 

1.2.2.5. Morphologie de Lucilia sericata  

Les adultes sont généralement de taille variant entre 8 et 10 mm et de 

couleur vert métallique et peuvent aussi avoir une coloration vert cuivre. Leur 

thorax est muni d’épines appelées macrochètes acrosticaux [228]. Les œufs sont 

généralement blancs ou jaunes. Ils sont souvent déposés en masses. Les œufs 

sont allongés avec une extrémité légèrement effilée, et sont d'environ 1,5 mm de 

longueur [229].  

Les larves sont d’une couleur blanche ou jaunâtre à travers les trois stades de 

développement et peuvent atteindre un maximum de 12-18 mm avant la pupaison 

[229]. Elles sont lisses de forme conique [228].  Les pupes  sont enfermées dans 

une coque durcie qui est habituellement de couleur brun rougeâtre. Cette coque 

est composée de la cuticule du dernier stade larvaire (L3). Elles sont de 9 à 10 
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mm de longueur avec une largeur allant de 3 à 4 mm. Initialement, la pupe est 

blanche, mais s’obscurcit rapidement en quelques heures [229]. 

 

1.2.2.6. Taxonomie de Lucilia sericata 

Selon l’INPN (Inventaire National du Patrimoine Naturel) [230], organisme 

français dépendant du Muséum National d'Histoire Naturelle, la classification de L. 

sericata est comme suit :  

§ Domaine : Biota 

§ Règne : Animalia (Linnæus, 1758) 

§ Sous-Règne : Eumetazoa (Bütschli, 1910) 

§ Infra-Règne : Bilateria (Haeckel, 1874) 

§ Infra-Règne : Protostomia (Grobben, 1908) 

§ Cladus : Ecdysozoa (Aguinaldo, Turbeville, Linford, Rivera, Garey, Raff 

et Lake, 1997) 

§ Phylum : Arthropoda (Latreille, 1829) 

§ Sous-Phylum : Pancrustacea (Zrzavý & Štys, 1997) 

§ Infra-Phylum : Altocrustacea (Regier, Schultz, Zwick, Hussey, 

Ball, Wetzer, Martin et Cunningham, 2010) 

§ Classe : Hexapoda (Blainville, 1816) 

§ Sous-Classe : Insecta (Linnæus, 1758) 

§ Infra-classe : Pterygota (Brauer, 1885) 

§ Cladus : Neoptera (Martynov, 1923) 

§ Ordre : Diptera (Linnæus, 1758) 

§ Sous-Ordre : Brachycera (Schiner, 1862) 

§ Infra-Ordre : Muscomorpha (Sharp, 1894) 

§ Section : Schizophora 

§ Sous-section : Calyptrata 

§ Super-Famille : Oestroidea 

§ Famille : Calliphoridae (Brauer et 

Bergenstamm, 1889) 

§ Genre : Lucilia (Robineau-Desvoidy, 

1830) 

§ Espèce : Lucilia sericata (Meigen, 

1826) 
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1.2.2.7. Biologie et cycle de développement  

Après l'accouplement, les femelles adultes pondent des grappes entre 100 

à 300 œufs à la fois, préférentiellement sur les plaies, les blessures des moutons, 

sur les cadavres ou toute matière organique en décomposition. Il peut y avoir 

plusieurs générations par an. À environ 21°C, les œufs de Lucilia sericata 

prennent environ 21 heures pour éclore, et à 27°C, mettent environ 18 heures 

pour éclore, après leur dépôt. Le développement larvaire nécessite environ quatre 

jours à 20°C et trois jours à 27°C. Il y a trois stades à travers lesquels les larves se 

développent [85]. Cependant, de nombreux autres facteurs jouent un rôle dans le 

développement, y compris la source d'alimentation, la température et l'humidité 

[25][231]. Le développement de L. sericata s’arrête à des températures inférieures 

a 9°C [25]. Une fois pleinement développée, la larve du 3ème  stade (L3) quitte 

l'hôte ou le cadavre et creuse dans le sol ou le substrat qui l'entoure. Le 

développement nymphal dure environ 10 jours à 21°C et 7 jours à 27°C [85]. A la 

fin, la mouche adulte émerge et le cycle recommence.  

 

1.2.2.8. Mécanisme d’action de la larvothérapie 

Les larves effectuent trois mécanismes d'action : elles nettoient les plaies 

en dissolvant les tissus morts et infectés (détersion), elles désinfectent la plaie en 

tuant les bactéries et en stimulant la guérison des plaies (figure 1.12) 

[212][218][219]. 

 

 

13Figure 1.12 : Photographies d'un patient diabétique de 48 ans avec brûlure au 

pied. Son calcanéus était atteint d'ostéomyélite [232].  

(A) Avant de commencer la larvothérapie ; (B) Après deux applications des larves : la plaie est 

débridée et bien granulée ; (C) Après un mois : progression de la cicatrisation des plaies ; (D) 

Après quatre mois, la fermeture de la plaie. 
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• Détersion  

Les asticots se déplacent sur la surface de la plaie sécrétant un mélange 

d'enzymes digestives telles que les carboxypeptidases A et B, la leucine 

aminopeptidase, la collagénase et les protéases à sérine [198][214]. 

Ces enzymes protéolytiques liquéfient la fibrine qui est ainsi absorbée par 

les larves. La protéase à sérine de type chymotrypsine joue un rôle important dans 

la digestion de la matrice de la plaie et le débridement efficace par la dégradation 

des composants de la matrice extracellulaire de la laminine, de la fibronectine et 

des fibres de collagène de types I et III [233].  

Une action mécanique n’est pas exclue : d’une part par le grouillement des 

larves sur la plaie et d’autre part, par une dilacération de la fibrine par leurs 

mandibules [234]. 

L'action mécanique des larves et la sécrétion des enzymes protéolytiques 

favorisent un débridement efficace des tissus. Il n'y a aucun risque pour les tissus 

sains, car ces enzymes sont neutralisées lorsqu'elles entrent en contact avec des 

tissus intacts. De cette façon, ils éliminent les débris cellulaires, les tissus 

contaminés morts, les microbes et les corps étrangers [235]. 

 

• Désinfection 

Dans la littérature, plusieurs travaux évoquent le rôle désinfectant des larves 

[208]. Cette action repose elle aussi sur plusieurs mécanismes. Les sécrétions 

des larves augmentent le pH de la plaie par la sécrétion de bicarbonate de 

sodium, inhibant ainsi la croissance des bactéries [236]. Les larves ingèrent et 

digèrent également des bactéries dans le tissu dévitalisé de la plaie, qui sont 

tuées dans leur intestin [200]. Il a été démontré que les excrétions/sécrétions 

contiennent des composants bactéricides avec des propriétés curatives telles que 

l'allantoïne, l'urée, l'acide phénylacétique, le phénylacétaldéhyde et le carbonate 

de calcium, en particulier contre le SARM [198]. Cette notion avait déjà été mise 

en évidence dès 1935 par Simmons [237], puis par Thomas [215]. Ces protéines 

semblaient plus bactériostatiques que bactéricides, mais la variabilité du degré 

d’inhibition serait peut être liée aux différentes méthodes de recueil  des 

sécrétions larvaires. Seule une protéine de moins de 500 Da a montré dans des 

études récentes une activité antibactérienne contre un SARM [214]. 
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Les défensines sont les peptides antimicrobiens les plus répandus 

caractérisés chez les insectes. Ces peptides cycliques, d'une taille de 4 à 6 kDa, 

sont repliés en structures mixtes d’hélices alpha hélicoïdales et les feuilles bêta et 

ont un motif commun conservé de trois ponts disulfure intramoléculaires avec une 

connectivité Cys1-Cys4, Cys2-Cys5 et Cys3-Cys6. Ils ont la capacité de tuer en 

particulier les bactéries à Gram positif et certains champignons, cependant, les 

bactéries à Gram négatif sont plus résistantes contre eux [238].  

Des études in vitro ont montré que les sécrétions peuvent perturber les 

biofilms créés par Staphylococcus epidermidis, S. aureus et Pseudomonas 

aeruginosa et Escherichia coli [233]. Les sécrétions des larves possèdent des 

facteurs chimiotactiques et des acides gras qui ont un effet sur la migration des 

fibroblastes et induisent une formation de tissu de granulation ultérieurement avec 

l'oxygénation tissulaire [232][235][236]. D’autres substances ont été découvertes 

dans les sécrétions larvaires qui auraient une action antibactérienne : l’allantoïne, 

l’acide phénylacétique et le phénylacétaldehyde [217].  

 

• Stimulation du tissu de granulation 

Des recherches in vitro ont montré que les sécrétions larvaires stimulent la 

croissance des fibroblastes humains [239]. Un effet remodelant de la matrice extra 

cellulaire a également été évoqué : les sécrétions larvaires diminueraient 

l’adhésion des fibroblastes au collagène et à la fibronectine par un effet 

protéolytique, améliorant par là même la prolifération des néo tissus [240][241].  

Enfin des quantités variables de cytokines pro-cicatrisantes et de facteurs de 

croissances (IL1, EGF, PDGF, TGF-β, FGF et IGF) on été mis en évidence dans 

les excrétas larvaires [232][242]. 

Parmi les défensines, les composés importants sur le plan médical, la lucifensine 

et la lucifensine II, qui ont été récemment identifiés à partir des asticots de Lucilia 

sericata et Lucilia cuprina respectivement. Ces défensines contribuent à la 

cicatrisation des plaies [232][238]. 
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1.2.2.9. Techniques d’application de la larvothérapie en clinique 

• Prescription  

Les larves stériles de L. sericata sont fournies sur commande. Elles sont de 

2 à 3 mm de long, mais peuvent atteindre 8 à 10 mm de taille [243]. 

	
• Indications 

La larvothérapie peut être utilisée pour traiter de nombreux types de plaie 

en médecine humaine y compris les ulcères de jambe, les ulcères de pression, les 

ulcères du pied diabétique, les blessures chirurgicales, les tissus lisse infectés et 

nécrotiques, les brûlures et la gangrène [198][215][244]. La larvothérapie est 

également utilisée pour traiter les blessures incurables des animaux. Cette 

thérapie est plus efficace pour les plaies profondes qui ont une nécrose des tissus 

mous difficiles à atteindre [210][245]. C’est une technique utile pour débrider et 

désinfecter certaines plaies sévères comme une alternative à l'amputation chez 

les chiens et les chats [211]. 

 

• Effet secondaire 

Le seul effet secondaire de cette biochirurgie est que le patient peut subir 

une irritation ou des démangeaisons causés par le mouvement des larves dans la 

plaie [235]. 

 

• Contre-indications 

Les larves ne doivent pas être appliquées aux blessures qui ont tendance à 

saigner facilement ou être introduites dans les blessures qui communiquent avec 

une cavité corporelle ou un organe interne. Ils ne devraient pas non plus être 

appliquées aux grands vaisseaux sanguins [243]. 

 

• Méthodes d’application des larves  

D’une façon générale, avant l'application la plaie est nettoyée (sans 

antiseptiques), avec une solution saline normale ou de l'eau stérilisée pour enlever 

la graisse et la saleté [203]. La survenue de douleurs devrait être prise en 

considération et un médicament analgésique est prescrit avant le changement du 

pansement, ainsi que sur une base régulière si nécessaire [243]. 
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Les larves sont appliquées sur la plaie de deux façons, soit directement 

pour être déposées individuellement sur la plaie (figure 1.13) ; soit regroupées 

dans un petit sac appelé « Biobag » (figure 1.14) [243][246]. La détersion et l’effet 

bactéricide sont obtenus par les liquides sécrétés par les larves et qui passent au 

travers du sac. Cela empêche également la sensation de picotement due au 

mouvement des larves sur la peau normale [203]. Pour que les larves puissent 

respirer, le pansement doit permettre à l'air d'entrer dans la zone, et laisser le tissu 

nécrotique liquéfié s'écouler librement de la plaie [198][212].  

La méthode du biobag est moins compliquée, car elle nécessite moins 

d'expérience, permet d'économiser du temps de travail et de ressources lors des 

changements de pansement et est moins douloureuse [236]. L'inconvénient de la 

méthode du biobag est que le débridement est moins efficace car les asticots ne 

peuvent pas utiliser leurs crochets buccal à travers le biobag [247]. Selon 

STEENVOORDE et al. [248], les biobags ont un impact négatif important sur le 

résultat. Dans une autre étude, BLAKE et al. [236] ont comparé les deux 

techniques et ont constaté que l'efficacité du débridement semble être similaire. 

L'analyse statistique n'a révélé aucune différence entre les deux méthodes sur la 

quantité totale de tissu débridé après 3 ou 4 jours de traitement [219]. 

 

 
14Figure 1.13 : Des larves sur une plaie  

après 5 jours [249].  

15	
Figure 1.14 : Biobag contenant des  

larves [222]. 

	
Les larves sont appliquées à la plaie à une densité de 5-10 larves/cm2 de 

surface de la plaie en médecine humaine [210][218]. En médecine vétérinaire, on 

a signalé l’utilisation de 5-10 larves/cm² et 8-12 larves/cm² de surface de la plaie 

[219][250][251]. Selon BLAKE et al. [236], une quantité standard de 100 larves 

peut débrider 50 g de tissu nécrotique pendant un cycle de traitement tout en 
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tenant compte de la mortalité larvaire dans la blessure. Dans une étude sur les 

chevaux, la surface a été multipliée par la profondeur de la plaie dans le cas de 

blessure plus profonde (>2 cm) [251]. Un guide du nombre des larves à utiliser a 

été proposé par BioMonde®1 [252]. Ainsi, le nombre des larves appliquées à la 

plaie dépend de la quantité de tissu nécrotique, de la profondeur de la plaie et de 

la largeur de la surface de la plaie [251]. Les larves sont maintenus en place 

pendant deux à trois jours jusqu'à ce que le débridement soit terminé et qu’elles 

soient saturées [218]. À ce stade, les larves doivent être enlevées, la plaie doit 

être complètement lavée avec une solution saline physiologique et un nouveau 

groupe de larves doit être appliqué sur la plaie jusqu'à ce que la plaie soit 

complètement débridée [203][218][253].  

On prend soin de ne pas permettre aux larves de rester en place 

suffisamment longtemps pour ne pas causer de la douleur au patient [218]. Au 

cours des deux premiers jours, il y a une légère odeur due à l'activité phagocytaire 

des larves, plus tard cette odeur disparaît, la plaie devient alcaline et le tissu de 

granulation commence à se développer à travers la plaie. Habituellement, les 

plaies ont une réaction acide qui se transforme en réaction alcaline, 24 heures 

après l'application des larves. La réaction alcaline est utile dans la stérilisation de 

la plaie et la destruction des bactéries. À la fin de la deuxième application, la plaie 

est complètement remplie de tissu de granulation [203]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

																																																								
1 BioMonde est une société multinationale spécialisée dans la fabrication et la distribution des larves. Les 
unités de production sont situées au Royaume-Uni, en Allemagne et aux États-Unis. 
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CHAPITRE 2 

PARTIE EXPÉRIMENTALE 

2.1. Echantillonnage de Lucilia sericata, Calliphora vicina et Chrysomya albiceps 

dans différentes régions en l’Algérie 

2.1.1. Présentation de la région d’étude  

L'Algérie est un pays situé dans la zone subtropicale de l'Afrique du Nord. 

Son climat est très différent entre les régions (Nord-Sud, Est-Ouest). Selon l’Office 

National de la Météorologie (ONM), c'est du type méditerranéen au nord qui 

englobe le littoral. Entre l’Atlas Tellien et l'Atlas Saharien où culminent les hauts 

plateaux, le climat est de type continental avec des étés chauds et secs et des 

hivers humides et frais. Le climat est désertique vers le Sud au delà de la chaine 

montagneuse de l’Atlas Saharien.  

Les zones biogéographiques décrites par QUEZEL et SANTA [254] et 

simplifiées par MOHAMED SAHNOUNE et al. [255] ont été utilisées pour décrire 

la distribution des zones bioclimatiques.  

MOHAMED SAHNOUNE et al. [255] ont signalé la présence de six zones 

bioclimatiques en Algérie selon les précipitations (figure 2.1) : 

- La zone perhumide (1200-1800 mm) : se trouve dans les zones limitées de 

l'Atlas Tellien à une altitude d'environ 2000 m. 

- La zone humide (900-1200 mm) : est présente dans les régions telliennes du 

nord-est. 

- La zone subhumide (600-900 mm) : correspond à l'Atlas Tellien du nord de 

l'ouest à l’est. 

- La zone semi-aride (300-600 mm) : est présente dans les pentes occidentales 

de l'Atlas Saharien (400-600 mm). Elle se trouve également dans la partie 

nord des hautes plaines d'Alger-Oran et des pentes sud des monts des Aurès, 

Ouled Naïls et Némemchas (300-400 mm). 

- La zone aride (100-300 mm) : est représentée par les régions steppiques du 

sud et présahariennes. 

- La zone saharienne (<100 mm) : couvre les zones sahariennes. 
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16Figure 2.1 : Zones biogéographiques et bioclimatiques de l'Algérie (reproduite de 

MOHAMED SAHNOUNE et al. [255], Zootaxa 2432 © 2010 Magnolia Press, avec 

permission). 

Zones biogéographiques: 1, littoral; 2, Atlas Tellien; 3, Hauts Plateaux; 4, Atlas Saharien; 5, 

Sahara du Nord; 6, Sahara Central. Zones bioclimatiques (zone perhumide non représentée): Bleu, 

humide; Vert, subhumide; Rose, aride; Jaune, semi-aride; Orange, saharien. 

 

2.1.2. Objectifs de l’étude  

Cette partie a été réalisée en utilisant les données d’occurrence entre 2010 

et 2016 de présence seulement.  Son objectif vise à : 

- collecter des données sur les espèces Calliphoridae d'importance médico-

légale les plus rencontrées en Algérie (Lucilia sericata, Calliphora vicina et 

Chrysomya albiceps) afin d’étudier leur occurrence spatio-temporelle ; 
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- effectuer une étude de terrain sur une période d'une année dans deux 

habitats différents dans le centre du nord de l'Algérie pour étudier la 

dynamique saisonnière de ces espèces. 

2.1.3. Matériel et méthodes 

2.1.3.1. Matériel  

1.1.2 - Matériel du terrain : Appâts de viande, bouteilles en plastique, sable, 

cages métalliques, etc. 

1.1.3 - Matériel du laboratoire : Stéréomicroscopes Carl Zeiss® Stemi 2000-C et 

Leica® EZ4 HD couplé à des appareils photo numériques. 

 

2.1.3.2. Méthodes 

Cette partie a été réalisée en deux étapes ; la première représente l’étude 

de l’occurrence spatio-temporelle des trois espèces Calliphoridae dans les 

différentes régions de l’Algérie, la deuxième consiste à étudier la dynamique 

saisonnière et spatiale de L. sericata et C. vicina pendant une année dans deux 

sites différents ; l’un urbain et l’autre forestier.   

Les données d'occurrence des espèces étudiées entre 2010 et 2016 en 

Algérie ont été obtenues à partir : 

- des compagnes de piégeage dans différentes régions ; 

- des échantillons prélevés sur des cadavres humains lors des enquêtes 

judiciaires ; 

- des échantillons prélevés sur des cadavres animaux lors des études de 

décomposition ; 

- des contacts personnels. 

 

Afin d’étudier la dynamique de L. sericata et C. vicina, des pièges à appâts 

de viande ont été utilisés. Les pièges ont été installés dans un site urbain à Blida 

(36°28'47"N 2°48'2"E) dont l'altitude est de 189 m et dans une zone forestière à 

Bouchaoui (36°76'14'' N, 2°89'38'' E), situé à une altitude de 86 m. Chaque mois, 

pendant une période d'un an (entre juin 2015 et mai 2016), trois pièges à viande 

bovine (illustrés sur la figure 2.2) ont été déposés dans chaque site.  
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17 Figure 2.2 : Illustration des pièges à appât confectionnés pour la collecte des 

mouches (adapté de AÇIKGÖZ et al. [256]). 

 

Des guides standardisés de la collecte et la conservation des insectes ont 

été utilisés [1][23]. Après 24 heures, les insectes ont été prélevés des pièges. Les 

adultes ont été tués par les vapeurs d'acétate d'éthyle (C4H8O2). Les larves ont été 

élevées au laboratoire pour confirmer l'identification (la méthode d’élevage est 

détaillée dans la deuxième partie).  

Les spécimens utilisés dans cette étude ont été conservés dans de l'alcool 

éthylique à 70°. L’identification des espèces échantillonnées a été réalisée au 

laboratoire d’Entomologie Légale de l’INCC/GN en se basant sur  les critères 

morphologiques et en utilisant des clés dichotomiques [6][53]. Cette identification 

a été ensuite confirmée au laboratoire de Biologie Forensique/Entomologie 

Forensique de l’Institut des Sciences Forensiques de l’Université d’Ankara 

(Turquie). 

 

2.1.4. Analyse des données  

Les données obtenues ont été examinées par région et par saison. Les 

saisons ont été définies comme suit :  

- printemps : de mars à mai ; 

- été : de juin à août ; 

- automne : de septembre à novembre ; 

- hiver : de décembre à février.  

Les données de température maximale et minimale pendant les périodes 

d’échantillonnage ont été obtenues de la station météorologique la plus proche du 
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site de la collecte. Les coordonnées des emplacements (longitude et latitude) et 

les altitudes ont été déterminées à partir du site http://www.mapcoordinates.net/fr. 

Les coordonnées géographiques ont été repérées à l'aide du logiciel Global 

Mapper V15.0. Le logiciel ENVI 4.8 a été utilisé pour le traitement des images. 

Chaque point représente un site de collecte.  

Le test U de Mann-Whitney a été utilisé afin de comparer l'abondance des 

espèces de l’expérience de collecte d'un an entre les deux sites (urbain et 

forestier). L'analyse de la correspondance (CA) a été appliquée pour révéler les 

préférences saisonnières des mouches. Ces tests ont été effectués à un niveau 

de risque de 5% à l'aide du logiciel XLStat 17.03. 

 

2.2. Etude du développement des principales mouches d’intérêt médico-légale 

2.2.1. Lieu et objectifs de l’étude  

Cette partie a été réalisée au laboratoire d’Entomologie Légale de 

l’INCC/GN entre mars et juin 2016. Les objectifs de cette étude étaient : 

- Valider la méthode d’élevage des mouches nécrophages en vue de son 

utilisation dans le cadre de l’entomologie médico-légale et en 

asticothérapie ; 

- étudier le cycle de développement des espèces nécrophages les plus 

répandues en Algérie au laboratoire à des températures constantes ; 

- comparer les budgets thermiques des espèces étudiées avec les données 

de la littérature. 

 

2.2.2. Matériel et méthodes 

2.2.2.1. Matériel utilisé 

- Matériel de laboratoire : Voir l’Appendice B. 

- Matériel biologique : 

Calliphora vicina et Lucilia sericata récoltées dans la région de Bouchaoui 

(36°76'14'' N, 2°89'38'' E). 
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2.2.2.2. Méthodes de travail  

2.2.2.2.1. Sur terrain  

Des compagnes d’échantillonnage ont été réalisées afin d’obtenir un 

nombre important d’individus.  Les mouches ont été capturées en utilisant des 

pièges appâtés comme décrit précédemment.   

 

2.2.2.2.2. Au laboratoire  

Les méthodes adoptées dans le cadre de cette étude sont celles données 

par ANDERSON [85], GRASSBERGER et REITER [120][121] et FLORES et al. 

[257]. 

 

• Traitement des mouches capturées  

Les mouches capturées ont été triées à l’œil nu, puis légèrement éthérisées 

ou endormies au froid à –4°C pendant dix minutes. Les mouches ont été 

récupérées est identifiées rapidement à l’aide d’un stéréomicroscope. 

 

• Entretient des colonies de mouches au laboratoire  

Après la sélection de Lucilia sericata et Calliphora vicina, les populations 

des deux espèces ont été placées séparément dans des cages d’élevage (figure 

2.3) à 22°C± 1, 40%± 5 d’humidité relative et 10 heures de photopériodicité. Ces 

cages mesurent 40x17x20 cm et sont recouvertes avec un tulle pour éviter l'entrée 

d'autres espèces d'insectes. Dans chaque cage, des boules de coton imbibé d'eau 

et du sucre ont été placées pour assurer leur alimentation ad libitum. Des adultes 

sauvages de la même espèce ont été ajoutés périodiquement aux colonies afin 

qu'elles ne s’adaptent pas aux conditions de laboratoire. 
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18Figure 2.3 : Cage utilisée pour maintenir les colonies des mouches au laboratoire 

(photo originale). 

 

• Stimulation de la ponte  

Quelques femelles ont été transférées dans des boites et élevées à 22°C± 

1,40%± 5 d’humidité relative et 10 heures de photopériodicité (figure 2.4). 

Pour stimuler la ponte, environ 100 g du foie de volaille a été déposé dans des 

récipients noirs à l’intérieur des boites fournissant un environnement sombre et 

humide (figure 2.5), stimulant la femelle pour pondre. 

La présence d’amas d’œufs de couleur blanche a été vérifiée toutes les 15 à 30 

minutes et le moment de la ponte a été noté. 

 

 

19Figure 2.4 : Boite utilisée pour stimuler la ponte des mouches (photo 

originale). 
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20Figure 2.5 : Lucilia sericata au moment de la ponte sur un substrat de foie de 

volaille (photo originale).

• Évaluation du cycle de développement des deux espèces choisies sous 

conditions contrôlées  

Cette étude a été réalisée à deux température : 24°C et 27°C, 70% 

d’humidité relative avec un cycle de lumière : obscurité de 12h:12h. Ces 

températures ont été choisies vu qu’elles sont souvent utilisées dans l’élevage de 

ces espèces lors des expertises. Elles sont aussi proches des températures 

moyennes retrouvées dans les différentes régions en l’Algérie sur les sites de 

découverte des cadavres.  

 

- Séparation, mensuration pondérale et dénombrement des amas d’œufs : Les 

œufs ont été recueillis dans les 30 minutes suivant la ponte. Les amas ont été 

séparés par trempage dans une solution de sulfite de sodium (1%) [120][121], ou 

bien dans une solution d'hypochlorite de sodium à 0,5% [258]. Après avoir 

secoué vigoureusement, les amas d’œufs étaient facilement séparés (figure 2.6). 
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21Figure 2.6 : Séparation des amas d’œufs de Lucilia sericata (photo originale). 

	
- Conduite d’élevage et suivi du cycle de vie des deux espèces étudiées : Pour 

chaque espèce étudiée, un dispositif d’élevage a été mis en place composé de 

trois boites contenant 100 œufs. Une couche de 2 cm de sable a été étalée au 

fond de chacune des boites d’élevage en plastique (25x11x15 cm). Dans chaque 

boite, une quantité de 150 g de viande bovine crue coupée en tranches d’environ 

1 cm d’épaisseur a été placée [120][121]. Un nombre de 100 œufs, placé sur 

papier filtre humidifié afin d’éviter leur  dessiccation, ont été déposés à des 

endroits différents entre les tranches de viandes afin de maintenir leur humidité. 

haque boite d’élevage recouverte d’un tulle  a été placée dans l’enceinte 

climatique à deux températures constantes (24 et 27°C), avec un taux d’humidité 

relative fixé à 65-70% et un cycle de luminosité : obscurité de 12h:12h (figure 2.7). 
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22Figure 2.7 : Les principales étapes utilisées dans la réalisation d’un élevage de 

Lucilia sericata et Calliphora vicina au laboratoire (photos originales).  

 (A) Préparation des boites contenant du sables ; (B) Placement de la tranche de viande et des 

larves et humidification du contenu de la boite ; (C) Protection de la boite d’élevage et leur 

placement dans une enceinte climatique ; (D) Enceinte climatique réglée à 24°C et 70 % d’humidité 

relative. 

 

Une surveillance quotidienne a été assurée pour toutes les boites afin de 

noter les éclosions des œufs. Lorsque la quasi-totalité des individus ont atteint le 

stade pupe, nous les avons récupéré, les déposé dans des boîtes propres et les 

remis dans l’enceinte climatique aux mêmes conditions. Nous avons suivi le 

développement complet de chaque individu afin de dater leur émergence en 

mouche imago. C’est l’émergence de l’imago qui va nous être utile pour effectuer 

nos calculs. 
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2.2.3. Analyse des données  

Le sexe ratio a été calculé. Il s’agit du nombre total des adultes mâles issus 

de l’élevage par rapport au nombre total des adultes femelles issus du même 

élevage.  

Le pourcentage d’émergence a été calculé par la formule suivante : 

%	é$%&'%()%	 = +,-.	/0123.4
+,-.	œ164	  X 100 

- % émergence : pourcentage d’émergence 

- nbre adultes : nombre des adultes émergés. 

- nbre œufs : nombre des œufs mis en élevage. 

À la fin de chaque élevage, la somme des températures accumulées par les 

espèces a été calculée. Les calculs ont été effectués avec la technique des 

degrés jours accumulées (ADD) [25]. Pour qu’une mouche nécrophage puisse se 

développer, de l’œuf à l’adulte, il lui faut une somme de températures, spécifique à 

l’espèce. Lorsque cette somme est accumulée, elle achève son cycle de 

développement. Cette somme est calculée en additionnant les températures 

journalières effectives qui sont obtenues de la différence entre la température 

d’élevage et le seuil minimal de développement. Ainsi, les degrés jours 

accumulées (ADD) sont calculés en appliquant la formule suivante : 

ADD = ∑ (T°- Tmin) 

T° : moyennes des températures/jour (°C). 

Tmin: température minimale nécessaire au développement de l’espèce (°C) 

(spécifique à l’espèce). 

 

2.3. Etude in vitro du pouvoir antimicrobien des larves de Lucilia sericata 

2.3.1. Lieu et objectif de l’étude 

Ce travail a été effectué au niveau du laboratoire d’hygiène de la Wilaya de 

Blida de février à juin 2016. Les objectifs de cette étude visent à : 

- tester des différents produits de stérilisation sur les œufs et les larves de 

Lucilia sericata ; 

- tester in vitro le pouvoir antimicrobien des asticots de L. sericata contre des 

bactéries et des champignons. 



 

	
	

95	

2.3.2. Matériel et méthodes 

2.3.2.1. Matériel 

- Matériel non biologique : Voir l’Appendice B. 

- Matériel biologique : 

Espèce de mouche utilisée : 

Notre travail s’est basé sur l’utilisation des larves de mouches vertes de l’espèce 

Lucilia sericata. Le choix de cette espèce a été motivé sur le fait qu’elle est 

largement utilisée en asticothérapie pendant des décennies et sur son abondance 

en Algérie [259][260].  

Espèces de souches microbiennes utilisées : 

Des souches bactériennes et fongiques de références ont été utilisées (tableau 

2.1). Ces souches ont été choisies sur la base de leur importance et leur 

fréquence en microbiologie clinique.  

 
7Tableau 2.1 : Souches microbiennes de références utilisées dans les tests 

antibactériens. 

Souches Références 

Souches bactériennes 

Staphylococcus aureus  (MSSA) ATCC® 25923™ 
Staphylococcus aureus  (MRSA) ATCC® BAA-1707™ 

Pseudomonas aeruginosa ATCC® 27853™ 
Escherichia coli ATCC® 25922™ 

Klebsiella pneumoniae ATCC® 700603™ 
Bacillus subtilis ATCC® 55406™ 

C. freundii ATCC® 8090™ 

Souches fongiques 
Candida albicans ATCC® 10231™ 

Saccharomyces cerevisiae ATCC® 9763™ 
Aspergilus niger ATCC® 6275™ 

 

2.3.2.2. Méthodes  

2.3.2.2.1. Trie et identification des mouches  

Les adultes de L. sericata maintenus dans des cages d’élevage au 

laboratoire ont été utilisés pour la production des œufs pour la réalisation de cette 

étude. 
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2.3.2.2.2. Tests de stérilisation 

Les manipulations de cette partie ont été réalisées sous des conditions 

rigoureuses d’asepsie. La stimulation de la ponte et la séparation des œufs ont été 

réalisées en utilisant les mêmes méthodes décrites dans la deuxième partie.  

Trois solutions antiseptiques ont été utilisées pour la stérilisation dont les 

substances actives sont :    

- L’hypochlorite de sodium (Dakin®) à 0,5%. 

- La polyvidone iodée (Bétadine®) à 10%. 

- L'hexamidine (Isomédine®) à 0,1%. 

 

§ Stérilisations des œufs  

Après leur séparation, les œufs ont été stérilisés en les trompant pendant 2 

minutes dans l’une des solutions antiseptiques choisie suivi de l’éthanol 70° 

pendant 1 minute. Les œufs ont été ensuite rincés à l’eau physiologique stérile. 

Pour chaque produit, un nombre connu d’œufs a été incubé sur gélose nutritive et 

sur gélose au sang à 25°C et vérifiées après 24, 48 et 72h. 

Parallèlement, trois boites de gélose nutritive et trois boites de gélose au sang ont 

été utilisées comme témoin. 

 

§ Stérilisation des larves  

Le mode de stérilisation des larves était similaire à celui utilisé pour les 

œufs. Une dizaine de larves (au 2ème ou au début du 3ème stade) ont été 

déposées sur des boites de gélose au sang et incubées à 25°C. Les boites ont été 

vérifiées après 24, 48, et 72 heures. 

 

2.3.2.2.3. Tests antibactériens 

§ Application directe des larves vivantes sur des colonies bactériennes 

Les méthodes utilisées sont celles adoptées par MARGOLIN et 

GIALANELLA [261]. Après la stérilisation, un nombre constitué de 10 larves a été 

déposé au milieu des boites contenant des monocultures bactériennes diluées à 

10-3. La zone d’application des asticots a été couverte par une petite boite Pétri à 

l'intérieur de la grande boite. Trois réplicas pour chaque bactérie ont été utilisés 

(figure 2.8). 
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23Figure 2.8 : Méthode d’application des larves de L. sericata sur les souches 

microbiennes (photo originale). 

 

Les boites ont été incubées à 25°C avec trois témoins négatifs (milieux en 

absence de cultures bactériennes) et trois témoins positifs (milieux en présences 

de cultures bactériennes) et examinées chaque 24 heures pendant 5 jours pour 

vérifier le degré de la lyse des cultures bactériennes dans la zone d'application 

des asticots (au centre de la boite). 

 

§ Viabilité des bactéries ingérées par les asticots  

Cette étape a été adoptée à partir de l’étude réalisée par DAESCHLEIN et 

al.  [262]. Après incubation des larves avec les bactéries, elles ont été retirées des 

boites et tuées par congélation. Elles ont été ensuite stérilisées.  

Le tube digestif postérieur a été utilisé pour préparer des suspensions 

intestinales. La dissection des larves a été faite selon le protocole donné par 

BOONSRIWONG et al. [263]. Quelques gouttes de PBS ont été ajoutées autour 

de l'échantillon et la zone de dissection pour éviter la dessiccation. La larve a été 

disséquée ventralement avec une incision sagittale comme indiquée sur la figure 

2.9 pour extraire l'ensemble du tube digestif. Le tube digestif postérieur a été 

ensuite séparé soigneusement du reste du tube digestif (figure 2.10). 

La suspension intestinale a été préparée en ajoutant 50 ml de l'eau distillée 

stérile à un tube stérile contenant la partie du tube digestif séparée préalablement. 

Le mélange a été vortexé vigoureusement pendant 3 minutes et 100 µL de la 

suspension intestinale ont été ensemencés sur la gélose nutritive. Trois boites de 
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la gélose nutritive ne contenant aucune croissance bactérienne ont été utilisées 

comme des témoins.  Après une incubation de 24 heures à 37°C, toute croissance 

bactérienne a été vérifiée. 

 

 

24Figure 2.9 : Extraction du tube digestif de la larve de Lucilia sericata (photo 

originale). 

 

 

25Figure 2.10 : Canal alimentaire du 3ème stade larvaire de Chrysomya 

megacephala [263]. 

C, Estomac ; Ca, Cœur ; E, Œsophage; GC, Cæca gastriques; HG, Intestin antérieur ; M, Bouche ; 

MG, Mésentéron ; MT, tubes de Malpighi; SG, Glande salivaire. 

La ligne 1 délimite les frontières entre l'intestin antérieur (en haut à gauche) et le 

mésentéron (en bas à droite).  

La ligne 2 délimite les frontières entre l'intestin moyen (en bas à gauche) et 

l’intestin postérieur (plus haut). 
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2.3.2.2.4. Tests antifongiques  

Ces tests ont été appliqués en utilisant des méthodes adoptées par 

ALNAIMAT et al. [206]. 

 

§ Application directe des larves vivantes sur les champignons 

Un groupe de dix larves a été transféré sur des milieux Sabouraud inoculés 

avec l’une des trois souches fongiques utilisées : Saccharomyces cerevisiae, 

Candida albicans et Aspergillus niger. Trois réplicas ont été utilisés pour chaque 

souche. Trois boites ne contenant aucune croissance microbiennes constituent les 

témoins.  

 

§ Viabilité du champignon ingéré 

Après incubation pendant 24 heures à 25°C, les larves ont été stérilisées. 

Le tube digestif de chaque larve a été recueilli avec la méthode décrite 

précédemment pour vérifier la viabilité des champignons ingérés. La suspension 

intestinale a été ensemencée sur le milieu Sabouraud. Trois témoins négatifs ont 

été également incubés. Après une incubation de deux semaines à 25 °C, la 

présence des champignons a été vérifiée. 

 

2.3.3. Analyse des données 

Le taux de mortalité observé a été calculé en utilisant la formule suivante : 

Taux de mortalité =	+78,-.	0.4	9+09:9014	87-34+78,-.	373/2	0.4	9+09:9014 	;	100 

 

Le taux de mortalité observé a été corrigé lorsque sa valeur était comprise 

entre 5 et 20%. La formule d'ABBOTT [264] a été proposée pour corriger les 

données de bio-essais selon la réponse des témoins. Pour cela, nous avons 

appliqué cette formule afin d’obtenir un pourcentage de mortalité corrigé selon 

celui des témoins. La formule d'ABBOTT [264] est la suivante : 

% de mortalité corrigée =	%	87-3/293é	7,4.-:é.>	%	87-3/293é	0.4	3é879+4?@@>%	87-3/293é	0.4	3é879+4 ;	100 
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2.4. Etude de décomposition des cadavres animaux dans un milieu ouvert sous 

conditions particulières 

2.4.1. Lieu et objectifs de l’étude 

Ce travail a été réalisé dans la station expérimentale de la Faculté des 

Sciences de la Nature et de la Vie (SNV) de l’Université de Blida 1 entre avril et 

mai 2016.  

Les objectifs visés dans cette partie sont :   

- examiner la vitesse de décomposition et la faune cadavérique d’un groupe 

des cadavres des lapins emballés dans des sacs plastiques transparentes, 

un autre groupe qui a subit un traitement ante-mortem des doses connues 

d’alcool et un groupe des témoins (non manipulés) ;  

- enregistrer les insectes impliqués dans la colonisation primaire et les 

arthropodes présents à des différents stades de décomposition ;  

- comparer l'abondance et l'occurrence des arthropodes entre les groupes 

des cadavres ; 

- analyser l’alcool présent dans les larves prélevées des cadavres traités et 

les comparer avec les larves des témoins.  

 

2.4.2. Description du site de l’étude 

Le site de l'étude était un champ ouvert situé dans un habitat semi-urbain 

composé d’un sol sec et de graminées diverses. Les coordonnées du site sont 

36°30'16.994" N, 2°52'21,629" E et l'altitude moyenne est de 188 m au dessus du 

niveau de la mer (figure 2.11).  

Selon l’Office Nationale de la Météorologie, le climat de la région est 

subméditerranéen, la température moyenne annuelle est d'environ 17,6°C et les 

précipitations annuelles sont de 415 mm, avec une saison estivale sèche. 
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26Figure 2.11 : Localisation géographique du site de l’étude (Google Earth). 

 

2.4.3. Période de l'étude 

L'étude a été menée au printemps (entre avril et mai 2016) afin d'éviter les 

facteurs météorologiques qui pourraient affecter la colonisation des cadavres. 

Cette période est généralement chaude et favorable à l'activité des insectes. 

 

2.4.4. Matériel et méthodes  

2.4.4.1. Matériel  

Pour réaliser nos différentes expérimentations, nous avons utilisé un 

matériel de terrain et un autre de laboratoire (Appendice B). 

Le Matériel biologique était constitué de 18 lapins mâles adultes d’Oryctolagus 

cuniculus (Linnæus, 1758). 

 

2.4.4.2. Méthodes de travail 

Une simulation de deux cas de décès a été faite le 21/04/2016 en utilisant 

des lapins (Oryctolagus cuniculus L.). Ces animaux ont été choisis car ils sont 

assez grands pour mener à bien notre travail et pour attirer un cortège 

considérable d’insectes. Douze cadavres de lapins domestiques vivants pesant 
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2,5±0,42 kg ont été utilisées au cours de cette étude. Les animaux ont été 

euthanasiés à l’aide d’une méthode de commotion cérébrale. Cela a impliqué de 

frapper l’arrière de la tête qui a causé directement une perte de conscience 

instantanée. Par choc physique au cerveau, la mort est survenue immédiatement. 

Si elle est effectuée correctement, cette méthode est considérée plus humaine 

que les méthodes chimiques [265][266].  

Les cadavres ont été placés après quinze à trente minutes. Six individus 

ont été mis dans des sacs plastiques transparents afin d'observer la 

décomposition sans interférer avec l'expérience. Les sacs n'étaient pas bien 

fermés car, dans la plupart des cas, on ne les trouve pas fermés. Un autre groupe 

est composé également de six individus qui ont subis une ingestion ante-mortem 

des doses connues de l’éthanol. Un troisième groupe de six lapins a servi de 

témoin. 

 

2.4.4.2.1. Ingestion de l’alcool aux lapins 

Cette expérimentation consiste à administrer à six lapins des doses de 

l’éthanol par vois orale (tableau 2.2). Un volume déterminé d’une boisson 

alcoolisée (vodka à 40°) a été administré par gavage à l’aide d’une sonde pour 

obtenir un  taux d’alcoolémie qui dépasse les limites légales autorisées (0,2 g/L en 

Algérie, 0,5 g/L en Europe et 0,8 à 1 g/L aux Etats Unis) (figure 2.12). Après 30 

minutes, une prise de sang a été réalisée par un docteur vétérinaire qualifié (figure 

2.13). Le prélèvement de sang a été effectué a partir des veines marginales des 

oreilles de chaque lapin afin de mesurer le taux de l’alcool. Après la prise de sang, 

les individus ont été sacrifiés.  

 

8Tableau 2.2 : Les poids des lapins et les doses d’alcool ingérées. 

Lapin Le poids (kg) Volume administré (mL) 

1 1,495  1,13  

2 1,592 1,15  

3 1,868  1,80  
4 1,811 1,79  

5 1,581  1,16  

6 1,673 0,18 
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27Figure 2.12 : Gavage de l’alcool aux 

lapins (photo originale). 

 

28Figure 2.13 : Prélèvement du sang 

(photo originale). 

 

2.4.4.2.2. Principe de l’expérience 

Le principe de l’expérience consiste à déposer les cadavres sur le sol 

séparés d’une distance de minimum 50 m et protégé par des cages métalliques 

(150x70x60 cm) dont les mailles laissent passer les insectes. Cela a empêché la 

perturbation par des animaux vertébrés, mais a permis la colonisation des 

arthropodes. Un piège de Shannon modifié a été utilisé pour capturer les insectes 

volants. Ce piège a été déposé sur chaque cadavre à l’intérieur de chaque cage 

(Figure 2.14). Des pots Barber ont été placés autour de chaque cadavre pour 

collecter les insectes rampants. 

 

 

29Figure 2.14 : Emplacement du cadavre dans le piège protégé par une cage 

métallique (photo originale). 
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2.4.4.2.3. Pièges utilisés 

§ Piège de Shannon modifié 

Le piège consistait en un cadre métallique de 60x30x20 cm recouvert d'un 

tulle et entouré de plusieurs trous coniques. Un maillage de 1,2x1,2 mm était 

suffisamment grand pour permettre la circulation de l'air et l'insolation. Au toit du 

piège, un trou circulaire a été effectué pour placer et tenir une chambre de 

collecte. Celle-ci est composée d'une bouteille en plastique translucide de 2 L de 

contenance coupée en deux moitiés dont la partie supérieure est inversée à 

l'intérieur de la partie inférieure (figure 2.15). Par conséquent, les insectes qui 

volaient vers le haut se dirigeaient vers la chambre où ils étaient pris au piège. 

  

§ Piège Barber   

Un nombre de quatre pots Barber d’un diamètre de 10 cm et d’une hauteur 

de 15 cm ont été placés autour de chaque cage. Ces pièges ont été remplis d’eau 

et d’un détergent (figure 2.16). 

 

 

30Figure 2.15 : Piège de Shannon 

modifié (photo originale). 

 

31Figure 2.16 : Piège Barber (photo 

originale). 

 

2.4.4.2.4. Observations et prélèvement des échantillons entomologiques  

L'inspection des cadavres a été faite quotidiennement à la même heure 

de la journée entre 8h et 17h par au moins deux observateurs jusqu'à la fin du 

processus de décomposition. L'examen de chaque cadavre a duré environ 10 

minutes. L'état des cadavres a été photographié et noté. Des directives 
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standardisées de collecte des insectes ont été suivies [1][23]. Les échantillons 

ont été collectés en retirant la chambre de collecte du piège. De plus, les stades 

immatures et les arthropodes rampants ont été collectés manuellement autour 

et au-dessous des cadavres et à partir des pièges Barber. Les spécimens 

recueillis ont été immédiatement tués à l’aide des vapeurs d'acétate d'éthyle 

(C4H8O2) et placés dans de l’alcool à 70°.  

Les larves ont été prélevées délicatement à l’aide d’une pince et 

réparties en deux groupes ; un groupe destiné à l’analyse toxicologique et 

l’autre à l’élevage. Les sujets destinés pour l’élevage doivent être maintenues 

vivantes à sec (flacon à couvercle percé). Les larves utilisées pour les analyses 

toxicologiques ont été tuées avec de l’eau chaude (80-85°C) et conservées 

dans des tubes fermés hermétiquement à -20°C jusqu’à l’analyse. 

Le sol autour et au-dessous de chaque cadavre a été échantillonné pour 

récupérer le matériel entomologique. La température autour des cadavres a été 

enregistrée plusieurs fois par jour à l'aide d'un enregistreur de données (Testo® 

modèle 174T). 

 

2.4.4.2.5. Elevage des larves 

La même méthode d’élevage des larves décrite précédemment (dans 

la deuxième partie) a été utilisée pour obtenir des adultes à partir des 

échantillons des larves maintenues vivantes. 

 

2.4.4.2.6. Identification des insectes 

Chaque spécimen a été identifié morphologiquement par au moins trois 

spécialistes à l'aide des stéréomicroscopes Carl Zeiss® Stemi 2000-C et 

Leica® EZ4 HD couplés à des appareils photo numériques. L’identification 

morphologique a été faite en utilisant des clés dichotomiques 

[6][40][53][88][94][267]–[271] et des collections de référence.  

La confirmation de l’identification morphologique des espèces de 

Diptères d’importance médico-légale a été réalisée soit par une identification 

moléculaire (familles des Calliphoridae, Sarcophagidae et Piophilidae) ou par 

un taxonomiste spécialiste des familles des Fanniidae et Muscidae (Professeur 

Adrian Pont, Université d’Oxford, Angleterre). 
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2.4.5. Analyse des données 

La Richesse spécifique S et l’abondance relative (AR%) ont été 

calculées. L'abondance et la richesse de chaque stade de décomposition ont 

été également calculées. 

Le test de la somme des rangs de Wilcoxon (appelé également test 

Mann-Whitney) avec correction de la continuité a été utilisé pour tester les 

différences dans le taux de décomposition entre les groupes des cadavres et 

pour évaluer l'effet de l'emballage ou de l’éthanol sur l'abondance des espèces. 

Le test du khi carré de Pearson a été réalisé pour tester la différence dans la 

composition des espèces capturées entre les groupes des cadavres. Ces tests 

ont été réalisés au niveau de risque de 5% en utilisant le logiciel statistique 

SPSS 16.0. 

 

2.4.6. Analyse toxicologique 

L’analyse de l’éthanol a été réalisée au Laboratoire d’Alcool du 

Département de Toxicologie de l’INCC/GN par HS-GC-FID : chromatographie 

en phase gazeuse (GC) couplée à l’extraction en espace de tête (Head Space) 

avec une détection à ionisation de flamme (FID). Le dosage des composés par 

analyse quantitative a été mis en œuvre avec la technique d’étalonnage interne. 

Pour ce faire, une quantité connue d’un étalon interne EI (solution d’acétonitrile 

1000 µg.mL-1) a été ajoutée à l’échantillon au début du protocole analytique. La 

procédure analytique développée consiste en extraction de l’éthanol de 

l’échantillon analysé et son enrichissement dans le flacon de l’espace de tête 

contenant l’échantillon. Ensuite, l’extrait est injecté automatiquement dans la 

colonne au moyen d’une ligne de transfert afin d’être analysé par HSGC-FID. 

Le dosage de l’alcool dans le sang a été réalisé en ajoutant 100 µL de 

l’étalon interne à 100 µL du sang. Pour déterminer les concentrations d’éthanol 

dans les larves, deux grammes de larves de chaque cadavre y compris les 

témoins ont été pesés rapidement et placés dans des viols où elles étaient 

broyées avec 6 mL d’eau distillée pour former une solution aqueuse. Ensuite, 5 

mL de l’étalon interne a été ajouté aux échantillons des larves. 
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2.5. Entomogénétique 

2.5.1. Lieu et objectifs de l’étude 

Cette partie a été réalisée au Laboratoire de Biologie 

Forensique/Entomologie Forensique de l’Institut des Sciences Forensique 

d’Université d’Ankara (Turquie) entre juin 2017 et mai 2018.  L’objectif de cette 

étude était de : 

- Séquencer l’ADN des espèces de Diptères d’importance médico-légale 

collectées en Algérie durant nos expériences afin de confirmer leur 

identification morphologique et identifier les espèces non déterminées. 

 

2.5.2. Matériel et méthodes  

2.5.2.1. Matériel  

- Matériel non biologique : Voir l’Appendice B. 
- Matériel biologique : 

Des mouches prélevées et conservées dans de l’alcool à 70° lors de nos 

études de décomposition ont été utilisées. Un nombre de 65 spécimens 

appartenant aux familles suivantes : Calliphoridae, Sarcophagidae et 

Piophilidae ont été sélectionnées. Le choix de ces familles a été basé sur leur 

importance médico-légale vu leur colonisation et développement sur les 

cadavres humains [1]. 

 

2.5.2.2. Méthodes du travail 

Les étapes utilisées pour réaliser notre étude sont résumées sur la figure 2. 
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32Figure 2.17 : Les différentes étapes utilisées pour l’identification moléculaire 

des mouches (photos originales). 
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2.5.2.2.1. Extraction de l’ADN 

L'ADN a été extrait de deux pattes des Calliphoridae. Pour les grands 

spécimens des Sarcophagidae une seule patte a été utilisée. Pour les petits 

spécimens (Piophilidae), l'individu entier a été utilisé. Le reste du spécimen a 

été conservé pour un réexamen morphologique, si nécessaire. 

Les échantillons conservés dans l'éthanol ont été rincés avec de l’eau 

déionisée, en laissant reposer 10 minutes. Après avoir terminé le rinçage, l'eau 

a été retirée. Chaque spécimen a été stérilisé par la suite avec de l’éthanol à 

70°, puis laissé sécher à l'air sur un papier filtre pour éliminer l'éthanol. 

Les échantillons ont été homogénéisés manuellement en utilisant des 

pilons en plastique jetables dans un tube Ependorff de 1,5 mL avec l’azote 

liquide pour éliminer l'excès de l'éthanol et libérer le tissu de l'exosquelette. 

Après le broyage, l'ADN a été extrait à l'aide du kit DNeasy® Blood and Tissue 

(Qiagen, Allemagne), en suivant le protocole du fabricant, avec une incubation 

d’une nuit. 

Pour augmenter la concentration finale de l'ADN, une élution avec 50 μL 

(au lieu de 200 μL) a été réalisée. Pour un rendement maximum d'ADN, deux 

élutions indépendantes ont été réalisées. Les échantillons de l’ADN ont été 

conservés à +4°C jusqu'à la PCR.  

 

2.5.2.2.2. Quantification et analyse des échantillons de l’ADN extraits 

Afin de pouvoir optimiser la PCR, la pureté de l’ADN extrait et sa 

concentration ont été mesurées par un spectrophotomètre NanoDrop® ND-

1000A. Cet appareil permet la réalisation d’un spectre de fluorescence UV entre 

220 et 350 nm en utilisant une quantité très faible d’échantillon (1 à 2 μL). 

L’analyse du résultat permet d’apprécier la contamination de l’échantillon due à 

des problèmes d’extraction (contamination par des protéines, des sels, de 

l’ADN ou du phénol) ainsi que la concentration de l’ADN. Les ratios 260/280 et 

260/230 permettent d’évaluer la qualité des échantillons [272]. 
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2.5.2.2.3. Amplification par PCR 

• Les amorces oligonucléotidiques 

La région codante pour la COI d’une longueur de 473 pb a été amplifiée 

en utilisant la paire d'amorces décrites par SIMON et al. [273] (tableau 2.3). 

Ces amorces ont été synthétisées par l’entreprise Sentegen Biotech (Ankara, 

Turquie). Le choix de ces amorces était basée sur le fait qu’elles soient 

universelles utilisées avec succès pour le séquençage des insectes. 

 

9Tableau 2.3 : Amorces choisies pour l’amplification de la région du gène de la 

COI. 

 

• Mise en place d'un mélange réactionnel 

La composition du mélange réactionnel de la PCR de 20 μL avec la 

concentration et le volume de chaque composant est détaillée dans le tableau 

2.4. Afin de déceler une éventuelle contamination, un témoin négatif a été 

ajouté dans chaque réaction PCR.  

 

10Tableau 2.4 : Composition du mélange réactionnel de la PCR. 

 

• Programme de la PCR 

Les cycles des températures de la PCR ont été réalisés dans un 

thermocycleur ProFlex™ 3x32-well PCR System (ThermoFisher, USA). Le 

programme consistait en une étape de dénaturation initiale à 95°C pendant 5 

minutes, suivie de 35 cycles de 95°C pendant 35 secondes, 54°C pendant 35 

secondes et 72°C pendant 40 secondes. Le dernier cycle a été suivi de 5 

Code Type Site Séquence de l’amorce 
oligonuclotidique 5’3’ 

Référence 

C1-J-1718 Sens COI GGAGGATTTGGAAATTGATTAGTTCC [273] 
C1-N-2191 Anti-sens COI CCCGGTAAAATTAAAATATAAACTTC [273] 

 Concentration Volume (μL) 
Tampon Taq de reaction 10X AmpOne® (GeneAll, Corée) 1X 3 
dNTPs (GeneAll, Corée) 2,5 μM 2  
amorce sens 10 μM 1 
amorce antisens 10 μM 1 
Taq polymérase AmpOne® (GeneAll, Corée) 2.5 U 0,5  
Matrice d'ADN - 5 
Eau de qualité PCR - 7,5  
Total 1X 20 
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minutes à 72°C pour compléter tous les brins partiellement synthétisés. A la fin 

de la réaction, la température du bloc s’abaisse et se stabilise à 4°C pour 

refroidir les échantillons qui sont maintenus à cette température. 

• Electrophorèse sur gel d’agarose 

- Préparation du gel d'agarose : Le gel d'agarose permet de suivre la migration 

des fragments d'ADN en fonction de leur taille et en milieu non dénaturant. Pour 

préparer un gel d’agarose à 1%, le tampon TBE (Tris Borate EDTA) a été 

mélangé avec l’agarose à raison de 0,6 g d'agarose (NZYTech, Portugal) pour 

60 mL de tampon TBE 1X (NZYTech, Portugal). L'ensemble a été fondu au four 

micro-ondes et refroidi partiellement jusqu'à environ 60°C. Une quantité de 1 μL 

GelRed® (Biotium, USA) a été ajouté au mélange afin de colorer le gel. Ce 

dernier a été versé dans le bac de coulée du gel où deux peignes à 16 dents 

ont été préalablement placés pour créer les puits de migration. Après 

solidification complète du gel, les peignes ont été enlevés et ce dernier est ainsi 

prêt pour l'électrophorèse. 

- Dépôt des amplifiâts : Le gel ainsi solidifié a été placé à l'intérieur d'une cuve 

d'électrophorèse et recouvert de tampon TBE 1X. Dans chaque puits, 5 μL du 

produit de la PCR (amplifiâts), préalablement mélangés avec 2 μL de colorant 

de charge d'ADN 6X (ThermoFisher Scientific™, USA), a été déposé. 

Parallèlement, 3 μL d'un marqueur de poids moléculaire 1Kb, de 100 pb à 

12000 bp (Invitrogen 1 Kb plus DNA ladder) (ThermoFisher Scientific™, USA) a 

été déposé sur le gel pour vérifier la taille attendue de l’ADN amplifié. Enfin, 

l'allumage de l'appareil d'électrophorèse (Life Technologies, USA) a permis de 

mettre en migration pendant 30 minutes et à 100 V, les amplifiâts déposés sur 

le gel. 

- Migration de l'ADN et visualisation des bandes : Après le temps de migration 

fixé, le gel a été retiré de la cuve d'électrophorèse, puis déposé sur un appareil 

de lumière ultraviolette (Transilluminateur Alpha Innotech ou UVIblue) pour la 

visualisation. Après cette visualisation et la prise d'images, les amplifiâts dont la 

bande n’était pas claire ou absente ont été refaits en optimisant les conditions 

de la PCR. Une quantité de la matrice d’ADN de 7 μL au lieu de 5 μL a été 

utilisé.   
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2.5.2.2.4. Séquençage de l’ADN 

- Purification de l’ADN : La purification de l’ADN amplifié a été réalisée à partir 

des bandes du gel coupés en utilisant le Kit de purification GeneAll Gel SV 

(GeneAll, Corée) ou à partir des produits de la PCR qui ont été purifiés avec le 

kit de purification AMPure XP (Beckman Coulter, USA), selon les instructions 

du fabricant. L’ADN purifié  a été conservé à +4°C. 

- Séquençage par la méthode de Sanger : Cette méthode fait intervenir une 

étape de dénaturation des deux brins, une hybridation avec une amorce 

marquée radioactivement et une élongation par une ADN polymérase en 

présence de didésoxyribonucléosides triphosphate (ddNTP) [274]. Des 

séquenceurs automatiques de l'ADN existent sur le marché. Ils sont capables 

d'effectuer l'électrophorèse et de déterminer directement la séquence 

nucléotidique par une lecture d'un ou de plusieurs fluorochromes. 

- Réaction PCR : L'ADN de chaque échantillon a été séquencé en utilisant les 

mêmes amorces utilisées dans l'amplification. Les réactions de séquençage 

ont été réalisées sur des produits de PCR purifiés avec le kit de séquençage 

BigDye® Terminator v3.1 (ThermoFisher Science™, USA), en utilisant un 

thermocycleur Bio-RAD T100. Les composants réactionnels avec leurs 

concentrations et volumes sont présentés sur le tableau 2.5. 

	
11Tableau 2.5 : Composition du mélange réactionnel de la PCR destinée au 

séquençage.  

 
- Programme du thermocycleur : Les conditions des réactions de séquençage 

consistent en une étape de dénaturation initiale à 96°C pendant 1 minute, 

suivie de 25 cycles de 10 secondes à 96°C, 25 secondes à 50°C et 4 minutes 

à 60°C.  

- Purification des produits de la PCR : Le kit de purification de séquençage 

d'ADN Clean-up KitTM (Zymo Research Corp.) a été utilisé selon les 

Composant Concentration Volume (μL) 
BigDye® Terminator v3.1 Ready Reaction Mix 2,5X 0,5 
Tampon de séquençage BigDye  5X 2 
Eau déionisée exempte de nucléase - 10 
Amorce  3,2  pmol 0,5 
Matrice d’ADN - 2 
Total 1X 15 
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instructions du fabricant pour purifier le produit de la PCR destiné au 

séquençage.  

- Séquençage de l’ADN des produits purifiés : Les produits purifiés ont ensuite 

été analysés en utilisant un séquenceur automatique ABI 3130 (Applied 

Biosystem, USA). 

 

2.5.3. Analyse bioinformatique des séquences 

La forme FASTA des séquences obtenues et leurs chromatogrammes 

ont été visualisés à l’aide du logiciel SnapGene 4.1.  

Afin de confirmer l'identification des espèces et identifier les espèces non 

déterminées, les séquences obtenues ont été comparées aux séquences de 

référence déposées dans la base de données en ligne GenBank à l’aide de 

l’outil nBLAST.   

L'histoire évolutif a été déduit en utilisant la méthode Neighbor-Joining 

[275]. Les séquences des mouches Algériennes ont été comparées de manière 

interspécifique et intra-spécifique à des séquences conspécifiques provenant 

d'autres pays construisant un arbre phylogénétique.  

Les analyses évolutives ont été menées à l’aide du logiciel MEGA7 

[276]. Les alignements ont été préparés avec MUSCLE  [277] en utilisant les 

paramètres par défaut. Les distances évolutives ont été calculées en utilisant la 

méthode de Kimura à 2 paramètres [278] et sont exprimées en unités du 

nombre de substitutions de bases par site. 
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CHAPITRE 3 

RESULTATS 

3.1. Distribution de Lucilia sericata, Calliphora vicina et Chrysomya albiceps en 

Algérie 

3.1.1. Occurrence spatio-temporelle  

Les données de l’occurrence selon la date de collecte, l'emplacement, 

les coordonnées géographiques, l'altitude, les températures minimales et 

maximales, le type d'habitat, le type du cadavre et la zone bioclimatique sont 

présentées dans les tableaux 1, 2 et 3 de l'Appendice C.  

L. sericata a été identifiée à partir de 25 localités (figure 3.1). Nos 

résultats montrent que L. sericata se rencontre à des températures 

intermédiaires à élevées. Cette espèce est largement répandue dans toute 

l'Algérie dans les zones bioclimatiques humides, subhumides, semi-arides et 

sahariennes. 

Calliphora vicina a été enregistrée dans 25 endroits (figure 3.1). Nous 

remarquons que cette espèce préfère les températures intermédiaires à froides. 

D'après nos données, C. vicina est présent dans les zones bioclimatiques 

humides, subhumides, semi-arides et sahariennes.  

Quant à Chrysomya albiceps, nos résultats montrent qu'elle est présente 

dans 21 sites (figure 3.1). Nous remarquons qu'elle préfère les températures 

intermédiaires à chaudes. Elle a été enregistrée dans les régions climatiques 

humides, subhumides et semi-arides.  
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33Figure 3.1 : Occurrence de Lucilia sericata, Calliphora vicina et Chrysomya 

albiceps en Algérie entre 2010 et 2016 selon des données de présence 

seulement. 



 

 
	
	

116	

 

3.1.2. Occurrence selon le type de l’habitat 

La plupart de nos emplacements signalés avaient des gradients faibles 

et moyens sauf la zone montagneuse de Tikjda dont l'altitude est de 1561 m où 

L. sericata a été identifiée. Nos résultats montrent que L. sericata, C. vicina et 

Ch. albiceps étaient présentes dans des types d’habitats variés (tableau 1, 

Appendice C).  

 

3.1.3. Distribution  saisonnière de L. sericata et C. vicina dans deux habitats 

différents 

Les résultats d'abondance saisonnière de L. sericata et C. vicina dans 

une zone urbaine et une autre forestière sont présentés dans les tableaux 3.1 

et 3.2. Les résultats du test U de Mann-Whitney ne montrent pas de différence 

significative à un niveau de risque de 5% entre le nombre de L. sericata 

(U=299,348, p=0.435) et C. vicina (U=259,957, p=1.000) piégées dans ces 

deux habitas. Les résultats de l'analyse de la correspondance révèlent que L. 

sericata avait une préférence pour le printemps, suivie de l'automne et l'été, 

tandis que C. vicina préfère l'hiver (figure 3.2). 

 

12Tableau 3.1 : Abondance de Lucilia sericata et Calliphora vicina à Blida (site 

urbain) sur des pièges à appâts entre  juin 2015 et mai 2016. 

 

Date L. 

sericata 

C. 

vicina 

Températures mensuelles 
maximales moyennes 

(ºC) 

Températures 
mensuelles minimales 

moyennes (ºC) 
Juin 2015 75 0 36 25 

Juillet 2015 65 0 35 28 

Août 2015 59 0 31 26 

Septembre 2015 62 0 31 24 

Octobre 2015 54 14 26 19 

Novembre 2015 41 11 27 18 

Décembre 2015 23 16 23 15 

Janvier 2016 19 11 23 12 

Février 2016 46 0 26 13 

Mars 2016 29 0 20 10 

Avril 2016 31 0 22 12 

Mai 2016 22 12 22 14 
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13Tableau 3.2 : Abondance de Lucilia sericata et Calliphora vicina à Bouchaoui 

(site forestier) sur des pièges à appâts entre juin 2015 et mai 2016. 

 
 

 
(A) Site urbain 

 

 
(B) Site forestier 

34Figure 3.2 : Analyse de la correspondance de L. sericata et C. vicina et les  

saisons du site urbain et forestier. 
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Date L. 

sericata 

C. 

vicina 

Températures mensuelles 
maximales moyennes (ºC) 

Températures mensuelles 
minimales moyennes (ºC) 

Juin 2015 88 0 30 24 

Juillet 2015 71 0 35 28 

Août 2015 55 0 35 27 

Septembre 2015 52 0 34 23 

Octobre 2015 41 0 25 18 

Novembre 2015 19 11 24 13 

Décembre 2015 22 16 24 8 

Janvier 2016 20 11 22 10 

Février 2016 18 0 22 7 

Mars 2016 33 0 15 4 

Avril 2016 18 15 20 9 

Mai 2016 45 11 26 14 
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Les figures 3.3 et 3.4 montrent les effectifs mensuels de L. sericata et de 

C. vicina piégés et les températures moyennes mensuelles enregistrées des 

sites urbains et forestiers. Nous remarquons que L. sericata était distribuée tout 

au long de l'année avec une abondance plus remarquable durant les mois d’été 

alors que C. vicina était présente d’une façon générale durant les mois tièdes et 

les mois froids (Figures 3.3 et 3.4). 

 

35Figure 3.3 : Evolution  mensuel des effectifs (histogramme)  de L. sericata et 

C. vicina piégés à Blida (site urbain) en fonction des températures moyennes 

mensuelles  (courbe) entre mai 2015 et juin 2016. 
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36Figure 3.4 : Evolution  mensuel des effectifs (histogramme) de L. sericata et 

C. vicina piégés à Bouchaoui (site forestier) en fonction des températures 

moyennes mensuelles (courbe)  entre mai 2015 et juin 2016. 

 
3.2. Etude du cycle de développement des principales mouches d’intérêt 

médico-légale 

3.2.1. Suivie du cycle de développement de Lucilia sericata en conditions 

contrôlées  

3.2.1.1. Estimation de la fécondité des populations de Lucilia sericata capturées 

Une estimation de la fécondité des femelles de L. sericata a été réalisée 

à 22°C (température ambiante) par le dénombrement et la pesé d’œufs de 

chaque amas pondu. Les résultats sont confinés dans le tableau 3.3. 

 

14Tableau 3.3 : Évaluation des poids et dénombrement des œufs pondus. 
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1 38 243 
2 33 219 
3 35 233 
4 39 258 
5 37 241 
6 35 222 

Moyenne 36,16±2 236±14 
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Après l’accouplement, les femelles de L. sericata nous ont  donné des 

amas d’œufs dont le poids varie entre 33 et 39 mg avec un nombre d’œufs 

oscillant entre 219 et 258 œufs. D’après ces résultats, nous constatons que le 

nombre d’œufs pendus est proportionnel à la taille des amas d’œufs ; plus le 

poids est grand plus le nombre d’œufs est élevé.  

 

3.2.1.2. Estimation de la durée du cycle de développement de Lucilia sericata 

Un nombre de 100 œufs de Lucilia sericata a été placé dans trois boites 

différentes constituant les répétitions.  Les résultats du suivi des élevages des 

œufs de Lucilia sericata à 24°C sont montrés dans les tableaux 3.4 et 3.5. 

	
15Tableau 3.4 : Résultats d’élevage de Lucilia sericata à 24°C, 70% humidité 

relative et 12h : 12h de photopériodicité. 
 

 
 
 

 
 

16Tableau 3.5 : Résultats d’élevage de Lucilia sericata à 27°C, 70% humidité 
relative et 12h : 12h de photopériodicité. 
 

 
 
 
 
 

 

À 24°C, les émergences ont débuté le 16ème jour donnant 7 adultes. Le 

maximum d’émergence a été  obtenu le 17ème jour avec 230 individus. Le 

18ème jour, seulement deux adultes ont émergé, soit un total de 254 individus 

sur 300 œufs prélevés, ce qui représente un taux d’émergence de 84,67% sur 

l’ensemble. À 27°C, les émergences ont débuté précocement, le 12ème jour 

avec 240 adultes et le 13ème jour avec 10 individus. Au total, nous observons 

l’émergence de 250 individus sur 300 œufs incubés, ce qui représente un taux 

d’émergence de 83,33% de Lucilia sericata. 

 

Boite Œuf Adulte Total  
Jour 1 Jour 16 Jour 17 Jour 18 

1 100  3  74   5  82 
2 100  2  76   6  84 
3 100  2   80   6  88 

Total 300  7  230  2  254 

Boite 
Œuf Adulte 

Total  Jour 1 Jour 12 Jour 13 
1 100  80  5  85 
2 100  82  2  84 
3 100  78  3  81 

Total 300   240  10   250 
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3.2.1.3. Estimation des températures moyennes journalières (ADD) de Lucilia 

sericata  

Les feuilles de calcul des sommes des températures cumulées de l’œuf 

à l’émergence des adultes de Lucilia sericata par la méthode ADD sont 

représentées en détail dans le tableau 4 de l’Appendice D. Les résultats des 

températures accumulées par L. sericata à 24 et 27°C ainsi que le pourcentage 

d’émergence des individus et leur sexe ratio sont montrés dans le tableau 3.6. 

À 24°C, L. sericata a accumulé des sommes d’ADD moyennes de 210±15°C 

avec un seuil de développement de 9°C.  À 27°C, 207±12,73°C ont été 

accumulée par L. sericata pour achever son cycle de développement en 

retenant un seuil minimal de développement de 9°C.  À partir des élevages de 

L. sericata à 24 et 27°C, il ressort que dans la première expérience il y a eu 

84,67% d’émergences avec un sexe ratio de 0,97 avec une tendance à être 

biaisé en faveur des femelles. Cependant dans la deuxième expérience, il y a 

eu 83,33% d’émergences des imagos dont le sexe ratio était 2,88 en faveur des 

mâles. 

 

17Tableau 3.6 : Résultats de l’élevage de L. sericata élevée à des températures 

constantes. 

 
 
 
 
 

3.2.2. Suivie du cycle de développement de Calliphora vicina en conditions 

contrôlées  

3.2.2.1. Estimation de la fécondité des populations de Calliphora vicina 

capturées   

Une estimation de la fécondité des femelles de Calliphora vicina a été 

réalisée par le dénombrement et la pesé des œufs de chaque amas d’œufs 

pondus. Les résultats sont montrés dans le tableau 3.7. 

 

 

 

Température (°C) Œuf-adulte (°C) Pourcentage 
d’émergence (%) 

Sexe 
ratio 

24 210±15 84,67 0,97 
27 207±12,73 83,33 2,88 
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18Tableau 3.7 : Évaluation des poids et dénombrement des œufs de Calliphora 

vicina pondus à 22°C (Température ambiante). 

 
 
 
 
 
 
 

 
Les femelles de C. vicina  ont  pondu des amas d’œufs dont le poids 

varie entre 35  et 42 mg avec un nombre d’œufs oscillant entre 204 et 311 

œufs. Ces résultats nous indiquent que le nombre des œufs pondus est 

proportionnel à la taille des amas d’œufs. Plus le poids est grand, plus le 

nombre d’œufs est élevé.  

 

3.2.2.2. Évaluation de la durée du cycle de développement de Calliphora vicina  

Les résultats du suivi des élevages des œufs de Calliphora vicina à 24 et 

27°C sont confinés dans les tableaux 3.8 et 3.9. 

 

 

19Tableau 3.8 : Résultats d’élevage de Calliphora vicina à 24°C, 70% humidité 

relative et 12h : 12h de photopériodicité. 

 
 

20Tableau 3.9 : Résultats d’élevage de Calliphora vicina à 27 °C, 70 % humidité 

relative et 12h :12h de photopériodicité. 

 

Numéro de ponte mesures pondérales (mg) nombre d’œufs 
1 35 204 

2 40 291 
3 36 220 
4 38 260 
5 42 311 
6 39 276 

Moyenne 38,33±2,58 260±40,87 

Boite 
Œuf Adulte Total Jour 1 Jour 17 Jour 18 Jour 19 

1 100 4 58 3 65 
2 100 4 69 2 75 
3 100 5 58 1 64 

Total 300 13 185 6 204 

Boite 
Œuf  Stade adulte 

Total 
Jour 1 Jour 15 Jour 16 Jour 17 

1 100 0 69 1 70 

2 100 1 63 0 65 
3 100 0 64 1 65 

Total 300 1 197 2 200 
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Un nombre de 100 œufs de Calliphora vicina ont été placés dans trois 

boites différentes constituant les répétitions. À 24°C, les émergences ont 

commencé le 17ème jour avec 13 adultes. Le maximum d’émergence a été 

obtenu le 18ème jour avec 185 individus. Le 19ème jour, seulement 6 adultes 

ont été obtenus, soit un total de 204 individus sur 300 œufs prélevés, ce qui 

représente un taux d’émergence de 68%. À 27°C, les émergences ont eu lieu le 

15ème jour avec un adulte, le 16ème jour avec 197 adultes et le 17ème jour 

avec 2 émergences imaginales. Au total, nous avons enregistré une émergence 

de 200 individus des 300 œufs incubés. Cela représente un taux d’émergence 

de 66,66 % sur l’ensemble de l’élevage  de Calliphora vicina. 

 

3.2.2.3. Estimation des températures moyennes journalières (ADD) de 

Calliphora vicina  

Les feuilles de calcul des sommes des températures cumulées de l’œuf 

à l’émergence des adultes de Calliphora vicina par la méthode ADD sont 

représentées en détail dans le tableau 4 de l’Appendice C. Les résultats des 

températures accumulées par C. vicina à 24 et 27°C ainsi que le pourcentage 

d’émergence des individus et leur sexe ratio sont montrés dans le tableau 3.10. 

À 24°C, C. vicina a accumulé des sommes d’ADD moyennes de 374±22 et 

391±23°C en calculant ces sommes avec les seuils minimaux de 2 et 1°C 

respectivement. À 27°C, 375±25°C avec le seuil minimal de 2°C et 390±26°C 

avec le seuil minimal 1°C ont été accumulées par C. vicina pour achever son 

cycle de développement. À partir des élevages de C. vicina à 24 et 27°C, il 

ressort que dans la première il y a eu 68% d’émergences avec un sexe ratio de 

0,9 biaisé en faveur des femelles. Cependant dans la deuxième expérience, il y 

a eu 66,66% d’émergences des imagos dont le sexe ratio était 0,94, biaisé en 

faveur des femelles. 
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21Tableau 3.10 : Températures accumulées par C. vicina élevée à des 

températures constantes.  

 
 
 

 
	
	
3.3. Étude in vitro du pouvoir antimicrobien des larves de Lucilia sericata 

3.3.1. Résultats de la stérilisation 

3.3.1.1. Stérilisation des œufs   

- Après 24 heures : 

Un total de 730 œufs ont été traités soit avec l’hypochlorite du sodium  (HS)  ou 

l’hexamidine transcutanée (HEX) ou la polyvidone iodée (PI). Un nombre de 

240 œufs a été destiné à chaque produit distribué sur 6 boites de gélose 

nutritive (GN) et 6 boites de gélose au sang (GS). Le tableau 3.11 montre le 

résultats du dénombrement de l’éclosion des œufs sur chaque boite. 

	
22Tableau 3.11 : Nombre des œufs éclos sur chaque milieu après 24 heures de 

leur stérilisation. 

 
Apres 24 heures d’incubation, aucune croissance bactérienne n’a été 

observée sur toutes les boites. Nous remarquons que le nombre des œufs 

éclos sur la GS est plus élevé que celui obtenus sur la GN (tableau 3.12).  

D’une façon générale, le nombre total le plus élevé des œufs éclos a été noté 

sur les boites comportant les œufs  traités avec l’HS et les témoins représentant 

respectivement 170 et 193 œufs. Le nombre des œufs éclos traités avec l’PI 

était 112 œufs tandis que ceux stérilisés avec l’HEX était 75 œufs. Ainsi, le taux 

de mortalité a été plus bas chez les témoins (19,58). Le taux de mortalité 

Température 
(°C) 

Seuil minimal 
(°C) 

Œuf-adulte 
(°C) 

Pourcentage 
d’émergence 

Sexe 
ratio 

24 
2 374±22 

68,00 0,90 
1 391±23 

27 2 375±25 66,66 0,94 
1 390±26 

Produit PI HEX HS Témoin 
Milieu GS GN GS GN  GS GN GS GN 
Boite 1 12 0 10 4 18 13 17 12 
Boite 2 16 8 10 8 15 12 15 13 
Boite 3 10 10 6 2 17 15 16 11 
Boite 4 13 5 4 3 18 14 14 13 
Boite 5 9 11 7 8 13 12 15 13 
Boite 6 11 7 7 6 12 11 17 11 
Total 71 41 44 31 93 77 107 86 
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corrigé était plus faible chez les traités avec l’HS (11,92%) suivi de ceux 

stérilisés avec l’PI (41,97%) et l’HEX (61,14%) (Tableau 3.12). 

 
23Tableau 3.12 : Taux de mortalité 24 heures après la stérilisation. 

 

- Résultats après 48 heures : 

Le résultat  du comptage des larves  vivantes et mortes après 48 heures est 

montré dans le tableau 3.13. Apres 48 heures d’incubation, 75 sur 112  larves 

ont survivantes sur les boites traité avec la PI, 31 sur 75 larves sur les boites de 

l’HEX, 147 sur 180 larves sur les boites de l’HS et 140 sur 167 sur les boites 

des témoins. 

 

24Tableau 3.13 : Nombre des larves vivantes et mortes 48 heures après la 

stérilisation. 

 

Le taux de mortalité des témoins était 16,17%. Le taux de mortalité 

corrigé chez les individus stérilisés avec l’HEX était le plus élevé donnant 

58,50% suivi de celui des larves traitées avec l’PI (32,76%). En outre,  le taux 

de mortalité corrigé était le plus faible chez les individus stérilisés avec l’HS 

(17,98%) (tableau 3.14). 

 

25Tableau 3.14 : Taux de mortalité 48 heures après la stérilisation. 

  Œufs 
éclos 

Œufs non 
éclos 

Total Taux de 
mortalité  (%) 

Taux de mortalité 
corrigé (%) 

 PI 112 128 240 53,33 41,97 
HEX 75 165 240 68,75 61,14 
HS 170 70 240 29,17 11,92 
Témoin  193 47 240 19,58 - 

Produit PI HEX HS Témoin 
Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes 

Boite 1 6 6 7 7 26 5 24 11 
Boite 2 15 9 10 8 22 5 19 8 
Boite 3 14 6 2 6 25 7 25 5 
Boite 4 14 4 2 5 25 7 25 11 
Boite 5 14 6 5 10 20 5 24 14 
Boite 6 12 6 5 8 29 4 23 6 

 Vivantes Mortes Total Taux de mortalité   (%) Taux de mortalité corrigé  (%) 
PI 75 37 112 33,04 32,76 

HEX 31 44 75 58,67 58,50 
HS 147 33 180 18,33 17,98 

Témoins 140 27 167 16,17 - 
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- Résultats après 72 heures : 

Le résultat du comptage des larves vivantes et mortes après 72 heures est 

montré dans le tableau 3.15. Après 72 heures, 13 sur 57 larves et 13 sur 28 

larves ont était trouvées mortes sur les boites traitées avec la PI et l’HEX 

respectivement. Tandis que les boites de l’HS et les témoins n’ont marqué 

aucune mortalité. Le taux de mortalité après 72 heures est ainsi 22,81% chez 

les individus traitées avec la PI et 46,43% chez les larves stérilisées avec l’HEX 

(tableau 3.16).  

 

26Tableau 3.15 : Nombre des larves vivantes et mortes 72 heures après la 

stérilisation. 

 

 

27Tableau 3.16 : Taux de mortalité 72 heures après la stérilisation. 

 
 
 
 

 

Le tableau 3.17 représente le nombre total des individus survivants et 

des individus morts du début jusqu'à la fin de l’expérience. Ainsi, le taux de 

mortalité total a été calculé en divisant le nombre des individus morts après 72 

heures sur le nombre initial des œufs destiné à chaque traitement. Le taux de 

mortalité corrigé était élevé chez les individus traités avec la PI (77,08%) et 

l’HEX (92,19%). Les boites traitées avec l’HS ont donné un taux de mortalité de 

23,43%. Le taux de mortalité des témoins était 20%. 

 

 

 

Produit PI HEX HS Témoin 
Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes 

Boite 1 4 2 2 5 26 0 24 0 
Boite 2 11 4 3 7 22 0 19 0 
Boite 3 7 7 1 1 25 0 25 0 
Boite 4 8 6 2 0 25 0 25 0 
Boite 5 7 7 3 2 20 0 24 0 
Boite 6 7 5 4 1 29 0 23 0 

 Vivantes Mortes Total Taux de mortalité  (%) 
PI 44 13 57 22,81 

HEX 15 13 28 46,43 
HS 147 0 147 0 

Témoin 140 0 140 0 
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28Tableau 3.17 : Taux mortalités totaux après la stérilisation des œufs. 

1.1.4  

3.3.1.2. Stérilisation des larves 

- Après 24 heures : Le résultat de la stérilisation des larves après 24 heures 

d’incubation est résumé dans le tableau 3.18. 

 

29Tableau 3.18 : Nombre des larves vivantes et mortes sur chaque boite après 24 

heures de la stérilisation. 

 

Après 24 heures, aucune contamination n’a été observée. Le nombre des 

larves vivantes et mortes a été calculé sur chaque boite. Le nombre des larves 

vivantes le plus élevé a été enregistré  sur les boites traitées avec l’HS (104 

larves) et les boites témoins  (118 larves). Le nombre des larves vivantes 

traitées avec la PI était 80 larves tandis que celles stérilisées avec l’HEX étaient 

81 larves.  

Ainsi, le taux de mortalité chez les témoins était 1,67%. Le taux de mortalité 

après 24 heures a été plus bas chez les larves stérilisées avec l’HS (13,33%). 

Le taux de mortalité corrigé après 24 heures chez les larves traitées avec la PI 

et l’HEX était respectivement 33,33% et 32,5% (tableau 3.19). 

 

 

 Individus 
survivants 

Individus  
morts 

Total Taux de 
mortalité (%) 

Taux de mortalité 
corrigés (%) 

PI 44 196 240 81,67 77,08 

HEX 15 225 240 93,75 92,19 

HS 147 93 240 38,75 23,43 

Témoin 192 48 240 20 - 

Total 346 614 960   

Produit PI HEX HS Témoin 

Vivante Morte Vivante Morte Vivante Morte Vivante Morte 

Boite 1 11 9 13 7 19 1 20 0 

Boite 2 15 5 15 5 17 3 19 1 

Boite 3 14 6 12 8 17 3 20 0 

Boite 4 15 5 11 9 16 4 19 1 

Boite 5 13 7 12 8 17 3 20 0 

Boite 6 12 8 18 2 18 2 20 0 
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30Tableau 3.19 : Taux de mortalité après 24 heures de la stérilisation des larves. 

 
 
 
 
 
 
 
 

- Après 48 heures : Le résultat de la stérilisation des larves après 48 heures 

d’incubation est résumé dans le tableau 3.20. Après 48 heures d’incubation, 63 

sur 80 larves ont survécu des boites traitées avec la PI, 57 sur 81 larves des 

boites de l’HEX, 100 sur 104 larves des boites de l’HS et 110 sur 118 des 

boites témoins. 

Le taux de mortalité chez les individus stérilisés avec l’HEX était le plus élevé 

donnant 29,62% suivi de celui des larves traitées avec la PI est de 21,25%. En 

outre,  le taux de mortalité le plus faible a été observé chez les individus 

stérilisés avec l’HS (3,84%) (tableau 3.21). 

 

31Tableau 3.20 : Nombre des larves vivantes et mortes sur chaque boite après 24 

heures de la stérilisation. 

 
 

32Tableau 3.21 : Taux de mortalité après 48 heures de la stérilisation des larves. 

 

 
 

Produit Vivantes Mortes Total Taux de mortalité  (%) 

PI 80 40 120 33,33 
HEX 81 39 120 32,5 

HS 104 16 120 13,33 

Témoin 118 2 120 1,67 

Produit HS HEX PI Témoin 

Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes Vivantes Mortes 
Boite 1 8 3 7 6 18 1 19 0 
Boite 2 10 5 9 6 15 2 19 0 

Boite 3 13 1 9 3 17 0 20 0 
Boite 4 13 2 7 4 16 0 17 0 
Boite 5 10 3 10 2 16 1 18 0 
Boite 6 9 3 15 3 18 0 17 0 
Total 63 17 57 24 100 4 110 0 

Produit Vivantes Mortes Total Taux de Mortalité (%) 
PI 63 17 80 21,25 

HEX 57 24 81 29,62 

HS 100 4 104 3,84 

Témoin 118 0 118 0 
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- Après 72 heures : Après 72 heures, les boites n’ont présenté aucune 

contamination et les larves sont restées vivantes pendant leur incubation. Le 

tableau 3.22 représente le nombre total des larves survivantes et mortes du 

début jusqu'à la fin de l’expérience. Ainsi le taux de mortalité total a été calculé 

en divisant le nombre des larves mortes après 72 heures sur le nombre initial 

des larves. 

Le taux de mortalité était élevé chez les asticots traités avec la PI (47,50%) et 

l’HEX (52,50%). Les boites traitées avec l’HS ont donné un taux de mortalité de 

16,67%. Le taux de mortalité des témoins était 1,67%.  

 

33Tableau 3.22 : Taux mortalités totaux après la stérilisation des larves. 

 

3.3.2. Tests antibactériens  

3.3.2.1. Application directe des asticots 

Les observations ont été réalisées chaque 24 heures pendant 5 jours. 

Après 24 heures, nous avons observé une lyse complète de toutes les 

bactéries dans la zone d’application des asticots. Le résultat d’application in 

vitro des larves vivantes sur les bactéries a été mieux observé sur les boites de 

P. aeruginosa grâce au pigment de cette bactérie (figure 3.5). 

 

 

37Figure 3.5 : Lyse complète des bactéries dans la zone d’application des larves 

après 24 heures (photo originale). 

Produit Larves vivantes Larves mortes Total Taux de Mortalité (%) 
PI 63 57 120 47,5 

HEX 57 63 120 52,5 

HS 100 20 120 16,67 

Témoin 118 2 120 1,67 
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D’après les résultats obtenus dans le tableau 3.23, le taux de mortalité 

corrigé des larves en contact avec B. subtilis était le plus élevé (32,99%) suivie 

de celles mis en contact avec P. aeruginosa (17,52%), K. pneumoniae 

(17,52%) et E. coli (18,57%). Le taux de mortalité enregistré chez les témoins 

était 19.17%. Le taux de mortalité corrigé chez les larves déposées sur les 

souches de S. aureus MSSA (1,03%), C. freundii (3,09%) et S. aureus MRSA 

(9,28%) étaient faibles. 

Les bactéries ont été incubées à nouveau après le retrait de toutes les 

larves pour vérifier la présence d’une recroissance bactérienne. Après 24 

heures d’incubation, aucune croissance à nouveau n’a été notée sur toutes les 

boites mises en expérience. 

 

34Tableau 3.23 : Résultats  du test antimicrobien suivant l’application directes des 

larves vivantes. 

 

 

3.3.2.2. Viabilité des bactéries ingérées par les larves 

Après 24 heures d’incubation, les boites ont été vérifiées. Le résultat de 

l’ensemencement des suspensions intestinales des larves est présenté dans le 

tableau 3.24. Une croissance bactérienne a été enregistrée uniquement dans 

les boites d’ensemencement de la suspension intestinale des larves en contact 

avec B. subtilis. 

 

 

Espèce 
bactérienne 

Vivantes Morte Total 
Taux de 

Mortalité (%) 
Taux de Mortalité 

corrigé (%) 
S. aureus  (MSSA) 96 24 120 20 1,03 
S. aureus  (MRSA) 88 32 120 26,67 9,28 

P. aeruginosa 80 40 120 33,33 17,52 
E. coli 89 41 120 34,17 18,57 

K. pneumoniae 80 40 120 33,33 17,52 
B. subtilis 65 55 120 45,83 32,99 
C. freundii 94 26 120 21,67 3,09 

Témoin 97 23 120 19,17 - 
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35Tableau 3.24 : Résultats de l’ensemencement de la suspension de l’intestin 

postérieure des larves en contact avec les souches bactériennes. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
+ : présence d’une croissance bactérienne ; - : absence d’une croissance bactérienne. 
 

3.3.3. Tests antifongiques 

3.3.3.1. Application directe des larves 

Le résultat d’application in vitro des larves vivantes sur des cultures 

fongiques est montré dans le tableau 3.25. 

Les observations ont été réalisées chaque 24 heure pendant 5 jours. Après 24 

heures, nous avons observé une lyse complète des champignons dans la zone 

d’application des asticots. Cette lyse a persisté jusqu'à la fin des observations 

(après 5 jours). 

D’après les résultats obtenus dans le tableau 3.24, le taux de mortalité 

des témoins était 15,83%. Le taux de mortalité corrigé des larves en contact 

avec C. albicans était le plus élevé (26,73%) suivi de celui des asticots mis en 

contact avec S. cerevisiae (15,84%) et celui d’A. niger (11,88%). 

 

36Tableau 3.25 : Résultats obtenus après 5 jours d’incubation des larves de L. 

sericata avec les souches fongiques. 

 

Les cultures fongiques ont été incubées à nouveau après avoir retiré 

toutes les larves pour vérifier la recroissance des champignons. Les boites ont 

été surveillées pendant 2 semaines sans aucune croissance à nouveau. 

Boite 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 
S. aureus  (MSSA) - - - - - - - - - - - - 
S. aureus  (MRSA) - - - - - - - - - - - - 

P. aeruginosa - - - - - - - - - - - - 
E. coli - - - - - - - - - - - - 

K. pneumoniae - - - - - - - - - - - - 
B. subtilis + + + + + + + + + + + + 
C. freundii - - - - - - - - - - - - 

Témoin - - - - - - - - - - - - 

Espèce Vivantes Mortes Total TM (%) TMC (%) 

C. albicans 74 46 120 38,33 26,73 
S. cerevisiae 85 35 120 29,17 15,84 

A. Niger 89 31 120 25,83 11,88 
Témoin 121 19 120 15,83 - 
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3.3.3.2. Viabilité des champignons ingérés par les larves 

La suspension intestinale des larves n’a montré aucune croissance fongique 

sur toutes les boites après une semaine d’incubation. 

 

3.4. Etude de la décomposition des cadavres des lapins dans un milieu ouvert 

sous conditions particulières 

3.4.1. Les données climatiques 

La température n'a pas beaucoup varié pendant la période 

expérimentale. Comme le montre la figure 3.6, la température quotidienne 

variait entre 12,5 et 23,5°C pendant toute la période d'étude. 

 
38Figure 3.6 : Données de la température durant la période expérimentale. 

 

3.4.2. Les stades et la vitesse de décomposition 

La classification de REED [279] révèle quatre stades de décomposition 

d’un cadavre  à savoir : cadavre frais, gonflé, putréfié et sec. Cette classification 

a été utilisée dans le cadre de notre étude car elle est plus pratique pour l'étude 

de la décomposition des cadavres de petite taille. Les caractéristiques de 

chaque étape sont résumées sur le tableau 3.26.  
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37Tableau 3.26 : Résumé des caractéristiques des stades de décomposition des 

cadavres des lapins. 

 

Le processus de décomposition des cadavres est illustré sur les figures 

3.7 et 3.8. La durée en heures de chaque stade de décomposition est 

représentée dans le tableau 3.27.  

 

 

39Figure 3.7 : Stades de décomposition des cadavres expérimentés (photos 

originales). 

(A) Frais ; (B) Gonflement ; (C) Putréfaction ; (D) Dessèchement. 

 

 

40Figure 3.8 : Stades de décomposition des cadavres emballés en sacs 

plastiques (photos originales). 

Frais ; (B) Gonflement ; (C) Putréfaction ; (D) Dessèchement. 

Stade Caractéristique du stade de décomposition 

Frais Aucune odeur, cadavres intacts, la peau est souple, les membres sont 
mobiles et la fourrure est douce. 

Gonflement Commence avec un léger gonflement de l'abdomen et la présence d’une 
faible odeur. 

Putréfaction 

Le cadavre commence à se dégonfler ; une perte de la fourrure ; la peau 
est habituellement craquelée en un ou plusieurs endroits avec une 
activité remarquable des les larves des Diptères ; une forte odeur de 
putréfaction. 

Dessèchement Le cadavre se compose d’une peau sèche, de la fourrure, du cartilage et 
de l'os avec un peu ou pas d'odeur. 
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38Tableau 3.27 : Durées des stades de décomposition chez les cadavres témoins, 

embalés et traités. 

3.4.3. Communautés d'arthropodes 

Au total, 19096 spécimens appartenant à 32 familles et 67 espèces ont 

été échantillonnés (tableau 3.28). L’ordre des Diptères, des Coléoptères et des 

Hyménoptères ont dominé le cortège des arthropodes qui ont visité les 

cadavres des lapins. Les Diptères étaient de loin le groupe prédominant suivi 

des Coléoptères. Selon le test de Khi-carré de Pearson (p <0,05), il y a une 

relation statistiquement significative dans la composition des espèces 

d'arthropodes entre les témoins et les cadavres enveloppés mais pas entre les 

témoins et les traités. Comme le montre le tableau 3.28, certaines espèces se 

sont dirigées uniquement vers les cadavres exposés et d'autres vers les 

cadavres emballés. Des valeurs plus élevées d'abondance et de richesse 

spécifique ont été trouvées chez le groupe témoin (tableau 3.28). Cependant, 

les résultats du test U de Mann-Whitney  n'ont montré aucune différence 

significative au niveau de risque de 5% dans l'abondance des arthropodes 

entre les individus témoins et emballés (U=2545,500 ; p=0,482) et entre les 

témoins et le groupe des traités  (U=2955,660 ; p=0.564). 

En ce qui concerne l'abondance des familles des Diptères chez les trois 

groupes de cadavres, les Calliphoridae étaient nettement la famille la plus 

dominante, suivie des Muscidae et des Anthomyiidae (figure 3.9). La famille des 

stade 
cadavres 

frais gonflé putréfié *sec 

Cadavres 
témoins 

1 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
2 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
3 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
4 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
5 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
6 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 

Cadavres 
emballés 

1 0-27 27-61 61-164 à partir de 164 
2 0-27 27-115 115-188 à partir de 188 
3 0-27 27-91 91-140 à partir de 140 
4 0-27 27-120 120-190 à partir de 190 
5 0-27 27-91 91-192 à partir de 192 
6 0-27 27-115 115-164 à partir de 164 

Cadavres 
traités 

1 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
2 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
3 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
4 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
5 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 
6 0-27 27-68 68- 94 à partir de 94 

*Pas de point final marquant la fin de ce stade, seulement les heures du début de ce stade sont mentionnées. 
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Tachinidae ne se trouvait que chez les cadavres exposés, alors que les familles 

Therevidae, Tipulidae, Drosophilidae et Cullicidae ne fréquentaient que les 

dépouilles enveloppées. Lucilia sericata, Calliphora vicina, Chrysomya albiceps, 

Delia sp. et Hydrotaea spp. étaient les espèces les plus représentatives chez 

les trois groupes des cadavres (tableau 3.28). 

Pour l'ordre des Coléoptères, les Dermestidae, les Staphylinidae, les 

Silphidae et les Histeridae étaient les familles les plus fréquentes chez tous les 

cadavres (figure 3.10). Dermestes frischii (Kugelann, 1792) (Coleoptera, 

Dermestidae) était l'espèce la plus dominante suivie de philonthus sp. 

(Stephens, 1829) (Coleoptera, Staphylinidae), Creophilus maxillosus (Linnæus, 

1758) (Coleoptera, Staphylinidae), Saprinus semistriatus (Scriba, 1790) 

(Coleoptera, Histeridae), Silpha tristis (Illiger, 1798) (Coleoptera, Silphidae) et 

Thanatophilus sinuatus (Fabricius, 1775) (Coleoptera, Silphidae).  

L'ordre des Hémiptères n'a été enregistré que chez le groupe témoin 

(tableau 3.28). Les Formicidae étaient la famille des Hyménoptère la plus 

abondante chez tous les cadavres. 

Quand aux arthropodes d’autres classes, Oniscus sp. (Linnæus, 1758) 

(Isopoda, Oniscidae) représentant la classe des Malacostraca et des espèces 

appartenant à l’ordre des Araneae de la classe Arachnida ont été identifiées. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
	
	

136	

39Tableau 3.28 : Abondance absolue des arthropodes collectés sur les cadavres 

témoins, emballés et traités. 

 

 

 

 

 

 

Classe Ordre Famille Genre/espèce Témoins Emballés Traités Catégorie  

In
se

ct
a 

D
ip

tè
re

 

C
al

lip
ho

rid
ae

 

Lucilia sericata 1549 1506 1374 

N
éc

ro
ph

ag
es

 

L. sericata (larves) 524 570 534 
Calliphora vicina 275 185 262 

Calliphora vomitoria 1 7 4 
Chrysomya albiceps 249 102 217 
Ch. albiceps (larves) 365 349 397 

Chrysomya 

megacephala 
0 0 3 

Pollenia vagabunda 127 81 117 
Pollenia rudis 59 31 67 

S
ar

co
ph

ag
id

ae
 

Sarcophaga africa 86 38 82 
Sarcophaga  tiblialis 6 17 8 

Sarcophaga pandellei 3 2 7 
Sarcophaga 

argyrostoma 
3 3 8 

Scatophaga stercoraria 0 0 1 Accidentel 

Anthomyiidae 
Anthomyia sp. 2 14 15 

S
ap

ro
ph

ag
es

 

Delia sp. 323 151 347 
Autres Anthomyiidae 38 13 45 

Chloropidae Chloropidae sp. 36 45 37 

M
us

ci
da

e 

Hydrotaea ignava 201 143 176 
Hydrotaea  dentipes 431 217 405 

Azelia sp. 21 1 5 
Musca  domestica 121 70 122 
Muscina prolapsa 43 30 43 

Muscina  stabulans 96 57 153 
Graphomya maculata 12 0 0 

Phaonia subventa 42 24 21 
Stomoxys calcitrans 6 1 6 Accidentel 

Fanniidae 
Fannia  canicularis 49 34 37 

S
ap

ro
ph

ag
e 

Fannia monilis 24 11 32 

Piophilidae 
Piophila casei 53 19 36 

Piophila nigriceps 6 3 0 
Tachinidae Tachinidae sp. 5 0 0 
Sepsidae Sepsis sp. 3 7 14 

Drosophilidae Drosophila sp. 0 1 0 
Therevidae Thereva sp. 0 15 0 
Tipulidae Tipula sp. 0 5 0 
Cullicidae Culex sp. 0 21 0 Accidentel   
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Tableau 3.28 : Abondance absolue des arthropodes collectés sur les cadavres 

témoins, emballés et traités (suite). 

 

Classe Ordre Famille Genre/espèce Témoins Emballés Traités Catégorie 
égologique 

In
se

ct
a 

C
ol

eo
pt

er
a 

D
er

m
es

tid
ae

 

Dermestes frischii 455 427 462 

Saprophages D. frischii (larves) 82 65 86 
Dermestes 

maculatus 
2 0 0 

Cleridae 
Necrobia rufipes 34 18 37 

P
ré

da
te

ur
s 

Necrobia violaceae 6 5 8 

S
ta

ph
yl

in
id

ae
 

Creophilus 

maxillosus 
226 361 317 

Cr. maxillosus 

(larves) 9 32 11 

Philonthus sp. 325 80 325 
Philonthus sp. 

(larves) 10 10 10 

Aleochara sp. 2 0 1 
Nécrophage, 
Prédateur et  
parasitoïde 

S
ilp

hi
da

e 

Silpha tristis 190 113 87 

P
ré

da
te

ur
s 

S. tristis (larves) 43 18 43 

Thanatophilus 

sinuatus 
165 116 165 

T. sinuatus (larves) 14 4 14 
Nicrophorus 

humator 
0 1 0 Prédateur 

nécrophage 

Histeridae 
Saprinus 

semistriatus 
210 139 190 

Prédateurs 
Hister bipunctatus 1 0 0 

Torgidae Trox sp. 4 5 12 Nécrophage 
Leiodidae Choleva  sp. 4 4 0 Accidentel 

Tenebrionidae 

Pachychila sp. 13 0 0 

A
cc

id
en

te
ls

 
(P

hy
to

ph
ag

es
) Heliotaurus sp. 1 0 0 

Sepidium sp. 1 2 5 

Cerambycidae Rhagonycha sp. 1 0 0 

Chrysomelidae 
Timarcha sp. 4 1 5 

Chrysolina bankii 1 0 0 

Scarabeidae 
Tropinota squalida 1 0 0 
Onthophagus sp.1 1 0 0 Accidentels 

(Coprophages) Onthophagus sp.2 1 0 0 

H
ym

en
op

te
ra

 

Ichneumonidae Venturia canescens 3 0 3 
Parasitoïdes 

Pteromalidae Nasonia vitripennis 1 1 1 

Vespulidae Vespula germanica 3 1 0 Nécrophile, 
parasitoïde 

Aphidiidae Aphidius sp. 24 26 48 Parasitoïde 

Formicidae 
Cataglyphis viatica 179 234 179 

Nécrophile 
Messor sp. 65 34 55 

Hemiptera Miridae Miridae sp. 7 0 0 Accidentels 
(Phytophage) 

Malacostraca Isopoda Oniscidae Oniscus sp. 14 46 47 
Opportunistes 

Arachnida Araneae - Araneae spp. 4 17 12 
Total       6865 5533 6698   
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41Figure 3.9 : Abondance relative des familles des Diptères sur les trois groupes 

des cadavres. 
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42Figure 3.10 : Abondance relative des familles des Coléoptères sur les trois 

groupes des cadavres. 
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3.4.4. L’occurrence des d'arthropodes 

L’ordre de l’occurrence des arthropodes capturés selon les stades de 

décomposition est illustré dans les tableaux 3.29, 3.30 et 3.31.  

La succession des arthropodes a été présentée à l'aide des matrices 

d'occurrence. Dans chaque cellule, nous avons noté le nombre total des 

adultes ou des larves échantillonnés manuellement et à l’aide des pièges. 

La présence d'une famille donnée de pupes sans leur nombre a été 

indiquée par « P ». La succession des insectes nécrophages les plus 

importants était similaire dans les trois groupes (tableaux 3.29, 3.30 et 3.31).  

 

• Les Diptères  

L. sericata a été la première espèce arrivant à tous les cadavres et se 

reproduisant avec succès sur ces derniers. Elle était dominante pendant tous 

les stades de la décomposition avec une préférence pour les stades de 

gonflement et de putréfaction.  

Calliphora vicina et Muscina stabulans (Fallén, 1817) (Diptera, 

Muscidae) étaient également présentes durant le stade frais chez tous les 

individus avec des nombres limités.  

Chrysomya albiceps est apparue lors du stade de putréfaction sur tous les 

cadavres et a été notée tout au long du stade de dessèchement. Chrysomya 

megacephala (Fabricius, 1794) (Diptera, Calliphoridae) a été enregistré au 

début du stade de dessèchement uniquement sur les cadavres traités avec un 

nombre très restreint (3 spécimens uniquement). Cette espèce est reportée 

dans cette étude pour la première fois en Algérie.  

Les espèces Calliphoridae de la sous-famille des Polleniinae étaient 

présentes sur tous les cadavres. Pollenia vagabunda (Meigen, 1826) a été 

notée dès le stade de gonflement jusqu’au dessèchement. Pollenia rudis 

(Fabricius, 1794) était présente sur tous les cadavres à partir de la putréfaction 

jusqu’à la fin de la décomposition. Ces deux espèces n’avaient jamais été 

reportées auparavant en l’Algérie. Piophila casei (Linnæus, 1758) (Diptera, 

Piophilidae) a été enregistré à partir du stade du gonflement avec de petits 

nombres. Piophila nigriceps (Meigen, 1826) a été collectée durant la 

putréfaction des témoins et des cadavres emballés avec des effectifs très 
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restreints. P. nigriceps de cette étude constitue le premier record en Algérie 

ainsi que dans tout le continent africain.  

Delia sp., Fannia canicularis (Linnæus, 1762) et Fannia monilis (Haliday, 

1838) (Diptera, Fanniidae) se sont apparues dès le gonflement des cadavres 

exposées (témoins et traités) et était présent pendant le stade de putréfaction 

chez les individus emballés. Ces mouches ont poursuivi leur activité jusqu'au 

stade de dessèchement.  

La période d'activité des larves des mouches Calliphoridae s'est 

poursuivie jusqu'au dernier stade. Les espèces Muscidae Hydrotaea dentipes 

(Fabricius, 1805) et H. ignava (Harris, 1780) ont été observées sur tous les 

cadavres à partir du stade de gonflement jusqu’au stade de dessèchement. 

Musca domestica (Linnæus, 1758) et Muscina prolapsa (Harris, 1780) (Diptera, 

Muscidae) étaient actives jusqu'à la fin de la décomposition.  

Pendant la phase de la putréfaction, un petit nombre de Thereva sp. 

(Latreille, 1796) (Diptère, Therevidae) n'a été identifié que sur les cadavres 

emballés. Drosophila sp. (Fallén, 1823) (Diptera, Drosophilidae), Tipula sp. 

(Linnæus, 1758) (Diptera, Tipulidae) et Culex sp. (Linnæus, 1758) (Diptera, 

Culicidae) étaient également présentes seulement sur les cadavres emballés 

avec des effectifs très faibles pendant le stade de dessèchement. 

 En ce qui concerne les espèces de la famille des Sarcophagidae, leur 

présence a été notée depuis le stade frais jusqu'au stade de dessèchement 

avec des nombres limités. Pendant le stade de dessèchement, un petit nombre 

de Sepsis sp. (Fallén, 1810) (Diptera, Sepsidae) a été enregistré sur les trois 

catégories des cadavres. De plus, la présence des pupes appartenant  aux 

Calliphoridae, Fanniidae et Muscidae a été enregistrée sur touts les cadavres 

durant cette étape.  

 

• Les Coléoptères  

Quand aux Coléoptères, la plupart des espèces sont arrivées sur les 

dépouilles durant la putréfaction, à l'exception de Necrobia rufipes (Fabricius, 

1781) (Coleoptera, Cleridae) qui a été constaté sur des cadavres témoins au 

stade de gonflement.  
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L'activité des espèces de Coléoptères s'est poursuivie jusqu'au stade de 

dessèchement. Des stades immatures de certains Coléoptères ont été 

observés chez tous les cadavres.  

Au cours du stade de putréfaction et de dessèchement, un grand nombre 

des larves de D. frischii ont été identifiées, tandis que des nombres plus faibles 

des larves de Cr. maxillossus et de Si. tristis ont été enregistrés.  

Les larves de Philontus sp. et de T. sinuatus ont été observées au stade 

de dessèchement avec des effectifs restreints.  

 

• Les Hyménoptères  

La famille des Formicidae était présente sur l’ensemble des cadavres 

pendant tout le processus de décomposition. Les autres classes d'arthropodes, 

Oniscus sp. et l’ordre des Araneae ont été notées sur tous les cadavres 

pendant le stade de dessèchement. 
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40Tableau 3.29 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres témoins.   

Stade Frais Gonflé Putréfié Sec 
Jours 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 

L. sericata 11 220 332 331 301 192 18 54 42 30 18                 
L. sericata (larves)    60 50 68 64 112 70 44 56                 
C. vicina 12 18 16 42 39 15 36 24 18 12 6 6      12 6 12       1 
C. vomitoria                 1           
Ch. albiceps    10 12 18 12 18 18 48 18 48 12 6 18 6 2 2         1 
Ch. albiceps (larves)     45 43 32 72 50 43 48  32               
Po. vagabunda   11 13 10 6 6 18 12 6 4 5 9      12       5 10 
Po. Rudis    12 5 8 11 15   5 3                
Pupes (Calliphoridae)           P P P       P         
S. africa     5 9 12 7 6 12 6 5     24           
S. tibialis  3 2 1                        
S. pandellei 1   2                        
S. argyrostoma                 3           
Anthomyia sp.  2                          
Delia sp.  23 10 30 28 34 23 30 36 42 36 31                
Anthomyiidae spp. 12 6 3  1 3     4      1  8         
Chloropidae sp.    21       6      5  4         
H. ignava  3 12 42 38 19 12 8 24 7 30 4 2               
H. dentipes  43 60 42 36 30 20 21 31  82 48     6  12         
Azelia sp.      6     15                 
St. calcitrans           6                 
M.  domestica    3 22 28 24 19 11 10 1      1  1 1        
Mu. prolapsa  6  4 9 4 2 6 4 2 4 2                
Mu.  stabulans 3 6 2 7 25 7 8 4 2 2 6 10 5 4 3            2 
Ph. subventa   8 2 3 4 2 8 2 3 3                7 
G. maculata  4     5   3                  
Pupes (Muscidae)                   P         
F.  canicularis  4 3 1 5 9 4 7 6 2 5 3                
F. monilis  17  2 3      2                 
Pupes (Fanniidae)          P P P       P         
P. casei  8 6 3 8 4 1 2 5 7 5 4                
P. nigriceps    4 2                       
Tachinidae  sp.  1         4                 
Sepsis sp.                           3 
D. frischii     8 24 26 28 29  30 29 43 31 24 12 8 9 6 18 6 18 31 13 12 30 11 6 3 
D. frischii (larves)         6 9   3 2 4 3 2 6 4 2 5 5 13 6 2 1 4 5         
D. maculatus             2                                         
N. rufipes   4 2 8       3 2 4 2               3         2   4   
N. violaceae       1 1       2 1   1                               
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Tableau 3.29 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres témoins (suite). 
Stade Frais Gonflé Putréfié Sec 
Jours 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 

Cr. Maxillosus       6 15 50 28 32 29 15 13 9 16 7 2 3 1                     
Cr. maxillosus (larves)         2 1 1   1   1   2           1                 
Philonthus sp.       18 19 13 34 45 44 33 31 19 14 12 7 5 8   5   4 6 3 2 2 1   

Philonthus sp. (larves)                     4   2   4                         

Aleochara sp.                         2                             
Si. Tristis       6       45   31 34 23   12   13 11 8 5     2           
Si. tristis (larves)         4 5 7 5 4 3 3 9   3                           
T. sinuatus       8 3 33 18 15 12 11 9 16 10 5 3 5 7 1 4   3   2         
T. sinuatus (larves)                   4 2 8                               
Sa. Semistriatus       6 12 11 25 18 9 17 13 12 19 5 9 16 7 12 15   4             
H. bipunctatus                         1                             
Tr. Perlatus         3 1                                           
Choleva  sp.                       1 1                   2         
Pachychila sp.                   2 1 2 1     1 2 2         2         
Heliotaurus sp.                       1                               

Sepidium sp.           1                                           

Chr. Bankii                                 1                     

Timarcha sp.   1   2               1                               

Rhagonycha sp.                   1                                   

Tro. Squalida         1                                             
Onthophagus sp.1                                     1                 
Onthophagus sp.2                                     1                 
V. canescence     1 2                                               
N. vitripennis         1                                             
Ve. germanica   3                                                   
Aphidius sp.                     8   7   9                         
Ca. Viatica   12 23 41 11 12 10 5 9 17   3 5 3 8 2 7 2 9                 
Messor sp.   11   5 6   7 10   9 6     5   6                       
Miridae sp.         1               1           1         4       
Oniscus sp.                               6     4       4         
Araneae spp.                                             4         
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41Tableau 3.30 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres emballés. 
Stade  Frais Gonflé Putréfié Sec 
Jour 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 
L. sericata 16 28 10 54 579 484 91 134 45 32 21 12                               
L. sericata (larves)       76 67 76 54 78 68 64 43 44                               
C. vicina 4 3 6 15 24   25 43 33   12 16   4                           
C. vomitoria     4     3                                           
Ch. albiceps         8 6 6 19 11 5 2 3 8   3   4 15 12                 
Ch. albiceps (larves)       68   36 43 34 49 65 54                                 
Po. vagabunda     4 15   29   13   12   3   1   4                       
Po. rudis         1 5   8   5 7 2 1   2                         
Pupes des Calliphoridae                   P   P             P                 
S. africa         4 8 5 4     5 1   3 2   5   1                 
S.  tibialis           6 9     2                                   
S. pandellei               1                             1         
S. argyrostoma                           3                           
Anthomyia  sp.                           6     3 4         1         
Delia sp         9 32 24 12 29 23   13   5     4                     
Anthomyiidae spp.           3           2 1       3   4                 
Chloropidae sp.           4   6       3   8     19   5                 
H. ignava       30 19   15   23 15 16 11   5   3 4 2                  
H. dentipes       36   33   29 11   29 42     16   15 6                  
Azelia sp.           1                                           
St. calcitrans           1                                           
M.  domestica         11   12 10 10 9   6 8   4                         
Mu.  prolapsa         5 11   5     5   3       1                     
Mu.  stabulans   5   11 7 5 9 5 4 3   1 1 5         1                 
Phaonia subventa         3 4 3 6 3 2 3                                 
Pupes (Muscidae)                                     P                 
F.  canicularis           3 6 3 8   5   6 1   2                       
F. monilis          2 3   2   1   2 1                             
Pupes (Fanniidae)                   P   P             P                 
Piophila casei     5   6     3   2             3                     
Piophila nigriceps           3                                          
Sepsis sp.                       2   3       2                   
Drosophila sp.                         1                             
Thereva sp.           7                                 8         
Tipula sp.                       2         3                     
Culex sp.           12                       9                   
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Tableau 3.30 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres emballés (suite). 

Stade  Frais Gonflé Putréfié Sec 
Jour 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 
D. frischii           9 7 16 11 34 19 45 54 59 34 23 29 21 7 9 2 6 10 6 3 8 15 

D. frischii (larves)             3 13 5 5 8 9 5   5 2   3 1   2 1     3     

N. rufipes           4 2     3   5     2             2           

N. violaceae       3                 2                             

C. maxillosus       12   34 56 22 46 31 32 29   12 22   18 20 5 4 7   3   8     

C. maxillosus (larves)           5 8   7   4     5           3               

philonthus sp.         2     6   10   12 8   8 9 10 7   5 3             

philonthus sp. (larves)               4     3         3                       

Si. tristis           2   12   5   7 4     10 12 20 15   12 10 4         

Si. tristis (larves)           1     5 3   4       3   2                   

T. sinuatus         1 2 16 8 32 6 19 8 14   2   2   6                 

T. sinuatus (larves)                   1 2 1                               

N. humator                   1                                   

Sa. semistriatus         1   15 12 34 15 21 19 7 9 2   4                     

Tr. perlatus                         2     1     2                 

Timarcha sp.                                             1         

Choleva  sp.                                             4         

Sepidium sp.         1                     1                       

Na. vitripennis                                           1           

Vespula germanica           1                                           

Aphidius sp.                       5 6   9   4   2                 

Ca. viatica     24 22 34   24 12   10   15 38     6 12 8 2   6 9 12         

Messor sp.         1   8     6   7   9       3                   
Oniscus sp.                           15   9 5   14   3             

Araneae spp.                                       3 5   9         
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42Tableau 3.31 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres traités. 
Stade Frais Gonflé Putréfié Sec   
Jour 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 
L. sericata 5 210 201 221 292 209 10 65 44 22 11 51 22 11                           
L. sericata (larves)       49 65 12 69 99 87 64 68 21                               
C. vicina 11 19 14 22 56 11 30 29 28 5 10 5 2     5 10 1 3 1               
C. vomitoria                                 2 1 1                 
Ch. albiceps       12 5 4 26 15 25 24 33 11 21 5 2 9 6 8 4 2 5             
Ch. albiceps 
(larves) 

        33 47 51 65 48 39 47 12 33 12   10                       

Ch. megacephala           3                                           
Po. vagabunda     12 5 15 7  9 11 7 2 4 7 5 6       12             5 10 
Pollenia rudis      12 4 5 2 9 2 5 8   9 8 3                         
Calliphoridae 
(pupes) 

                P P P P P           P                 

S. africa       2 7 5 10 8 7 11 7 4     11 10                       
S.  tibialis   2 1 2   3                                           
Sarcophaga 
pandellei 

    3     2         2                                 

S. argyrostoma                       3   5                           
Sc. stercoraria 1                                                     
Anthomyia sp.       2   8   5                                       
Delia sp.   22 11 21 29 24 22 45 14 49 47 44 12 7                           
Anthomyiidae spp.   5 8 4               5 7   8       8                 
Chloropidae sp.       12   14         7               4                 
H. ignava   2 14 41 12 20 12 8 24 7 30 4 2                             
H. dentipes   44 65 39 29 27 19 15 49   41 19 22 18     6   12                 
St. calcitrans           3         2                                 
Azelia sp.                     6                                 
M. domestica       15 14 24 19 12 14 9 5 7         1   1 1               
Mu. prolapsa   6   4 9 4 2 6 4 2 4 2                               
Mu. stabulans 12 7 25 19 22 17 9 15 12 1   4   3 2 3                     2 
Ph. subventa     4   2 2 1   3 2                                 7 
Muscidae (Pupes)                                   P P                 
F. canicularis   2 2 1 7 3 3 4 1 3 1 2 3 5                           

F. monilis   12 5 2 5 3 2 1     2                                 

Fanniidae (Pupes)                   P P P             P                 

P. casei   4 2 2 2 1 3 5 9     8                               
Sepsis sp.                   3 2 2   1   3                     3 
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Tableau 3.31 : Matrice d’occurrence des espèces d’arthropodes sur les cadavres traités (suite). 
Stade Frais Gonflé Putréfié Sec   
Jour 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 
D. frischii     3 5 19 24 14 25 22 17 44 19 17 14 18 17 14 11 8 9 35 37 14 16 21 25 14 

D. frischii (larves)       1 7 2 1 2 3 5 7 3 6 7 3 6 3 11 5 1 2 3 2 3 3     

N. rufipes   1 1 5 3 2 2   4   2 3 5           3         2   4   

N. violaceae           3       2     3                             

C. maxillosus         29 41 31 29 24 28 29 17 28 15 19 14 8 2 3                 

C. maxillosus 
(larves) 

            2 3         5           1                 

Philonthus sp.       18 19 13 34 45 44 33 31 19 14 12 7 5 8   5   4 6 3 2 2 1   

philonthus sp. 
(larves) 

                    4   2   4                         

Aleochara sp.                                 1                     

Si. tristis           2   18     15     14 11 5 2 9 1 4 5 1           

S. tristis (larves)             5 2 7 2 1 4 5 9 4 1 1 2                   

T. sinuatus       8 3 33 18 15 12 11 9 16 10 5 3 5 7 1 4   3   2         

T. sinuatus (larves)                   4 2 8                               

Sa. semistriatus     5 2 17 19 22 14 12 11 10 8 22 2 5 7 2 14 10 1 2 5           

Tr. perlatus         7 2   3                                       

Sepidium sp.               5                                       

Timarcha sp.     2   2             1                               

V. canescence     1 2                                               

Na. vitripennis         1                                             

Aphidius sp.                   5     12     18   13                   

Ca. viatica   12 23 41 11 12 10 5 9 17   3 5 3 8 2 7 2 9                 

Messor sp.   5   9   5   4   9   3   8 5   5       2             

Oniscus sp.                               15     12   10   8 2       

Araneae spp.                                             4 3 2 1 2 
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3.4.5. Abondance des arthropodes selon les stades de décomposition des 

cadavres 

Le stade de dessèchement a enregistré des valeurs d'abondance plus 

élevées tandis que de faibles effectifs ont été observés au stade frais (tableau 

3.32). En ce qui concerne l'ordre des Diptères, l'abondance la plus élevée a été 

observée chez tous les cadavres au stade de dessèchement. Pour les  

Coléoptères, l'abondance la plus élevée a été notée au stade sec chez tous les 

individus. Quand à la richesse spécifique, le stade sec a présenté des valeurs 

supérieures.  

 

43Tableau 3.32 : Abondance absolue des ordres d’arthropodes survenus sur les 

cadavres selon les stades de décomposition. 
Stade Frais Gonflé Putréfié Sec 

 T. Emb. Tr. T. Emb. Tr. T. Emb. Tr. T. Emb. Tr. 
Diptera 39 61 29 829 263 702 606 1550 486 3285 1899 3358 

Coleoptera 0 0 0 7 15 12 63 62 39 1736 1324 1727 
Hymenoptera 0 0 0 50 46 41 48 36 24 177 214 193 

Hemiptera 0 0 0 0 0 0 0 0 0 7 46 47 
Isopoda 0 0 0 0 0 0 0 0 0 14 17 12 
Araneae 0 0 0 0 0 0 0 0 0 4 0 0 

Total 39 61 29 886 324 755 717 1648 549 5223 3500 5337 
RS 5 4 4 23 8 22 28 34 27 50 47 45 

Abréviations : T., témoins ; Emb., emballés ; Tr., traités, RS, richesse spécifique. 
 
 
3.4.6. Les analyses toxicologiques 

Les concentrations ante-mortem de l’éthanol sont mentionnées  dans le 

tableau 3.33. Les chromatogrammes obtenus de la chromatographie en phase 

gazeuse sont montrés sur les figures 1 et 2 de l’Appendice E. Le taux ante-

mortem de l’éthanol mesuré  à partir des échantillons du sang variait entre 0,50 et 

0.74 g/L. Les concentrations de l’éthanol obtenues des échantillons des tissus 

larvaires oscillaient entre 0,178 et 0,282 g/L chez les cadavres traités et entre 

0,196 et 0,247 g/L chez les témoins. 
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44Tableau 3.33 : Concentrations de l’éthanol obtenues à partir du sang et des 

tissus larvaires. 

 

3.4.7. Identification morphologique des espèces des familles des Diptères 

d’importance forensique  

L’identification morphologique des adultes des principales espèces des 

Diptères nécrophages a été basée sur les critères illustrés sur  les figures 3.11-

3.19. 

 
43Figure 3.11: Lucilia sericata (Meigen, 1826) (Diptera, Calliphoridae) (photos 

originales). 
(A) Cuilleron thoracique claire ; (B) Trois paires de macrochètes achrosticales, thorax vert 

métallique ; (C) Basicosta claire. Barre d'échelle 1 mm. 

Cadavre Concentration  ante- mortem 
(g/L) 

Concentrations des larves 
(g/L) 

Traité 1 0,74 0,260 
Traité 2 0,70 0,280 
Traité 3 0,60 0,178 
Traité 4 0,65 0,198 
Traité 5 0,50 0,282 
Traité 6 0,55 0,223 

Témoin 1 - 0,247 
Témoin 2 - 0,233 
Témoin 3 - 0,196 
Témoin 4 - 0,236 
Témoin 5 - 0,211 
Témoin 6 - 0.191 
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44Figure 3.12 : Morphologie de Chrysomya albiceps (Wiedmann, 1819) et 

Chrysomya megacephala (Fabricius, 1794) (Diptera, Calliphoridae) (photos 

originales). 
(A) Femelle de Chrysomya albiceps, gena (joues) jaunâtres, stigmate antérieur jaunâtre et 

cuilleron thoracique blanc ; (B) Mâle de Chrysomya megacephala montrant des joues oranges, 

un stigmate antérieur sombre, un cuilleron thoracique foncé ; (C) Tête du mâle de Chrysomya 

megacephala en vue fronto-latérale, ligne de démarcation séparant les grandes facettes 

oculaires supérieures des petites facettes oculaires inférieures (flèche) ; (D) Tête du mâle de 

Chrysomya megacephala en vue frontale, ligne de démarcation séparant les grandes facettes 

oculaire supérieures des petites facettes inférieures (flèche) ; (E) Femelle de Chrysomya 

megacephala, tête en vue frontale montrant la plaque fronto-orbitaire sombre. Barre d'échelle 1 

mm. 
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45Figure 3.13 : Calliphora vicina (Robineau-Desvoidy, 1830) (Diptera, 

Calliphoridae) (photos originales). 
Poils géniques orangés, stigmate thoracique orange, tronc radial nu ; (B) Cuilleron thoracique 

noir ; (C) Trois paires de macrochètes achrosticales sur la zone postsutural ; (D) Basicosta 

jaune-orangé. Barre d'échelle 1 mm. 

 

 
46Figure 3.14 : Calliphora vomitoria (Linnæus, 1758) (Diptera: Calliphoridae) 

(photos originales). 
Morphologie générale de C. vomitoria ; (B) gena gris-noirâtre, couvertes en dessous de poils 

orangés. Barre d'échelle 1 mm. 
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A            B 

 
Figure 3.15 : Morphologie des Calliphoridae de la sous familles des Polleniinae 

(photos originales). 
(A) Pollenia vagabunda (Meigen, 1826); (B) Pollenia rudis (Fabricius, 1794). Barre d'échelle 1 mm 

(photos originales). 

 

A         B 

  
 

C D 

 
47Figure 3.16 : Morphologie de quelques espèces de la famille des Sarcophagidae 

(photos originales). 
(A) Sarcophaga africa (Wiedemann, 1824) ; (B) Sarcophaga pandellei (Rohdendorf, 1937) ; (C) 

Sarcophaga argyrostoma (Robineau-Desvoidy, 1830) ;  

(D) Sarcophaga tibialis (Macquart, 1851). Barre d'échelle 1 mm. 
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A    B 

 
C    D 

 
E 

 
48Figure 3.17 : Morphologie de quelques espèces de la famille des Muscidae 

(photos originales). 
(A) Hydrotaea ignava (Harris, 1780) ; (B) Hydrotaea dentipes (Fabricius, 1805) 

(C) Muscina stabulans (Fallén, 1817) ; (D) Muscina prolapsa (Harris, 1780) ; (E) Musca domestica 

(Linnæus, 1758). Barre d'échelle 1 mm. 
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A    B 

 
49Figure 3.18 : Morphologie de quelques espèces de la famille des Fanniidae 

(photos originales). 
(A) Fannia canicularis (Linnæus, 1760) ; (B) Fannia monilis (Haliday, 1838). Barre d'échelle 1 mm. 

 

A    B 

 
50Figure 3.19 : Morphologie de quelques espèces de la famille des Piophilidae 

(photos originales). 
 (A) Piophila casei (Linnæus, 1758) ; (B) Piophila nigriceps (Meigen, 1826). Barre d'échelle 1 mm.

 

 

 

 

 



 

	

156	

3.5. Entomogénétique 

3.5.1. Résultats de l’analyse spectrophotométrique 

Le résultat de l’analyse spectrophotométrique est montré sur le Tableau 5 

de l’Appendice F. La technique d'extraction d'ADN en utilisant le kit DNeasy® 

Blood and Tissue (Qiagen, Allemagne) a donnée des quantités d’ADN adéquates 

pour l'amplification de la cytochrome c oxydase I de tous les échantillons utilisés. 

Les concentrations d'ADN extraites de deux pattes des Calliphoridae varient de 3 

à 9,2 ng/μL. Chez les Sarcophagidae, les concentrations des extraits d’ADN d’une 

patte oscillient entre 5,5 et 13,2 ng/μL. Chez les Piophilidae le rendement de 

l’ADN extrait d’une mouche adulte entière varie entre 3,1 et 6,7 ng/μL.  

 

3.5.2. Résultats de l’amplification de l’ADN 

Des fragments du gène mitochondrial COI de 65 spécimens mesurant entre 

492 et 506 pb et appartenant à 13 espèces de mouches nécrophages ont été 

amplifiés et séquencé avec succès (Figure 3.20). 

Le résultat de l’identification moléculaire des échantillons utilisés dans cette 

étude avec leurs taux de similarité sur la base de données GenBank est montré 

dans le tableau 6 de l’Appendice F. Tous les spécimens ont été correctement 

identifiés à l’aide de l’outil nBLAST à partir de la base de donnée GenBank 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). Cependant, la base de donnée BOLD 

(http://www.boldsystems.org) n’a montré aucun résultat. Le pourcentage de 

similarité du premier hit variait entre 95 et 100% chez les Calliphoridae, entre 91 et 

99% chez les Sarcophagidae et entre 91 et 100% chez les Piophilidae. 

 
51Figure 3.20 : Visualisation des bandes des amplifiâts de la PCR sur le gel 

d’agarose après électrophorèse des adultes de treize espèces de mouches 

nécrophages utilisées dans notre étude (photo originale). 
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3.5.3. L’analyse phylogénétique 

L'arbre phylogénétique de chaque famille  inclue non seulement les 

spécimens algériens, mais aussi des séquences de spécimens du monde entier a 

été construit avec la méthode NJ [275].  

Une recherche sur GenBank a été effectuée pour obtenir les séquences d’ADN 

des mêmes espèces provenant de plusieurs écozones. Chaque pays a été 

désigné par son code ISO. Le numéro d’accession sur GenBank de chaque 

séquence a été également mentionné. 

 

3.5.3.1. Les Calliphoridae 

L'arbre optimal des Calliphoridae avec la somme de longueur de 

branche=2,41 est montré sur la figure 3.21. Le pourcentage d'arbres répliqués 

dans lesquels les taxons associés regroupés dans le test bootstrap (500 

répétitions) sont affichés au-dessus des branches [280].  

L'arbre a été dessiné à l'échelle, avec des longueurs de branche dans les 

mêmes unités que celles des distances évolutives utilisées pour déduire l'arbre 

phylogénétique. L'analyse a porté sur 73 séquences nucléotidiques. Toutes les 

positions contenant des lacunes et des données manquantes ont été éliminées. Il 

y a un total de 107 positions dans l'ensemble de données finales.  

Nous remarquons que les séquences de chaque espèce algérienne des 

Calliphoridae se situent sur la même branche sous forme de groupes avec la 

séquence de la même espèce originaire de l’Espagne. Les populations des 

mouches Calliphoridae algériennes semblent être séparées des autres 

populations des différents pays sauf celle des mouches Calliphoridae espagnoles 

(figure 3.21). 
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52Figure 3.21 : Arbre phylogénétique des Calliphoridae réalisé par la 

méthode Neighbor-Joining utilisant le modèle de substitution de Kimura à deux 

paramètres et 500 supports bootstrap. Drosophila melanogaster a été définie 

comme un groupe externe. 
Abréviations : AU, Australie ; CA, Canada ; CN, Chine ; DE, Allemagne ; DZ, Algérie ; EG, Egypte ; 

ES, Espagne ; IN, Inde ; IT, Italie ; UK, Royaumes Unies ; US, Etats-Unis ; ZA, Sud d’Afrique. 



 

	

159	

 

3.5.3.2. Les Sarcophagidae 

L’arbre phylogénétique des Sarcophagidae est montré sur la figure 3.22. 

L’arbre optimal a été tracé avec une somme de longueur de branche =1,87. Le 

pourcentage d'arbres répliqués dans lesquels les taxons associés regroupés dans 

le test bootstrap (500 répétitions) sont affichés au-dessus des branches [280].  

L'arbre a été tracé à l'échelle, avec des longueurs de branche dans les 

mêmes unités que celles des distances évolutives utilisées pour déduire l'arbre 

phylogénétique. L'analyse a impliqué 33 séquences nucléotidiques. Toutes les 

positions contenant des lacunes et des données manquantes ont été éliminées. Il 

y avait un total de 109 positions dans l'ensemble des données finales.  

Nous constatons que les séquences de S. pandellei  et de S. argyrostoma 

originaire de l’Algérie sont groupées sur l’arbre avec celles des mêmes espèces 

provenant de l’Espagne. Les séquences de ces espèces des autres pays 

apparaissent sur des branches différentes. Les séquences de S. africa et S. 

tibialis se situent également sur des branches sous formes de groupes séparés, 

chacun contenant les échantillons de la même espèce. Cependant, toutes les 

séquences des différentes écozones du monde de S. africa et S. tibialis se 

trouvent sur des endroits différents de l’arbre. 
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53Figure 3.22 : Arbre phylogénétique des Sarcophagidae réalisé par la méthode 

Neighbor-Joining en utilisant le modèle de substitution de Kimura à deux 

paramètres et 500 supports bootstrap. Drosophila yakuba et Musca Domestica  

ont été utilisées comme un groupe externe. 
Abréviations : AU, Australie ; CA, Canada ;.CL, Chili ; CN, Chine ; CZ, Tchèque; EG, DE, 

Allemagne ; DZ, Algérie ; Egypte  ES, Espagne ; HR, Croatie ; IN, Inde ; IT, Italie ;; UK, Royaumes 

Unies ;  US, Etats-Unis ; ZA, Sud d’Afrique . 
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3.5.3.3. Les Piophilidae 

L'arbre optimal des Piophilidae avec la somme de la longueur de 

branche=1,07 est montré sur la figure 3.23. Le pourcentage d'arbres répliqués 

dans lesquels les taxons associés regroupés dans le test bootstrap (500 

répétitions) sont affichés au-dessus des branches [280]. L'arbre a été dessiné à 

l'échelle, avec des longueurs de branche dans les mêmes unités que celles des 

distances évolutives utilisées pour déduire l'arbre phylogénétique. L'analyse a 

impliqué 14 séquences nucléotidiques. Toutes les positions contenant des lacunes 

et des données manquantes ont été éliminées. Il y avait un total de 297 positions 

dans l'ensemble des données finales.  

Nous observons que les séquences de P. nigriceps et P. casei de l’Algérie 

apparaît dans deux groupes séparés. Les séquences des mêmes espèces 

provenant des autres pays se trouvent sur des branches séparées.  

 
54Figure 3.23 : Arbre phylogénétique des Piophilidae réalisé par la méthode 

Neighbor-Joining en  utilisant le modèle de substitution de Kimura à deux 

paramètres et 500 supports bootstrap. Drosophila yakuba a été utilisée comme un 

groupe externe. 
Abréviations : CH, Suisse ; DE, Allemagne ; DZ, Algérie ; ES, Espagne ; PL, Pologne ; PT, 

Portugal ; US, Etats-Unis ; US-AK, Etats-Unis Alaska. 
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3.5.4. La variation intra- et interspécifique  

3.5.4.1. Les Calliphoridae 

Les pourcentages de polymorphisme intra- et interspécifiques des espèces 

Calliphoridae dans le cadre de notre étude sont donnés dans le tableau 7 de 

l’Appendice F.  Le nombre de substitutions de bases par site d'une séquence à 

l'autre a été calculé. Les analyses ont été menées en utilisant le modèle de 

Kimura à 2 paramètres [278]. L'analyse a porté sur 73 séquences nucléotidiques. 

Toutes les positions contenant des lacunes et des données manquantes ont été 

éliminées. Il y avait un total de 107 positions dans l'ensemble des données finales. 

La divergence intra-spécifique des séquences de L. sericata de l’Algérie est très 

faible (0-0,9%). L. sericata de l’Espagne est similaire aux séquences de L. sericata 

de l’Algérie (0-0,9%). Le pourcentage de la variation intra-spécifique des 

séquences de L. sericata des autres pays et celles de l’Algérie varie entre 75,7 et 

78,3%. Le Polymorphisme intra-spécifique des séquences Ch. albiceps (0-0,9%) 

est restreint alors que celui de Ch. megacephala  est nul. Ch. albiceps de 

l’Espagne est similaire aux séquences de Ch. albiceps de l’Algérie (0-0,9%). La 

similarité des séquences de Ch. albiceps des autres pays et celles de l’Algérie 

varie entre 78,3 et 83,8%. Aucune séquence de Ch. megacephala de l’Espagne 

n’a été trouvé sur GenBank. Les séquences de Ch. megacephala provenant des 

différentes régions du monde que nous avons utilisé présentent des pourcentages 

de divergence élevés (5,99-7,59%) sauf celle provenant du Brésil qui est similaire 

à nos séquences de l’Algérie (0-29%). 

Le polymorphisme intra-spécifique de nos séquences de C. vicina est nul 

alors que celui de C. vomitoria (0-0,9%) est bas. C. vicina et C. vomitoria de 

l’Espagne sont similaire à nos séquences et représentent un pourcentage variant 

entre 0 et 3,9% pour C. vicina et entre 0,9 et 4,8% pour C. vomitoria. Les 

séquences de C. vicina et C. vomitoria que nous avons utilisé provenant des 

différentes régions du monde présentent des pourcentage de divergence 

supérieurs variant entre 7,07 et 8,13% pour C. vicina et entre 7,07 et 7,32% pour 

C. vomitoria. La divergence intra-spécifique de nos séquences de Po. vagabunda 

est nulle alors que celle de Po. rudis fluctue entre 0 et 0,9%. Les séquences de 

Po. vagabunda disponible sur GenBank proviennent uniquement du Canada. La 

séquence canadienne du Po. vagabunda n’est pas similaire à nos séquences de 

la même espèce (89,8%). Po rudis de l’Espagne était similaire à nos séquences et 
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représentent un pourcentage variant entre 0 et 9%. Cependant, les séquences de 

Po. rudis originaire de l’Inde et du Canada montrent de hauts pourcentages de 

divergence variant entre 71 et 73,3%. L'analyse de la divergence interspécifique 

des Calliphoridae révèle la présence des valeurs proches. Calliphora vomitoria et 

Pollenia vagabunda présentent les séquences les moins similaires (19,1%). En 

général, les membres de la même sous-famille sont plus proches les uns des 

autres que les membres d'autres sous-familles. La variation entre les espèces des 

sous-familles Chrysomyiinae et Luciliinae varie de 3,8 à 10%, entre Calliphorinae 

et Luciliinae de 4,8 à 11,1%, entre Calliphorinae et Chrysomyiinae de 1,9 et 

12,2%, entre Polleniinae et Luciliinae 9 et 14,4%, entre Polleniinae et 

Chrysomyiinae 10,1 et 16,8% et entre Polleniinae et Calliphorinae 9,1 et 19,1%.   

 

3.5.4.2. Les Sarcophagidae 

Les variations intra- et interspécifiques des Sarcophagidae sont présentées 

sur le tableau 8 de l’Appendice F. Le nombre de substitutions de bases par site 

d'une séquence à l'autre est indiqué. Les analyses ont été menées en utilisant le 

modèle de Kimura à 2 paramètres [278]. L'analyse a porté sur 43 séquences 

nucléotidiques. Toutes les positions contenant des lacunes et des données 

manquantes ont été éliminées. Il y a un total de 444 positions dans l'ensemble de 

données final.  

La divergence intra-spécifique de nos séquences de S. argyrostoma est 

nulle tandis que celles de S. pandellei (0-0,9%), S. africa (0-0,9%) et S. tibialis (0-

0,9%) sont restreintes. S. argyrostoma et S. pandellei de l’Espagne était similaire 

à nos séquences et représentent un pourcentage variant entre 0,9 et 6,7%. 

Cependant, les séquences de S. africa et S. tibialis provenant de l’Espagne 

montrent des pourcentages de divergence plus élevés fluctuant entre 8,8 et 13,1% 

chez S. africa et entre 67,6 et 70,2% chez S. tibialis. Les séquences des espèces 

Sarcophagidae originaires des autres pays ne sont pas similaires à nos 

séquences (55,5-81,7%). L'analyse de la divergence interspécifique des 

Sarcophagidae montre des valeurs proches les une aux autres oscillant entre 6,7 

et 24%. S. africa et S. pandellei sont les séquences les moins similaires 

(divergence de 24%).  
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3.5.4.3. Les Piophilidae 

Les variations intra- et interspécifique des Piophilidae sont présentées sur 

le tableau 9 de l’Appendice F. Le nombre de substitutions de base par site entre 

les séquences est indiqué. Les analyses ont été effectuées à l'aide du modèle de 

Kimura à 2 paramètres [278]. L'analyse a impliqué 14 séquences nucléotidiques. 

Toutes les positions contenant des lacunes et des données manquantes ont été 

éliminées. Il y a un total de 297 positions dans l'ensemble de données final. La 

divergence intra-spécifique des séquences de P. casei et de P. nigriceps est nulle. 

Toutes les séquences de P. nigriceps et P. casei des autres pays ne sont pas 

similaires à nos séquences (66-76,6%) L'analyse de la divergence interspécifique 

entre P. nigriceps et P. casei montre des valeurs proches les une aux autres qui 

varient entre 12,8 et 17,4%. 
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CHAPITRE 4 

DISCUSSION 

4.1. Distribution de Lucilia sericata, Calliphora vicina et Chrysomya albiceps en 

Algérie 

4.1.1. Occurrence spatio-temporelle  

Ce travail est le premier à examiner l'occurrence et la dynamique 

saisonnière de Lucilia sericata, Calliphora vicina et Chrysomya albiceps en 

Algérie. 

Dans cette étude, L. sericata est présente en Algérie dans les zones 

bioclimatiques humides, subhumides, semi-arides et sahariennes préférant un 

climat chaud. Lucilia sericata est connu sous le nom de Phaenicia sericata chez 

les auteurs américains. Originaire de l'Europe, L. sericata est surtout présente 

dans la région holarctique. Elle est cosmopolite et présente partout dans le monde 

[120][281]. VALACHOVÀ et al. [282] signalent que L. sericata ayant une 

distribution côtière est présente dans les climats chauds et humides. 

Calliphora vicina préfère un climat tempéré à frais. Elle est présente dans les 

zones bioclimatiques humides, subhumides, semi-arides et sahariennes. C. vicina 

est l'une des espèces les plus abondantes sur les cadavres dans tous les habitats 

[1][283][284]. Elle est connue pour sa large distribution holarctique et sa présence 

dans toutes les écozones à l'exception des zones tropicales [285]. Chrysomya	
albiceps préfère les températures chaudes. Elle est signalée dans les régions 

climatiques humides, subhumides et semi-arides. Ch. albiceps est connue d’être 

une espèce favorisant les températures élevées et l'humidité [25][286]. Ceci est en 

accord avec notre observation puisqu'elle n'a été enregistrée que dans le nord du 

pays pendant les saisons chaudes et humides. A l’exception de certains records 

de Ch. albiceps de la France, cette espèce est rare dans la région paléarctique du 

nord [9]. Cependant, Ch. albiceps est très fréquemment signalé dans la région 

paléarctique du sud, en Afrique du Nord, dans la zone afrotropicale, orientale (de 

l'Inde à la Chine) et néotropicale (Amérique centrale et du Sud) et aux Etats-Unis 

[129][287]–[291]. 
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4.1.2. Occurrence selon le type de l’habitat 

Dans cette étude L. sericata, C. vicina et Ch. albiceps étaient présentes 

dans une grande variété d’habitats. L. sericata est une espèce synanthropique qui 

préfère les zones urbanisées [16][284][292]. Calliphora vicina est également 

considérée comme une espèce synanthropique commune dans les zones 

urbaines [62]. VINOGRADOVA et REZNIK [293] ont rapporté que C. vicina était 

une espèce optionnellement synanthropique trouvé dans les milieux urbains et 

naturels [293][294]. VELASQUEZ [294] ont observé que Calliphora vicina était 

fréquente sur les cadavres découverts dans les écosystèmes synanthropes et 

asynanthropes. En ce qui concerne Ch. albiceps, il s'agit d'une espèce hémi-

synanthropique [295][296]. Ces observations sont en accord avec nos résultats. 

Les facteurs climatiques qui influent la dynamique saisonnière des insectes 

semblent expliquer la distribution altitudinale de ces espèces [295][297]. 

LAMBIASE et CAMERINI [295] ont observé deux espèces thermophiles à faible 

altitude : Lucilia sericata et Chrysomya albiceps alors que les hautes altitudes 

étaient représentées par Calliphora vicina et Calliphora vomitoria. En contraste, L. 

sericata a été signalée dans notre étude à Tikjda, une zone montagneuse dont 

l'altitude est de 1561 m. 

 

4.1.3. Distribution saisonnière de L. sericata et C. vicina dans deux habitats 

différents 

Au cours des relevés des dynamiques saisonniers, Chrysomya albiceps n'a 

pas été enregistrée sur les appâts de viande. Cela peut être due au fait qu'il s'agit 

d'une espèce secondaire ou à sa préférence pour un type d'appât particulier 

puisqu'elle a été attirée par des appâts, par des cadavres animaux et par des 

corps humains au cours de cette étude. Par conséquent, l’étude de l'influence de 

la taille et du type d'appât sur l’attraction de Ch. albiceps a besoin d'une recherche 

plus approfondie. 

Chrysomya albiceps semble être une espèce moins commune en Algérie que L. 

sericata et C. vicina. C’est l’une des espèces les plus fréquemment rencontrées 

en Afrique du Sud et en Égypte où elle est considérée comme une espèce estivale 

[20][287]. Nos résultats montrent que Ch. albiceps était présente du mois d'avril 

jusqu’à octobre. De même, BAZ et al. [298] ont rapporté l’occurrence de Ch. 

albiceps de mai à octobre au centre de l'Espagne. Au Portugal, PRADO e 
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CASTRO [129] ont trouvé cette espèce abondante durant l'été et l'automne à 

Lisbonne. Ainsi, nos observations concordent avec la littérature selon laquelle 

cette espèce préfère les températures tièdes à chaudes [9][28]. 

Les effectifs de L. sericata et C. vicina piégés n’ont pas montré de 

différence significative entre le milieu urbain et le milieu forestier (P>0,05). L. 

sericata était présente toute au long de l’année avec une préférence pour la 

saison printanière. Ces observations sont conformes aux résultats rapportés dans 

des études antérieures [15][284][299]. 

À Lisbonne, PRADO E CASTRO et al. [129] ont enregistré la présence de L. 

sericata au printemps, en été et en automne. VANIN et al. [292] ont indiqué que la 

dynamique des communautés d'Europe du Sud de cette espèce différait de celles 

des pays d'Europe centrale et d’Europe du Nord. De même, des collectes de L. 

sericata à partir des corps humains en hiver (février et novembre) ont également 

été signalées en Espagne [28]. Par conséquent, à partir de la découverte de 

pupes de L. sericata sur des cadavres en hiver, nous ne pouvons pas conclure 

que la mort s'est produite en été. 

Dans cette étude, C. vicina avait une préférence pour l’hiver. Cette espèce 

a été observée d’être active durant les périodes hivernales les plus froides [14] et 

peut même coloniser des cadavres dans la neige [300]. En Allemagne, C. vicina a 

été trouvé sur des cadavres humains tout au long de l'année à Hambourg mais 

plus souvent en décembre, janvier et février [299]. Des spécimens de C. vicina ont 

été échantillonnés en Espagne au printemps à partir des dépouilles de porc [301]. 

ARNALDOS et al. [302] ont signalé la présence de ces espèces dans le sud-est 

de la péninsule Ibérique sur des cadavres d'animaux au printemps, en été et en 

hiver. En Calabre (sud de l'Italie), C. vicina a été observé en automne, en hiver et 

au printemps [303]. Ces observations sont similaires à nos résultats. Cependant, à 

Lisbonne, PRADO E CASTRO et al. [129] ont recueilli C. vicina pendant les quatre 

saisons sur des cadavres de porcs. De même, dans une étude en Belgique, 

FREDERICKX et al. [283] a échantillonné C. vicina tout au long de l'année. Cela 

peut être expliqué par la différence des températures moyennes saisonnières 

entre l'Europe et l'Afrique du Nord. 
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4.2. Etude du cycle de développement des principales mouches d’intérêt médico-

légale 

4.2.1. Estimation de la fécondité des populations des mouches 

Durant notre étude, nous avons obtenu une moyenne de 236±14,50 œufs 

des pontes obtenues à partir des femelles de L. sericata et une moyenne de 

260±40,47 œufs à partir des femelles de C. vicina collectées de l’extérieur et 

maintenues au laboratoire. WALL [84] a trouvé que les femelles gravides de L. 

sericata collectées sur le terrain contenaient en moyenne 225±7 ovocytes 

matures, ce qui ne différait pas significativement de celui des femelles maintenues 

au laboratoire, qui avaient une moyenne de 223±12 ovocytes par amas. La 

fécondité quotidienne moyenne sur 40 jours des individus nourris avec du poisson 

était 202,45±22,0 tandis que celle des mouches qui se sont alimentées du foie 

était 338,32±38,54. Ainsi, l’auteur a déduit que le régime alimentaire avait une 

influence sur la fécondité de C. vicina [304]. Pour cela, ont peut dire que la 

fécondité des mouches est influencé par des facteurs intrinsèque (l’espèce, la 

taille, etc.) et des facteurs extrinsèque (régime alimentaire). 

 

4.2.2. Évaluation de la durée du cycle de développement de L. sericata et C. 

vicina 

À partir des élevages de L. sericata à 24 et 27°C, il ressort que le 

pourcentage d’émergence était 84,67% et 83,33% respectivement. Le 

pourcentage d’émergence chez C. vicina était 68% à 24°C et 66,66% à 27°C.  

Comme tous les insectes, les mouches nécrophages sont des animaux à 

sang froid ou poïkilothermes. Leur activité et développement dépendent 

strictement de la température [20]. Selon WALL et al. [305], le pourcentage 

d'émergence dépend de la température et est extrêmement variable, allant de 0 à 

96%. GOSSELIN et al. [306] ont rapporté que le profil d'émergence d'une 

population unique à différentes températures constantes montrait une grande 

variabilité due au taux de développement individuel différent. 

Nos résultats montrent que le taux d’émergence a augmenté avec l’augmentation 

de la température chez L. sericata mais a diminué avec l’augmentation de la 

température chez C. vicina. Cela peut être expliqué par les préférences 

thermiques de ces espèces. 
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Les données de cette étude comparées à d'autres références de la région 

paléarctique (tableau 4.1) montrent des taux de développement de L. sericata et 

C. vicina différents.  

La durée du cycle de vie de L. sericata décrite dans cette recherche, de l'œuf à 

l'adulte, était 15 et 12,5 jours à 24 et 27 °C respectivement.  Ces durées sont 

différentes des données fournies par MARCHENKO [25] (30,193 et 36,231 jours à 

24 et 27°C respectivement) et par GRASSBERGER et REITER [120] (12,375 et 

11,450 jours à 25 et 28°C respectivement). 

La durée de développement de C. vicina était 18 jours à 24°C et 15°C à 27°C. 

Ces données diffèrent légèrement des donnée trouvées par MARCHENKO [25] 

(17,6 et  15,5 jours à 24 et 27°C respectivement) et par DEFILIPPO et al. [307] 

(17, 16 et 15 jours à 23, 25 et 28°C respectivement). Nos résultats montre que 

d’une façon générale, la durée de développement diminue avec l’augmentation de 

la température. 

La disparité entre ces résultats peut être principalement expliquée par des 

facteurs intrinsèques et extrinsèques. Dans une étude rapportée par WARREN et 

al. [308], la durée de développement de L. sericata sur le foie et le cœur du bœuf 

différait par 1 jour de celle sur des substrats du foie et du cœur du porc.  La 

différences entre les données de la même espèce pourraient être due aux 

variations intra-spécifique des populations géographiquement séparées [308]. 

 

45Tableau 4.1 : Comparaison de la durée de développement (en jours) de L. sericata 

et C. vicina de cette étude et de la littérature. 

Température 
(°C) 

Durée (jours) Référence 
L. sericata C. vicina 

22 26,167 - [25] 
14,125 - [120] 

23 28,180 18,5 [25] 
- 17,0 [307] 

24 
30,193 17,6 [25] 
15,000 18,0 L’étude présente 

25 
32,206 16,6 [25] 
12,375 - [120] 

- 16,0 [307] 
26 34,219 16,2 [25] 

27 
36,231 15,5 [25] 
12,500 15,0 L’étude présente 

28 
38,244 14,9 [25] 
11,450 - [120] 

- 15,0 [307] 
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4.2.3. Estimation des températures moyennes journalières (ADD) 

Le tableau 4.2 montre des sommes d’ADD de L. sericata et C. vicina 

obtenues à partir de notre étude et celles de la littérature de la région paléarctique. 

En utilisant le seuil de développement minimal de 9°C nous avons obtenu des 

sommes ADD de 210±15 et 207±12,73°C à 24 et 27°C respectivement. Nos 

valeurs sont similaires à celles données par MARCHENKO [25] (207°C).  

 

46Tableau 4.2 : Comparaison des températures journalières accumulées (ADD) de 

L. sericata et C. vicina de cette étude et de la littérature. 

Températures (°C) 
ADD (°C) Seuil 

minimal 
(°C) 

Référence 
L. sericata C. vicina 

23 - 360,4±15 1,8°C [307] 

24 210±15°C 374±22 2 L’étude présente 391±23 1 
25 - 371,2±0,0 1,8 [307] 

27 207±12,73°C 
375±25 2 

L’étude présente 390±26 1 
28 - 393,0±8 1,8 [307] 

R4 (30, 24, 18 et 15) 223 - 8,9 [309] 
R5 30, 24, 18, 15 et 12) 226 - 8,7 [309] 
R6 (30, 24, 18, 15, 12 et 

10) 228 - 8,6 [309] 

R3 (10, 12 et 15) 243 - 8,3 [309] 
11-30 207 388 9 [25] 

  

 CERVANTÈS et al. [309] ont établi des modèles de régression linéaire 

adaptés à l'estimation du temps de développement total, en fonction de la 

température subie par L. sericata. Le modèle construit avec quatre températures, 

R4 (30, 24, 18 et 15°C) a permis d’obtenir un total de degrés-jours cumulés (ADD) 

de 223°C  et un seuil de développement minimal Tmin de 8,9°C. Le modèle à cinq 

températures, R5 (30, 24, 18, 15 et 12°C), a donné un ADD de 226°C et un Tmin de 

8,7°C, et le modèle R6 (30, 24, 18, 15 et 12, 10°C) a donné des valeurs très 

similaires à R5 (ADD=228°C et Tmin=8,6°C). Cette étude indique que plus la 

température extrême est basse, plus les valeurs ADD et Tmin sont élevées. Ces 

valeurs sont très différentes du modèle R3 (10, 12 et 15°C) (ADD=243°C et 

Tmin=8,3°C) (tableau 4.2).  

Ainsi, CERVANTÈS et al. [309] ont démontré que les valeurs de la constante 

thermique théorique ne sont pas fixes mais dépendent du modèle appliqué. Les 
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résultats obtenus avec R3 sont les plus proches à des données expérimentales 

testées par les mêmes auteurs. Afin d’obtenir une estimation correcte, 

CERVANTÈS et al. [309] ont proposé la combinaison du model R3 avec le model 

de MARCHENKO [25]. 

Concernant C. vicina, la constante de développement minimale n'est pas 

universellement acceptée et les valeurs publiées vont de 6°C [310] à 2°C 

[311][312]. DAVIES et RATCLIFFE [313] ont observé que les œufs de C. vicina 

éclosent à 3,5°C et ont donc conclu que le seuil minimal devait être inférieur à 

3,5°C. AMES et TURNER [314] ont étudié le développement de C. vicina à des 

températures allant jusqu'à 1°C, mais ont conclu qu'il n'existait pas un seuil 

minimal évident. 

En utilisant le seuil de développement minimal de 2°C, nous avons obtenu 

des sommes de 374±22 et 375±25°C à 24 et 27°C respectivement. En calculant 

avec le seuil de 1°C, les ADD obtenus étaient 390±26 et 391±23°C à 24 et 27°C 

respectivement. 

Nos valeurs diffèrent légèrement de celles données par MARCHENKO [25] 

(207°C entre 11 et 30°C) et par DEFILIPPO et al. [307] 393.0±8.0 et 371.2±0.0°C 

à 25 et 28°C respectivement. Cette disparité dans la constante thermique de C. 

vicina peut être expliqué par la différence du model de croissance des espèces 

dans les différentes régions zoogéographiques [120].  

 

4.3. Étude in vitro du pouvoir antimicrobien des larves de Lucilia sericata 

4.3.1. La stérilisation 

Le travail réalisé dans cette partie vise à maîtriser les méthodes de 

stérilisation des œufs et des larves de L. sericata  

La stérilisation des œufs ou des larves à utiliser en larvothérapie est une étape 

primordiale car les larves seront appliquées sur un patient à des fins 

thérapeutiques. Ainsi, la prévention des contaminants tels que le tétanos signalé 

par BAER [203] est une priorité. 

L’évaluation du succès d’un produit désinfectant se base sur son effet sur la 

mortalité des œufs ou des larves ainsi que sur la présence des contaminants 

après la stérilisation. Dans cette étude, l’hypochlorite de sodium à 0,5% a donné 

un taux de mortalité de 23,43% et 16,67% chez les œufs et les larves 

respectivement. La polyvidone iodée à 10% a donnée un taux de mortalité de 



 

	

172	

77,08% et 47,50% chez les œufs et les larves respectivement. L’hexamidine à 

0,1% a montré un taux de mortalité de 92,19% et 52,50% chez les œufs et les 

larves respectivement.  

Aucune contamination n’a été observée après la stérilisation des œufs et des 

larves dans cette étude. Les larves stérilisées étaient plus viables car ces 

dernières étaient apparemment plus résistantes que les œufs [315]. 

Des études antérieures ont rapporté la stérilisation des œufs de mouches à l'aide 

de diverses substances. Les œufs de L. sericata ont été lavés avec une solution 

de lysol à 3%. Les larves stériles issues de ses œufs se sont avérées appropriées 

pour une application sur les plaies [316]. Ce désinfectant a été également 

recommandé pour stériliser les œufs de L. sericata et d’autres Calliphoridae. Une 

immersion de 10 minutes dans le Lysol à 3% a éliminé les bactéries aérobies de la 

surface externe de trois espèces d'œufs de Calliphoridae, tout en permettant des 

taux élevés d'éclosion des œufs [317].  

Néanmoins, Les larves nouvellement écloses de L. sericata provenant 

d'œufs désinfectés nettoyés avec une solution de chloramine à 0,25% se sont 

révélées contaminées par Bacillus subtilis, Bacillus pumilus et Paenibacillus pabuli 

[245].  

Dans une autre étude, YEONG et al. [318] ont signalé l'absence de flore 

microbienne sur les œufs de Lucilia cuprina (Wiedemann) après traitement de 

NaOCl à 0,05%, suivi de formaldéhyde à 5% sous microscope électronique à 

balayage. La stérilisation de L. cuprina avec la chlorhexidine (les détails de la 

concentration ne sont pas mentionnés) suivie par l’alcool à 70° présentait un taux 

d'éclosion élevé (36,67±4,41%) mais un faible taux de survie (31,67±1,67%). 

Néanmoins, une stérilité complète a été obtenue dans tous les cas, sauf que 

Proteus mirabilis a été régulièrement trouvé [315].  

Une autre étude récente a été menée sur la stérilisation des œufs de 

Chrysomya megacephala et L. cuprina avec trois désinfectants : chlorhexidine à 

0,05%, chlorhexidine-cétrimide chlorhexidine à 1,5%, polyvidone iodée à 10% et 

l’hypochlorite de sodium à 0,5%. Contrairement à nos résultats, la capacité de 

survie des larves chez les deux espèces n'était pas significativement différente 

entre les groupes traités et les témoins [319]. En raison de son efficacité de 

désinfection élevée dans la destruction des micro-organismes présents dans les 

œufs de mouches, la stérilisation avec l'hypochlorite de sodium à 0,5% a été 
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recommandée par ces auteurs [319]. Dans notre étude, la stérilisation des œufs et 

des larves de L. sericata avec l’hypochlorite de sodium à 0,5% était la meilleure 

méthode du point de vue du taux de mortalité des individus stérilisés. La 

polyvidone iodée à 10% était efficace mais a donné un taux de mortalité plus 

élevé.  

 

4.3.2. Tests antimicrobiens  

Le but de ces tests vise à tester le pouvoir antibiotique des asticots de 

Lucilia sericata contre des souches bactériennes et fongiques choisies. 

Après 24 heures de contact des asticots de L. sericata, nous avons 

constaté la disparition des colonies dans la zone d’application des larves et leur 

persistance dans le pourtour de la boite. Cela montre que les asticots étaient 

capables d’éliminer les colonies bactériennes.  

Le taux de mortalité corrigé des larves en contact avec B. subtilis était le plus 

élevé (32,99%) suivi de celui de P. aeruginosa (17,52%), K. pneumoniae (17,52%) 

et E. coli (18,57%). Le taux de mortalité corrigé chez les larves déposées sur les 

souches de S. aureus MSSA (1,03%),  C. freundii (3,09%) et S. aureus MRSA 

(9,28%) était bas. Néanmoins, Une croissance bactérienne a été notée sur les 

boites ensemencées avec la suspension intestinale des larves en contact avec B. 

subtilis.  

Concernant les tests antifongiques, le taux de mortalité corrigé des larves 

en contact avec C. albicans était 26,73% suivi de celui de S. cerevisiae (15,84%) 

et A. niger (11,88%).  

La mortalité des larves peut être causée par des facteurs intrinsèques liés à la 

tolérance de la présence des microorganismes dans la larve ou par la charge en 

microorganisme élevée et la faible densité larvaire.   

Dans une étude in vitro du pouvoir antimicrobien des asticot de L. sericata 

MARGOLIN et GIALANELLA [261] ont rapporté une lyse complète des cultures de 

Staphylococcus aureus résistant à la méthicilline, de Pseudomonas aeruginosa et 

d'Enterococcus résistant à la vancomycine dans la zone d'application des larves 

vivantes. Ces résultats concordent avec nos observations.  

Nos résultats sont en accord avec les observations notées par THOMAS et 

al. [215] qui ont montré que les larves de Lucilia sericata étaient capables de tuer 
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ou de diminuer le nombre des bactéries total de Staphylococcus aureus in vitro et 

de combattre les infections cliniques de divers types de plaies.  

Les enzymes sécrétées participent au débridement des plaies et présentent 

une activité antimicrobienne. Les propriétés antibactériennes des 

excrétions/sécrétions (ES) des larves ont été démontrées contre différentes 

bactéries à Gram positif et à Gram négatif, y compris S. aureus résistant à la 

méthicilline [320]–[322], Micrococcus luteus [262], E. coli [262][320][323], S. 

aureus sensibles à la méthicilline [262][323][324], P. aeruginosa [320][322]–[324], 

Klebsiella pneumoniae et Bacillus subtilis [320][323], Bacillus cereus, Serratia 

marcescens, Enterococcus faecalis, Proteus mirabilis et Staphylococcus 

epidermidis [320] et Streptococcus pyogenes [324]. 

Contrairement aux études décrites précédemment, HASSAN et al. [323] ont 

rapporté l’absence d’une activité antibactérienne contre S. epidermidis, S. 

pyogenes, Proteus vulgaris et K. pneumoniae. CAZANDER et al. [325] n'ont pas 

trouvé de propriétés antibactériennes chez les larves vivantes ajoutées aux 

suspensions bactériennes de Gram positif (S. aureus, staphylocoque à coagulase 

négative, S. pyogenes et E. faecalis) ou à Gram négatif (K. oxytoca et P. 

aeruginosa). En outre, toutes les bactéries, à l'exception de P. aeruginosa, ont 

montré une croissance supérieure à celle des cultures témoins sans larves. Les 

auteurs ont établi l’hypothèse que l’effet antibactérien clinique des asticots pourrait 

être une action antibactérienne indirecte se produisant par des mécanismes à 

médiation immunitaire [325] ce qui nécessite une évaluation plus approfondie. 

Les résultats de la présente étude sont comparables à ceux obtenus par 

JAKLIC et al. [326]. Ils ont mené des recherches quantitatives in vitro et in vivo 

pour évaluer l'effet des ES des larves de Lucilia sericata sur des souches 

bactériennes de S. aureus colonisant le plus souvent les plaies chroniques. 

L’activité antibactérienne a été également étudiée dans des études in vitro 

et in vivo en comparant la diversité bactérienne des plaies avant et après 

l'application des larves de L. sericata. Les auteurs ont conclu que la larvothérapie 

était fortement recommandée, en particulier pour le traitement des plaies infectées 

par des bactéries à Gram positif, comme S. aureus, mais moins pour les plaies 

infectées par des bactéries à Gram négatif, en particulier Proteus spp. et 

Pseudomonas spp. Les bactéries du genre Vagococcus étaient résistantes aux 

ES des larves [326]. En contraste, cette thérapie a éliminé in vivo les micro-
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organismes multirésistants (K. pneumoniae, E. coli et P. aeruginosa) présents 

dans des plaie [327]. 

Peu d’auteurs ont testé le pouvoir antifongique des larves de L. sericata. 

Dans une étude réalisée in vitro par ALNAIMAT et al. [206], les auteurs ont montré 

une activité des larves de L. sericata vis-à-vis de Trycophyton terestre et 

Saccharomyces cerevisiae. Ils ont également trouvé que les souches fongiques 

ingérées par les larves ont été éliminées dans leur tube digestif. En accord avec 

ces observations et nos résultats, MEYLAERS et al. [328] ont observé que le 

dernier stade larvaire de la mouche domestique, Musca domestica présentait une 

activité antifongique contre Saccharomyces cerevisiae en plus de l'activité 

antibactérienne. 

 MARGOLIN et GIALANELLA [261] ont rapporté une lyse complète des 

cultures de Candida albicans par les larves de L. sericata appliquées vivantes sur 

ces dernières ce qui est en accord avec notre résultat. HASSAN et al. [323] ont 

étudié le pouvoir antifongique des ES de L. sericata et ont rapporté que Geotricum 

candidum était la souche testée la plus sensible suivie de Aspergillus fumigatus. 

En revanche, aucune activité n’a été détectée contre C. albicans et 

Syncephalastrum racemosumas. Ces observations contrastent avec nos résultats 

et ceux de MARGOLIN et GIALANELLA [261]. 

 

4.4. Etude de décomposition des cadavres des lapins dans un milieu ouvert sous 

conditions particulières 

4.4.1. Données climatologiques  

Les insectes nécrophages colonisent habituellement les cadavres peu de 

temps après la mort à condition qu'ils ne soient pas influencés par les conditions 

météorologiques [259]. La température influence directement le processus de la 

décomposition. Les températures extrêmes inhibent la prolifération bactérienne 

ralentissant la décomposition et préservant les tissus du corps. De plus, la 

température a une influence directe sur l'activité et le développement des insectes 

[26].  

La période expérimentale était dominée par un climat tempéré (la 

température moyenne variait de 12,5 à 23,5°C). Les plages thermiques 

enregistrées se situaient entre les seuils des températures minimales et 

maximales requises pour l'activité et le développement de la plupart des insectes 
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d'importance médico-légale [20][25]. Comme prévu, les températures étaient 

chaudes et les précipitations n’ont pas eu lieu durant cette étude. Par conséquent, 

l'influence potentielle des facteurs climatiques sur la décomposition et l'activité de 

l’entomofaune charognarde a été évitée. 

 

4.4.2. Les stades et le taux de décomposition 

Les stades de décomposition observés dans cette étude étaient les mêmes 

que ceux d'autres études réalisées avec des cadavres des lapins exposées 

[290][329]. La durée du stade frais était de 27 heures pour les cadavres exposés 

(témoins et traités) et les cadavres emballés. Le stade gonflé a commencé le 

deuxième jour après le dépôt du corps et a duré 41 heures chez les cadavres 

exposés, tandis que le même stade a duré plus longtemps chez les cadavres 

emballés avec des durées variables pendant ce stade (de 64 à 93 heures). Quant 

à la phase de putréfaction, elle a duré 25 heures chez les cadavres exposés et a 

varié de 48 à 77 heures chez les cadavres emballés. Au cours de la période 

d'étude, le séchage des cadavres a été enregistré après environ 94 heures de 

dépôt des témoins et les traités alors que le début de dessèchement des cadavres 

emballés variait de 140 à 192 heures. 

Malgré la non significativité statistique révélée par le test de Wilcoxon-

Mann-Whitney avec correction de la continuité, l'observation visuelle a montré 

également que les dépouilles exposées se sont décomposées à un rythme 

beaucoup plus rapide que celles emballées. Les cadavres exposés ont pris 

seulement environ 4 jours pour atteindre le stade sec. En revanche, les cadavres 

emballés ont atteint le stade sec en 6 à 8 jours. Ainsi, les cadavres emballés se 

décomposent plus lentement que les carcasses exposées.  

De même, MANN et al. [31] ont découvert que l'enfermement des corps ou des 

parties du corps dans le plastique ralentissait la décomposition. Par contre, des 

observations faites sur des corps humains aux États-Unis à l’établissement de la 

recherche anthropologique (également connu sous le nom de «ferme des 

cadavres») à l'Université du Tennessee ont montré que les corps recouverts de 

plastique se décomposaient plus rapidement que ceux laissés exposés [124].  

Au cours d'une étude anthropologique menée par DAUTARTAS [330], l'auteur n'a 

pas rapporté de différences statistiques significatives entre le taux de 

décomposition d'un corps humain enveloppé dans une couverture et un autre 
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dans une bâche en plastique. Cependant, des différences visuelles ont été 

observées, telles que la momification du corps dans la couverture, ou la 

décomposition humide prolongée de ce celui dans la bâche en plastique [330].  

KELLY et al. [123] ont étudié l'effet de l'habillement et de l'emballage des 

cadavres de porcs sur leur décomposition et la colonisation par les insectes en 

Afrique du Sud. Les auteurs ont également signalé que les vêtements et 

l'emballage avait un effet sur le taux de décomposition des cadavres. En 

conséquence, la durée du stade de putréfaction avancé s'est allongée et la perte 

de la biomasse a diminué [123]. Ces résultats sont en accord avec nos 

observations. FORMAN [124] a indiqué que la décomposition des corps emballés 

semblait plus avancée puisque l'humidité emprisonnée à l'intérieur de l’emballage 

de plastique augmentait le dépôt de la condensation sur les tissus corporels. Les 

mêmes observations ont été notées au cours de ce travail. En ce qui concerne les 

cadavres exposés, l'humidité a été perdue à l'air libre, ce qui a entraîné une 

momification rapide des tissus non couverts. De même, ATURALIYA et 

LUKASEWYCZ [331] ont constaté que le mouvement de l'air sur des dépouilles de 

rats a amplifié le taux de dessiccation. 

Concernant la décomposition des cadavres traités avec l’éthanol, nos 

résultats sont comparables à ceux de TABOR et al. [165]. Les auteurs ont trouvé 

que l’ingestion de l'éthanol des porcs n’a pas changé le taux de décomposition 

des animaux traités.  

 

4.4.3. Composition et abondance de la communauté d'arthropodes 

Selon la classification écologique, nous avons enregistré des espèces 

nécrophages, des prédateurs et des parasitoïdes de nécrophages, des espèces 

saprophages, des espèces omnivores, des espèces de la faune locale 

(accidentelles) et des espèces opportunistes (Figure 4.1.). Les principales 

espèces d'insectes d'importance médico-légale sont largement représentées 

parmi les populations échantillonnées, et leur abondance relative concorde avec 

les observations antérieures sur les cadavres d'animaux en milieu naturel 

[332][333]. La plupart des espèces qui ont été collectées dans la présente étude 

ont également été collectées lors des études antérieures en Algérie [259][334], à 

Lisbonne [129][289][335] et à Murcia, au sud-est de l'Espagne [28][336], dont les 

conditions environnementales sont similaires à celles du nord de l'Algérie. L. 
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sericata (adultes et larves) était l'espèce la plus abondante, suivie de C. vicina. 

Cependant, la ponte de C. vicina n'a pas pu être confirmée car leurs asticots n'ont 

pas été collectés. Cela peut être due aux températures élevées ou à la présence 

de prédateurs. 

 

	
55Figure 4.1 : Schéma des relations trophiques des espèces d’arthropodes les 

plus representatives associées aux cadavres. 

 

Les statistiques ont montré que certaines espèces étaient attirées par les 

cadavres des lapins exposés, alors que d'autres semblaient être attirées par les 

cadavres emballés. En ce qui concerne la diversité des espèces, la richesse en 

espèces ne différait pas significativement entre les groupes des cadavres. En 

outre, nous notons que les proportions respectives d'espèces piégées n'étaient 

pas significativement variables entre les trois groupes.  

Dans une étude entomologique sur le terrain mené par AHMAD et al. [37] en 

Malaisie sur l'effet de l'emballage des cadavres de singes sur les Diptères, les 

auteurs n'ont observé aucune différence sur l'abondance des mouches ce qui est 

en accord avec nos résultats. 

Nos observations montrent que la présence du sac plastique n'a pas 

influencé l'accessibilité des insectes nécrophages. Une étude a été réalisée par 

BHADRA et al. [30] sur l'accessibilité des insectes au foie de poulet et aux têtes 

de porcs enfermés dans des valises. Les auteurs ont rapporté que des femelles 
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de Calliphora vomitoria et Calliphora vicina étaient attirées à ses substrats et leurs 

larves ont accédés à ces derniers à travers les petits trous de la fermeture à 

glissière. Dans une autre étude menée par CHARABIDZE et al. [38], l'arrivée des 

mouches et leur colonisation des boîtes appâtées et présentant des trous d'accès 

de différentes dimensions ont été étudiées. Les auteurs ont signalé que L. sericata 

était capable d'entrer aux endroits les plus difficiles [38]. Ces observations 

expliquent l'abondance des mouches sur les individus emballés au cours de notre 

étude. 

 

4.4.4. L’occurrence des arthropodes 

La succession des arthropodes dans cette étude était généralement 

similaire à celle signalée dans les régions tropicales et tempérées. D'abord, 

l'invasion rapide des cadavres par les Diptères adultes et les fourmis. Ensuite, 

l'apparition des asticots et des Coléoptères adultes avec une richesse maximale 

en arthropodes. Plus tard, on note une diminution de la diversité des espèces et 

de leur dispersion [290]. Bien que certaines variations aient été observées dans la 

composition des espèces, la succession générale des arthropodes sur toutes les 

cadavres était similaire à la succession obtenue dans d'autres études [333][335]. 

TABOR et al. [165] ont rapporté que la présence de l’éthanol n'a pas 

modifié les schémas de succession des taxons d’insectes. De plus, la colonisation 

par les insectes a eu lieu au même rythme chez les animaux traités à l'éthanol et 

les témoins. Même lorsque la concentration de l'éthanol dans le sang atteignait 

2,6 g/L, soit environ 3 fois la limite légale dans de nombreux États américains. Ces 

observations sont en accord avec nos résultats. 

Dans des expériences sur le terrain examinant l'effet de l'habillement et 

l'emballage sur la colonisation des cadavres de porcs par les insectes pendant 

l'automne et l'été, KELLY et al. [123] n'ont observé aucune différence dans le profil 

de succession des espèces entre les cadavres. De plus, KELLY et al. [123] et 

VOSS et al. [34] ont signalé qu'il n'y avait pas un retard dans la colonisation ou la 

ponte des mouches Calliphoridae sur les cadavres habillés ou enveloppés. De 

même, AHMAD et al. [37] ont signalé qu'il n'y avait pas un retard dans l'oviposition 

des mouches sur les corps de singes emballées. Ces résultats concordent 

largement avec nos observations mais contrastent avec celles de GOFF [122] qui 

ont trouvé que l’accès des mouches à des cadavres emballés et bien fermés a été 
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retardé de 2,5 jours. Le retard dans la ponte peut être attribué à la présence de 

plusieurs couches d’emballages serrés, contrairement à l'emballage et aux 

vêtements utilisés dans notre étude et les études susmentionnées. Par 

conséquent, la présence d’emballage ou de vêtements ne semble pas empêcher 

les mouches d'avoir accès aux cadavres [34]. On peut aussi suggérer que les 

températures chaudes pendant notre expérience étaient favorables à l'activité des 

insectes, ce qui a augmenté leur nombre et a entraîné une compétition pour 

accéder à la source alimentaire [37]. 

Au cours de cette étude, l'emballage n'a pas retardé l'arrivée des espèces 

des mouches rencontrées mais a affecté l'abondance des premiers colonisateurs. 

Ceci est probablement due à la présence de l’emballage qui a diminué la diffusion 

de l'odeur des cadavres enveloppés. En revanche, AHMAD et al. [37] ont signalé 

un retard dans l'arrivée des mouches qui variait de 1 à 13 jours. 

Les premiers insectes présents sur les dépouilles étaient Lucilia sericata, ce 

qui est conforme avec la littérature [1][20]. Cette espèce est apparue peu après la 

mise en place des cadavres. Sa présence a été notée tout au long de la période 

d'étude en nombres élevés. L. sericata a été identifié parmi les premiers 

colonisateurs durant les saisons chaudes [1][53][256][260][337][338]. Ainsi, cette 

espèce joue un rôle de premier plan dans la décomposition des corps, ce qui 

confirme son utilité en entomologie médico-légale. Chrysomya albiceps a été 

observée sur les trois types des cadavres. Les larves de L. sericata et Ch. 

albiceps étaient présentes pendant plusieurs jours au cours de cette étude. Cette 

observation met en évidence l'importance de ces espèces pour l'estimation de 

l’IPM.  

 SZPILA [339] a collecté quelques spécimens de Po. vagabunda en Pologne 

en été. Cette espèce a une distribution holarctique. Les pupes de Po. vagabunda 

ont été trouvée dans la tige de maïs infestée par la teigne de Sesamia 

nonagrioides Lefebvre [340]. SZPILA [339] a également enregistré des adultes de 

Po. rudis en Pologne dans tous les habitats, principalement au printemps et en été 

avec une très grande abondance dans les prairies. Po. rudis est largement 

répandue dans la région paléarctique, la région néarctique, l'orient et les régions 

australasiennes. Elle est connue comme parasite de ver de terre [340]. Ces deux 

espèces n’avaient jamais été rapportées en Algérie probablement due au manque 

des études sur ses dernières.  
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Les spécimens de Pollenia Robineau-Desvoidy, en particulier ceux de Po. rudis, 

sont régulièrement collectés lors d'expériences de succession sur des charognes 

en Europe et en Amérique du Nord [13][129][284][302][341]. SULAKIVA et 

BARTAK [341] ont proposé d'attribuer à Pollenia le statut de « prédateur/parasite 

sur les espèces nécrophages », suivant la classification proposée par SMITH [6]. 

Les vers de terre, hôtes d'espèces de Pollenia rudis peuvent participer à la 

décomposition des cadavres des vertébrés, mais la présence de Pollenia sur les 

charognes semble plutôt liée à l'alimentation des mouches adultes sur les 

cadavres. Néanmoins, les larves de ces vrais parasites ne peuvent terminer leur 

développement en se nourrissant des cadavres [339]. Leur présence dans notre 

étude et d’autres avec des effectifs élevés montre que la présence des adultes de 

ces espèces ne peut pas être attribuée au hasard et être totalement accidentelle. 

Le fait que les femelles de cette espèce se nourrissent de produits de 

décomposition liquides et semi-liquides supporte notre hypothèse [339]. 

 Hydrotaea spp. arrive généralement après les Calliphoridae, ce qui 

confirme les observations précédentes [27][129][333]. Drosophila sp., Thereva sp., 

Tipula sp. et Culex sp. étaient présentes seulement sur les cadavres emballés. La 

présence de ces espèces peut être due aux niveaux élevés d'humidité due à 

l’emballage.  

Piophila casei a été observé sur les trois types des cadavres dès le stade de 

gonflement et leur activité était parallèle à celle des Calliphoridae et des 

Muscidae. La même observation a été rapportée par AHMAD et al. [37] à partir 

des cadavres de singes. Inversement, MATUSZEWSKI et al. [333] ont enregistré 

leur présence sur des cadavres de porcs après l'arrivée des Calliphoridae et des 

Muscidae. Les Piophilidae sont des espèces secondaires [6]. Piophila nigriceps a 

était enregistrée au stade de putréfaction avec un effectif restreint sur les 

cadavres témoins et emballés pour la première fois en Algérie et en Afrique. Cela 

concordent avec l’observation de PRADO E CASTRO et al. [129] qui ont noté la 

présence de cette espèce pendant le stade de putréfaction. L’occurrence des 

mouches Piophilidae a été expliquée par la présence de protéines et d'acides gras 

en décomposition dans les cadavres [6][62]. Leur apparition au début de la 

décomposition les rend utiles en entomologie médico-légale. Pourtant, elles 

pourraient ne pas être fiables car elles peuvent être présentes durant touts les 

stades de la décomposition [37]. 
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En ce qui concerne la présence des Coléoptères, Necrobia rufipes était la 

première espèce observée sur les individus exposés. Leur absence au début de la 

décomposition sur les cadavres emballés peut être due à la présence de 

l’emballage qui minimise la diffusion des odeurs. Cependant, MATUSZEWSKI et 

al. [333] et PRADO E CASTRA et al. [130] ont signalé la présence de cette 

espèce au cours des derniers stades de décomposition. 

La présence de Dermestes frischii a été marquée au stade de gonflement 

chez les cadavres exposés intervenant beaucoup plus vers la fin de la 

décomposition. Ces résultats sont en accord avec les données de la littérature et 

les observations rapportées par certains auteurs [1][53][130]. Creophilus 

maxillosus et Philonthus sp. sont apparus au début de la décomposition, ce qui 

concorde avec les observations antérieures [130][333]. Ces espèces sont 

prédatrices des larves de Diptères [1][20]. Ces observations expliquent leur 

présence durant cette période qui correspond à une forte activité larvaire. Des 

larves de D. frischii, de Cr. maxillosus, de Philonthus sp., T. sinuatus et de Si. 

tristis ont été recueillies à partir des trois types des dépouilles. La reproduction de 

ces espèces sur les cadavres leur confère une grande importance médico-légale. 

Pour les Hyménoptères, les Formicidae étaient également présents sur 

tous les cadavres et tout au long du processus de la décomposition. BHARTI et 

SINGH [337] ont également signalé la présence des fourmis durant toutes les 

étapes de la décomposition. Cela peut s'expliquer par le fait que les fourmis qui 

fréquentent les cadavres sont des espèces nécrophages et nécrophiles ; ils se 

nourrissent des tissus morts et des larves des Diptères [1][20]. ARNALDOS et al. 

[28] ont signalé que les Formicidae utilisent le cadavre comme refuge pour obtenir 

l'humidité et la nourriture et peuvent donc être considérées comme omnivores. 

La famille des Vespidae était représentée par la guêpe germanique 

Vespula germanica (Fabricius, 1793) (Hymenoptera, Vespulidae). MORETTI [342] 

ont étudié le rôle des Vespidae dans l'écosystème des cadavres. Les auteurs ont 

remarqué que les guêpes consommaient simultanément le tissu mort et 

attaquaient les insectes trouvés dans les carcasses. Ces observations confirment 

le comportement alimentaire de ces espèces. Nasonia vitripennis (Walker, 1836) 

(Hymenoptera, Pteromalidae) a été piégé sur les cadavres exposés et emballés. 

Cette espèce parasite habituellement les pupes fraiches des Diptères. Cependant, 

dans cette étude, des adultes de ce parasitoïde ont émergé des pupes qui ont été 
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élevées à partir du stade larvaire. Cela peut être dû au fait que les larves de N. 

vitripennis sont capables de se développer sur les larves tardives [343]. La 

présence de cette guêpe ectoparasitoïde est souvent signalée dans des 

expériences de terrain ou dans des rapports de cas [30][78][344].  

Les espèces opportunistes de l’ordre des Araneae (Oniscus sp.) sont 

arrivées pendant le stade de dessèchement. Cette catégorie comprend les taxons 

qui profitent du corps et en fait une expansion de leur propre habitat naturel [70]. 

 

4.4.5. Abondance selon les stades de décomposition du cadavre 

L'abondance des Diptères était la plus élevée pendant la phase de 

desséchement. Les Coléoptères sont généralement attirés par les cadavres secs, 

ce qui explique leur abondance à ce stade. La richesse spécifique était la plus 

élevée au stade sec. Cela peut être due probablement à la durée des stades de 

décomposition au cours de notre étude car le dessèchement du cadavre était le 

plus long. Nos résultats diffèrent de ceux de PRADO E CASTRO [335] qui ont 

étudié la décomposition des cadavres de porcs au Portugal au cours de 

différentes saisons. L'auteur a signalé que le stade de putréfaction présentait 

généralement des valeurs d'abondance et de richesse spécifique plus élevées. 

Cette différence est probablement due à la différence dans la taille des cadavres 

et dans la vitesse de décomposition. 

 

4.4.6. Les analyses toxicologiques 

Des concentrations décelables de l'éthanol ont été trouvées dans les 

échantillons de sang prélevé des lapins traités. En outre, ces taux d’alcoolémie 

dans les échantillons de sang étaient tous inférieurs à 0,8 g/L. 

Les résultats d’analyse des larves par la chromatographie en phase 

gazeuse ont montré que les concentrations d’alcool des cadavres traités étaient 

similaires à celles des témoins. La présence de l’éthanol dans les larves prélevées 

des témoins avec des concentrations semblables aux larves prélevées des traités 

montre que l’éthanol présent dans les larves n’est probablement pas lié à celui 

présent dans le sang.  Ce dernier peut être attribué au processus de la 

fermentation qui se déroule lors du stade de la putréfaction.  

Il a été documenté que les micro-organismes peuvent provoquer une 

augmentation de la production post-mortem de d'alcool [345]. Des études sur des 
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souris ont montré que l'éthanol était produit par des microorganismes au cours du 

processus de la putréfaction [346].  

GILLILAND et BOST [347] ont mené une étude rétrospective sur la source de 

production de l'éthanol et l’analyse de sa distribution dans les tissus du corps. Les 

critères de détermination de la production endogène ont compris la présence de 

l’éthanol dans le sang, mais pas dans d'autres fluides, la distribution atypique de 

l'éthanol parmi les fluides et la présence d’autres alcools tel que l’alcool 

isopropylique et le propanol-2.  

Pour différencier entre la production ante-mortem et post-mortem, l’éthanol 

est analysé à partir de l'humeur vitrée car un retard se produit dans l'absorption et 

l'élimination de l'alcool de cette dernière par rapport au sang. Cependant, dans le 

cas où des fluides vitreux, d'autres fluides corporels ou des tissus ne sont pas 

présents ou trop décomposé, la détermination de l'ingestion ante-mortem d'alcool 

peut être difficile [49].  

Si l'éthanol reste non absorbé dans l'estomac au moment de la mort, cela 

soulève la possibilité d'une diffusion locale continue dans les tissus environnants 

et le sang central après la mort. Des recherches récentes portées sur le 

développement de divers tests biochimiques ou de marqueurs de synthèse post-

mortem de l'éthanol. Celles-ci comprennent les métabolites urinaires de la 

sérotonine et les métabolites non oxydants de l'éthanol, tels que 

l'éthylglucuronide, la phosphatidyl-éthanol et les esters éthyliques d'acides gras 

[345]. 

La présence de l'éthanol dans les tissus du corps peut affecter le 

développement des asticots et donc l’estimation de l’IPM, mais il est incertain à 

quelle concentration des différences significatives se produiraient. TABOR et al. 

[165] ont rapporté que l'éthanol a causé des variations significatives dans la 

longueur des larve du 3ème stade de Phormia regina Meigen (Diptère, 

Calliphoridae) se nourrissant sur un substrat de viande contenant de l’éthanol 

(0,15-0,17% m/v) comparativement à un témoin non traité sous conditions de 

terrain [165]. MONTHEI [49] a étudié in vitro le développement de Phormia regina 

sur la viande porcine traitée avec des solutions d’éthanol à 1, 5 ou 10%. Une 

différence significative dans le temps nécessaire pour que le 2ème stade soit 

achevé a été observée entre les traités avec les solutions de l’éthanol à 1% et les 
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témoins. Des différences significatives ont également été observées dans le poids 

des pupes et des adultes entre les lots traités et le groupe témoin.  

La teneur en éthanol de Phormia regina des larves de 3ème stade a été 

examinée. Toutes les larves avaient une teneur de 0,01% m/v, y compris les 

témoins [49]. Ces observations sont comparables à nos résultats. 

 

4.5. Entomogénétique 

4.5.1. Extraction, amplification et analyse des séquences d’ADN 

Cette étude constitue la première recherche en Algérie sur l’identification 

moléculaire des mouches nécrophages en utilisation le gène mitochondrial COI.  

Dans notre étude, les concentrations d’ADN extrait étaient inférieures à 14 

ng/μL avec peu de variations dans le rendement entre les espèces surtout celles 

de la même famille. Ainsi, le kit DNeasy® Blood and Tissue (Qiagen, Allemagne) a 

donné des quantité d’ADN suffisantes pour amplifier  des fragments de 492 à 506 

pb du gène mitochondrial COI de 65 échantillons de 13 espèces de mouches 

nécrophages. 

 AMES et al. [348] ont rapporté des concentrations d'ADN de C. vicina et C. 

vomitoria allant de 0,2 ng/mL d'une seule aile à 30 ng/mL pour une mouche adulte 

complète. Ces auteures ont trouvé peu de variation dans le rendement de l'ADN 

entre ces deux espèces ce qui est comparable à notre résultat. 

MALGORN et COQUOZ [349] ont testé l’amplification d’une gamme des quantités 

d’ADN de quelques mouches Calliphoridae :  Lucilia ampullacea Villeneuve, 

Lucilia caesar Linnæus, Lucilia illustris (Meigen), Lucilia sericata et Calliphora 

vicina (1, 5, 10, 50, 100 et 500 ng). Un produit d'amplification a été obtenu pour 

toute cette gamme. Les mêmes auteurs ont signalé que des quantités de 10 à 100 

ng d'ADN ont donné les meilleurs résultats. Dans une autre étude, CHEN et al. 

[350] ont extrait et amplifié l’ADN avec succès de plusieurs parties des mouches 

Calliphoridae.  

Les données de la littérature ainsi que nos résultats montrent que l’utilisation d’un 

minimum de tissus pour l’extraction et l’amplification de l’ADN peut donner un 

résultat.  Cela peut être utile lorsque uniquement des parties des insectes (pattes, 

ailes, etc.) sont trouvés sur les scènes de crimes. De plus, il est toujours utile de 

garder l’échantillon pour la possibilité d’une re-examination morphologique si 

nécessaire. 
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Nous avons vérifié que le code à barres d’ADN peut être utilisé pour 

l'identification de nos spécimens Calliphoridae, Sarcophagidae et Piophilidae ce 

qui constitue une étape importante dans l’application des méthodes moléculaire 

en entomologie forensique. 

La base de donnée GenBank a fourni une identification correcte de toutes 

les espèces avec des pourcentages de similarité du premier hit variant entre 91 à 

100%. 

La comparaison entre les deux bases de données moléculaires, GenBank et 

BOLD révèle que la base de données GenBank peut identifier plus de séquences 

requêtes que la base de donné BOLD. Cela peut être due au fait que GenBank est 

une base de donnée plus complète que BOLD (c'est une base de données plus 

récente). Autre fait peut être associé aux outils de recherche BLAST. Celles-ci 

utilisent des différents algorithmes pour calculer la similarité entre les séquences 

référence et les séquences requête [351]. 

  

4.5.2. Analyse phylogénétique 

Toutes nos séquences des espèces identifiées sont séparées dans l’arbre 

phylogénétique des autres populations du monde sauf la majorité de celles 

originaire de l’Espagne. Chez les Calliphoridae, le résultat de l’arbre 

phylogénétique a montré un modèle dans lequel les séquences algériennes 

apparaissent mélangées avec celles de l’Espagne mais bien séparées des autres 

séquences des différentes régions du monde. Ainsi, les populations algériennes 

sont clairement distinctes des autres populations. Cela ne peut être le cas pour 

tous les pays car par exemple REIBE [352] a trouvé que les populations des 

Calliphoridae de l’Allemagne n’étaient pas séparées des autres populations du 

monde entier à part celles de C. vicina.  

Notre étude rapporte pour la première fois l'apparition de Chrysomya 

megacephala en Algérie. Cette espèce est originaire de la région orientale et est 

trouvée dans la région afrotropicale et la région néotropicale. Ce record élargit la 

répartition actuelle de cette espèce en Afrique et dans la région paléarctique. La 

distribution de Ch. megacephala semble être en migration remarquable vers 

l’hémisphère du nord dans la région paléarctique et néarctique [353]. Récemment, 

IRISH et al. [354] et LUTZ et al. [355] ont signalé la répartition de cette espèce 

dans tous les pays africains, à l'exception de l'Algérie, le Tchad, la Tunisie et le 
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Maroc.  Ch. megacephala a été collecté à Alicante (sud-est de l'Espagne) [356], 

un endroit très proche à la côte algérienne. Cependant, aucune séquence de Ch. 

megacephala de l’Espagne n’a était trouvée sur GenBank. Notre résultat nous 

montre que la séquence de Ch. megacephala du Brésil est similaire à nos 

séquences. Cela suggère que Ch. megacephala de l’Algérie et du Brésil ont la 

même origine. 

Les Sarcophagidae sont difficiles à identifier en utilisant les critères 

morphologiques surtout en absence des spécimens mâles. Les méthodes 

moléculaires sont particulièrement utiles pour faciliter et confirmer l’identification 

de cette famille de mouches. 

Contrairement à S. pandellei et de S. argyrostoma de l’Algérie, S. africa et S. 

tibialis n’était pas groupés avec les séquence de l’Espagne. Cela peut être du à la 

présence des variations géographiques entres les populations des espèces au 

sein d’un même pays. De plus, les séquences obtenues de GenBank ne 

proviennent pas de la même étude ou de la même région de l’Espagne. 

Concernant les Piophilidae, P. nigriceps et P. casei étaient séparées des 

population des autres pays.  P. nigriceps est appelée Piophila foveolata en Europe 

de l’Est et en Russie, alors qu’elle est appelée Stearibia nigriceps dans l’ouest. 

Les deux nominations décrivent la même espèce [357]. Cette espèce est 

distribuée dans plusieurs régions du monde  mais n’avait jamais été rapportée en 

l’Algérie ou en Afrique [358]. 

Malheureusement, GenBank contient beaucoup moins de séquences de 

Sarcophagidae et de Piophilidae identifiées au niveau de l’espèce par rapport à 

celles des Calliphoridae (à l’exception de Po. vagabunda et Po. rudis). Ceci est 

probablement due à un manque de recherches sur les Sarcophagidae et les 

Piophilidae.  

 

4.5.3. Variations intra- et interspécifique 

La divergence intra-spécifique de toutes les espèces analysées dans cette 

étude était <1% (entre 0 et 0,9%).  Nos résultats sont similaires à ceux trouvés par 

d'autres chercheurs. WELLS et SPERLING [359] ont rapporté un niveau de 

variation intra-spécifique inférieur à 1% dans la séquence COI et la séquence COII 

pour les Chrysomyiinae. De même, SALEM et al.  [190] ont trouvé un pourcentage 

de divergence intra-spécifique inférieur à 1% chez des espèces du genre 
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Chrysomya. AMES et al. [348] n’ont pas trouvé des variations intra-spécifiques 

chez la plupart des échantillons de C. vicina et C. vomitoria séquencées ; ils ont 

observé une variation intra-spécifiques dans deux nucléotides chez un seul 

individu (variation de 0,48%). 

La faible variation intra-spécifique devra être confirmée en utilisant un plus grand 

nombre d'individus de chaque espèce [349]. 

Dans la présente étude, la divergence interspécifique entre les espèces des 

sous-familles Chrysomyiinae et Luciliinae varie de 3,8 à 10%, entre Calliphorinae 

et Luciliinae de 4,8 à 11,1%, entre Calliphorinae et Chrysomyiinae de 1,9 et 

12,2%, entre Polleniinae et Luciliinae 9 et 14,4%, entre Polleniinae et 

Chrysomyiinae 10,1 et 16,8% et entre Polleniinae et Calliphorinae 9,1 et 19,1%. 

Chez les Sarcophagidae, le polymorphisme interspécifique oscille entre 6,7 et 

24%. La divergence interspécifique entre S. nigriceps et P. casei est de 12,8 à 

17,4%. 

AMES et al. [348] ont trouvé une variation interspécifique de 4% entre C. 

vicina et C. vomitoria. SALEM et al. [190] ont rapporté que la divergence 

interspécifique entre les Calliphoridae variait de 3,6% (entre Ch. albiceps et 

Chrysomya rufifacies (Macquart) à 11,7% (entre Ch. rufifacies et Calliphora 

vicina). Chez le genre Chrysomya, la divergence maximale en nucléotides était de 

8,6% pour C. rufifacies et Chrysomya bezziana (Villeneuve). Pareillement, WELLS 

et SPERLING [359] ont trouvé une variation supérieure à 3% entre les espèces de 

mouches Chrysomyiinae. Tous ces résultats concordent avec nos pourcentages 

de divergence trouvés dans cette étude qui dépassent le seuil proposé de 3%. 

La discussion du seuil séparatif des espèces est encore ambiguë : WELLS 

et al. [181] ont rapporté chez les espèces des mouches nécrophages le 

pourcentage de divergence intra-spécifique inférieur ou égal à 1% pour les 

séquences du COI+COII et du pourcentage de divergence interspécifique 

supérieur à 3% comme des seuils adéquats.  

Plusieurs tentatives ont été faites pour établir une valeur standard de la 

divergence intra-spécifique et interspécifique. Par exemple la règle de 3% de 

divergence proposée par HEBERT et al. [182] qui ont  également proposé une 

règle de divergence interspécifique au moins 10 fois plus grandes que la 

divergence intra-spécifique [182]. Cependant, aucune de ces règles ne peut être 

généralisée sur tous les groupes des organismes. Donc, il n'y a pas de seuil 
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universel de divergence interspécifique puisque certaines paires d'espèces ne 

peuvent pas être séparées par des séquences de COI. Par exemple Lucilia caesar 

et Lucilia illustris n’étaient différenciées de manière satisfaisante par REIBE [352] 

en comparant la séquence de COI. Ces espèces sont également très difficiles à 

identifier en utilisant des caractéristiques morphologiques. REIBE [352] a donc 

suggéré qu’il était probable que les séquences des deux espèces fournies dans la 

base de données proviennent de spécimens mal identifiés. Dans ce cas, il serait 

peut-être utile d’utiliser un gène nucléaire [352]. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

La recherche présentée ici est le premier travail en Algérie traitant : 

l’écologie et la biologie des Diptères à ’intérêt médico-légale ainsi que leur utilité 

en biochirurgie, les facteurs abiotiques influençant l’IPM et l’identification 

moléculaire de ces espèces.  

Nous concluons que Lucilia sericata et Calliphora vicina sont largement 

distribuées en Algérie. La répartition de Chrysomya albiceps semble varier en 

Algérie selon les facteurs bioclimatiques. Cette espèce ne semble pas se limiter à 

un type d'habitat particulier.  

Le pourcentage d’émergence de L. sericata et C. vicina dépendent de la 

température. Le taux de développement et les budgets thermiques accumulés par 

L. sericata et C. vicina collectées en Algérie différent légèrement des données de 

la littérature.  

L’utilisation de l’hypochlorite de sodium à 0,5% et avec un traitement 

avec de l’éthanol à 70° pour la stérilisation des larves destinées à la larvothérapie 

est recommandée. Les larves sont capables d’éliminer la plupart des souches 

bactériennes et fongiques testées.  

Les cadavres emballés semblent se décomposer plus lentement que ceux 

exposés. Cependant, cette observation visuelle n’est pas statistiquement 

significative.  Nos résultats prouvent que L. sericata est capable de coloniser les 

cadavres emballés et pond sans délai. Nous pouvons également conclure que la 

présence d'un sac plastique qui n'est pas bien fermé ne semble pas influencer 

l'accès des insectes au corps, mais peut affecter la composition de la faune.  

L’analyse toxicologique des larves a révélé qu’il n’y a pas de différence 

entre les concentrations d’alcool des cadavres traités comparativement aux  

témoins. Ainsi, l’hypothèse visant à identifier et quantifier des xénobiotiques dans 

les échantillons entomologiques ne semble pas être valable pour la détection de 

l’éthanol.  

La méthode du code à barres COI est une approche onéreuse mais exacte. 

L’identification moléculaire au niveau de l’espèce des mouches nécrophages 

provenant de l’Algérie a été réalisée avec un grand succès. La base de données 

GenBank a permis d’identifier 13 espèces de mouches collectées lors de notre 
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travail. Les populations algériennes sont clairement séparées des autres 

populations du monde sauf de la majorité des espèces originaires de l’Espagne. 

La présence d’une variation intra-spécifique élevée entre les populations des 

mouches nécrophages algériennes et la majorité de celles des autres pays incite à 

développer une base de données d’ADD propre à nos espèces afin d’estimer 

l’IPM avec précision. 

 

Comme perspectives, nous suggérons de : 

 

- étudier les différents stades du cycle de développement des espèces 

nécrophages (Diptères et Coléoptères) afin d’accélérer la durée des expertises 

entomologiques ; 

- étudier l'effet de la basse température sur le cycle de développement des 

insectes nécrophages et la fiabilité de la méthode ADD à un spectre de 

températures en utilisant différents modèles de régression linéaire ; 

- faire des études plus approfondie sur le pouvoir antimicrobien vis-à-vis les 

souches résistantes et tester le pouvoir antibiotiques des larves stériles in vivo ; 

- réaliser éventuellement des études sur l’effet d’autres facteurs sur l’accessibilité 

des insectes tel que la présence du cadavre à l’intérieur dans une pièce enfermée 

qui est un emplacement souvent trouvé durant les enquêtes judiciaires ; 

- faire une recherche approfondie sur l’effet de l’éthanol sur le développement des 

mouches nécrophages en réalisant des élevages au laboratoires des mouches 

nécrophages sur des substrats qui contiennent des doses connues de l’éthanol ; 

- séquencer l’ADN des insectes d’intérêt forensique des différentes régions en 

utilisant plusieurs marqueurs génétiques et des amorces d’ADN plus spécifiques 

afin de vérifier la présence de variation géographiques entre les populations 

algériennes.  

 

Une meilleure compréhension de l’écologie des insectes nécrophages 

permettrait de mieux cerner l’écosystème cadavre.  En guise de conclusion, les 

données obtenues fourniront des informations de base sur l’entomofaune 

nécrophage de l’Algérie. Elles serviront également de base à des études similaires 

dans les différentes régions géographiques et climatologiques du pays.
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APPENDICES 
APPENDICE A : Liste des symboles et des abréviations 

 
ADD 

ADN 

ADH  

BLAST  

BOLD  

COI  

Cys 

dNTP  

ddNTP  

E  

EGF  

F  

FGF 

HS-GC-FID  

IGF 

IL1 

IPM  
MDMA  

MDM  

nBLAST 

NCBI 

NJ  

N  

pb  

PCR  

PDGF 

SARM 

TGF- β 

U  

W 

Accumulated Degree Days. 

Acide désoxyribonucléique.  

Accumulated Degree Hours.  

Basic Local Alignment Search Tool.  

Barcode of Life Data System.  

Cytochrome c Oxydase I. 

Cystéine. 

Deoxyribonucleotide Triphosphate. 

Dideoxyribonucleotide Triphosphate. 

Est. 

Epidermal Growth Factor. 

Ratio de Fisher (variance inter-groupes/variance intra-groupes).  

Fibroblaste Growth Factor. 

Headspace Gas Chromatographywith Flame Ionization Detection. 

Insulin-like Growth Factor. 

Interleukine 1. 

Intervalle post-mortem. 

3,4-méthylènedioxy-N-méthylamphétamine. 

3,4-méthylènedioxyamphétamine. 

Nucleotide Basic Local Alignment Search Tool.  

National Center for Biotechnology Information.  

Neighbor-Joining. 

Nord.  

Paire de base. 

Polymerase Chain Reaction. 

Platelet-Derived Growth Factor. 

Staphylococcus aureus résistant à la méticilline. 

Transforming Growth Factor bêta (Cytokine). 

Valeur du test de Mann-Whitney.  

Ouest.  
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APPENDICE B : Matériel utilisé dans la partie expérimentale 

• Matériel du terrain   

- Pinces souples en acier, pinces brucelles rigides. 

- Flacons en plastique 

- Cage métallique.  

- Piège en bouteille de plastique, piège pour les insectes volants, pots de 

Barber.  

- Appâts (viande bovine, foie et abats). 

- Appareil photos numérique.  

- Pelle. 

 

• Matériel de laboratoire 

- Pinces, scalpel, ciseaux. 

- boites en plastique, sable et viande bovine pour l’élevage. 

- Lame de dissection. 

- Pipettes Pasteur. 

- Micropipettes. 

- Bec Bunsen. 

- Boites Pétri. 

- Tubes Ependorf et tubes PCR. 

- Erlenmeyer, éprouvette graduée, entonnoir.  

- Epingles entomologiques.  

- Boisson alcoolique (Vodka 40°). 

- Tubes EDTA, cathéters et seringues. 

 

• Appareillage 

- Etuve, bain Marie, vortex, centrifugeuse. 

- Enregistreur de température Testo® modèle 174T. 

- Enceinte climatique Binder® KBF ; 

- Chromatographie HS-GC-FID 

- Spectrophotomètre NanoDrop® ND-1000. 
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- Stéréomicroscopes Carl Zeiss® Stemi 2000-C et Leica® EZ4 HD couplés à 

des appareils photo numériques. 

- Thermocycleur ProFlex™ 3x32-well PCR System (ThermoFisher, 

USA). 

- Thermocycleur Bio-RAD T100. 

- Appareil de lumière ultraviolette (Transilluminateur Alpha Innotech ou 

UVIblue). 

- Séquenceur automatique ABI 3130 (Applied Biosystem, USA). 

- Appareil d'électrophorèse (Life Technologies, USA). 

 

• Produits chimiques et kits commerciaux 

- Acétate d’éthyle (C4H8O2). 

- Alcool éthylique (C2H6O).  

- Eau distillée.  

- Eau physiologique stérile. 

- Hypochlorite de sodium (Dakin). 

- Hexamidine (Isomédine). 

- Polyvidone iodée (Bétadine). 

- Sérum salin.  

- Azote liquide. 

- Kit d’extraction d’AND Blood & Tissue (Qiagen, Allemagne). 

- Kit PCR (GeneAll, Corée). 

- dNTPs (GeneAll, Corée). 

- Agarose (NZYTech, Portugal).  

- TBE (NZYTech, Portugal). 

- Colorant GelRed® (Biotium, USA). 

- 1 Kb DNA ladder (ThermoFisher Scientific™, USA).  

- Clean-up KitTM (Zymo Research Corp.).  

- BigDye® Terminator v3.1 (ThermoFisher Science™, USA). 

 

• Milieux de culture 

- Gélose nutritive.  

- Gélose au sang.  
- Milieu Sabouraud. 
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APPENDICE C : Données de l’occurrences des espèces étudiées 

47Tableau 1 : Données de l’occurrence de Lucilia sericata en Algérie entre 2010 et 

2016 selon la date, le lieu, les coordonnées géographiques, l’altitude, la 

température quotidienne minimale (min.), la température quotidienne maximale 

(max.), le type d’habitat et l’étage bioclimatique (E.B.). 
date Localité coordonnées altitude 

(m) 
habitat piège/ 

cadavre 
min. 
(°C) 

max.  
(°C) 

E.B. 

01/05/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 25 13 semi-aride 
01/06/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 24 12 semi-aride 
01/10/2011 Tizi Rached 36°40'47.827"N 4°12'31.424"E 312 rural piège 28 19 subhumide 
01/06/2012 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.770"E 270 rural chat 30 18 subhumide 
11/07/2012 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt lapin 33 22 subhumide 
01/08/2012 Tizi Rached 36°40'47.827"N 4°12'31.424"E 312 rural piège 38 23 subhumide 
01/09/2012 Tlemcene 35°4'26.069"N 1°13'44.249"W 245 semi- 

urbain 
humain 30 19 semi-aride 

01/08/2012 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.770"E 270 rural chat 31 20 subhumide 
01/07/2013 Bordj Bou 

Arreridj 
36°7'59.398"N  4°44'3.192"E 1039 forêt sanglier 31 22 semi-aride 

15/09/2013 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural piège 31 28 saharien 
14/10/2013 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural piège 36 27 saharien 
03/11/2013 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural piège 28 19 saharien 
25/12/2013 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural piège 18 9 saharien 
01/02/2014 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural piège 16 10 saharien 
26/03/2014 Ouled Yaich 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 semi-

urbain 
sanglier 23 7 subhumide 

01/04/2014 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E 70 rural Piège 27 17 saharien 
20/04/2014 Blida 36° 30'16.994"N 2°52' 21.629"E 172 semi-

urbain 
sanglier 25 13 subhumide 

01/05/2014 Tikjda 36°27'43.448"N 4°10'56.798"E 1561 forêt piège 25 12 humide 
01/05/2014 Ilizi 28°6'56.502"N 6°45'17.107"E 356 désert piège 40 24 saharien 
07/05/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 32 14 semi-aride 
08/05/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain lapin 29 10 semi-aride 
25/05/2014 Bejaia 36°45'3.204"N 5°3'24.239"E 18 urbain humain 22 17 subhumide 
15/06/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 34 18 semi-aride 
29/08/2014 Annaba 36°43'15.769"N 7°33'26.921"E 32 semi-

urbain 
humain 33 21 subhumide 

24/09/2014 Skikda 36°51'56.952"N 7°17'46.723"E 11 semi-
urbain 

humain 30 22 subhumide 

06/10/2014 Bouira 36°17'0.708"N 3°59'16.235"E 568 semi-
urbain 

humain 32 16 subhumide 

01/11/2014 Ilizi 28°6'56.502"N 6°45'17.107"E 356 désert piège 12 26 saharien 

05/04//201
4 

Beni Isguen 32°28'22.681"N 3°41'43.962"E 494 semi-
urbain 

foie 25 11 saharien 

02/02/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt piège 26 13 subhumide 
05/03/2015 Bechar 31°37'5.696"N  2°12'51.563"W 787 désert humain 23 13 saharien 
14/03/2015 Tiaret 35°22' 2.478"N  1°19'19.315"E 1013 forêt humain 20 10 semi-aride 
15/03/2015 Cheraga 36°45'44.446"N 2°55'21.32"E 145 urbain humain 17 10 subhumide 
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Tableau 1 : Données de l’occurrence de Lucilia sericata en Algérie entre 2010 et 

2016 selon la date, le lieu, les coordonnées géographiques, l’altitude, la 

température quotidienne minimale (min.), la température quotidienne maximale 

(max. ), le type d’habitat et l’étage bioclimatique (E.B.)  (suite). 
Date Localité coordonnées altitude 

(m) 
habitat piège/ 

cadavre 
min. 
(°C) 

max.  
(°C) 

E.B. 

21/03/2015 Beni Tamou 36°32'40.474"N 2°49'19.567"E 83 urbain lapin 23 9 Subhumide 
23/03/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain humain 24 10 subhumide 
01/04/2015 Mascara 35°23'25.483"N 0°8'58.196"E 563 semi-

urbain 
humain 20 5 semi-aride 

12/05/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 22 14 subhumide 
27/06/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 36 25 subhumide 
15/06/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 36 25 subhumide 
16/06/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 30 24 subhumide 
15/07/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 35 28 subhumide 
09/07/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 35 28 subhumide 
15/08/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 31 26 subhumide 
16/09/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 31 24 subhumide 
17/09/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 34 23 subhumide 
01/10/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 26 19 subhumide 
02/11/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 27 18 subhumide 
15/11/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 24 13 subhumide 
01/12/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 23 15 subhumide 
22/12/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 24 8 subhumide 
27/12/2015 Bousmail 36°39'37.145"N 2°44'27.726"E 114 urbain viande 22 8 subhumide 
15/01/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 22 10 subhumide 
15/02/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 22 7 subhumide 
02/02/2016 Chiffa 36°27'39.01"N 2°44'12.588"E 115 urbain viande 22 7 subhumide 
15/03/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 15 4 subhumide 
15/03/2016 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E 137 urbain chien 19 4 subhumide 
20/03/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 20 10 subhumide 
01/04/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 20 9 subhumide 
13/04/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E 86 forêt viande 22 12 subhumide 
03/04/2016 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E 137 urbain chien 26 9 subhumide 
04/04/2016 Alger 36°45'13.572"N 3°3'31.655"E 42 urbain humain 25 12 subhumide 
01/04/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 20 9 subhumide 
24/04/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E 172 semi-

urbain 
lapin 22 10 subhumide 

04/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E 172 semi-
urbain 

foie 26 14 subhumide 

04/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E 172 semi-
urbain 

foie 26 14 subhumide 

24/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E 172 urbain lapin 21 10 subhumide 
10/06/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 34 21 subhumide 
27/06/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E 189 urbain viande 33 21 subhumide 

 
 
 
 
 
 
 



 

	

197	

 
 

4849Tableau 2 : Données de l’occurrence de Calliphora vicina en Algérie entre 2010 et 

2016 selon la date, le lieu, les coordonnées géographiques, l’altitude, la 

température quotidienne minimale (min.), la température quotidienne maximale 

(max.), le type d’habitat et l’étage bioclimatique (E.B). 
Date location coordonnées altitude 

(m) 
habitat piège/ 

cadavre 
temp. 
(°C) 

temp. 
(°C) 

E.B. 

01/05/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 25 13 semi-aride 

01/06/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 24 12 semi-aride 

01/02/2011 Ouargla 32°10'4.012"N 4°58'35.954"E  241  rural piège 18 8 saharien 

01/03/2011 Skikda 36°52'17.472"N 6°54'36.652"E  11  urbain chien 13 8 subhumide 

01/12/2012 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.77"E  270  rural sanglier 11 6 subhumide 

01/11/2012 Ouargla 32°16'36.000"N 5°22'06.00"E 105  rural piège 28 22 saharien 

01/01/2013 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.77"E  270  rural chat 13 5 subhumide 

01/02/2013 Alger 36°45'13.572"N 3°3'31.655"E  42  urbain humain 26 10 subhumide 

12/03/2013 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt lapin 18 8 subhumide 

15/03/2013 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain lapin 19 12 subhumide 

25/12/2013 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E  70  rural piège 18 9 saharien 

03/01/2014 Taref 36°45'3.020"N 7°58'51.902"E  65  urbain humain 18 11 humide 

01/02/2014 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E  70  rural piège 16 10 saharien 

26/03/2014 Ouled Yaich 36°30'38.59"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

sanglier 23 7 subhumide 

01/04/2014 Oued Souf 33°24'4.014"N 6°51'48.424"E  70  désert piège 27 17 saharien 

05/04//2014 Ghardaia 32°28'22.681"N 3°41'43.962"E  494  rural foie 25 11 saharien 

20/04/2014 Ouled Yaich  36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

sanglier 25 13 subhumide 

01/05/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 26 10 semi-aride 

15/05/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain lapin 21 6 semi-aride 

15/05/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 21 6 semi-aride 

15/06/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain lapin 34 18 semi-aride 

15/06/2014 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien 34 18 semi-aride 

22/09/2014 Taref 36°43'10.441"N 7°48'24.786"E  15  semi-
urbain 

humain 33 22 humide 

01/11/2014 Sidi Belabes 35°9'34.535"N 0°37'57.259"W  490  semi-
urbain 

humain 25 14 semi-aride 

03/01/2015 Tiaret 35°34'56.694"N 1°15'58.457"E  395  forêt humain 15 3 semi-aride 

04/01/2015 Bejaia 36°50'22.852"N 4°42'25.423"E  305  semi-
urbain 

humain 20 9 subhumide 

01/03/2015 Mascara 35°23'25.483"N 0°8'58.196"E  563  urbain humain 20 7 semi-aride 

14/03/2015 Tiaret 35°22'2.478"N 1°19'19.315"E  1013  urbain humain 20 10 semi-aride 

21/03/2015 Beni Tamou 36°32'40.474"N 2°49'19.567"E  83  urbain lapin 23 9 subhumide 

23/03/2015 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain humain 24 10 subhumide 
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Tableau 2 : Données de l’occurrence de Calliphora vicina en Algérie entre 2010 et 

2016 selon la date, le lieu, les coordonnées géographiques, l’altitude, la 

température quotidienne minimale (min.), la température quotidienne maximale 

(max.), le type d’habitat et l’étage bioclimatique (E.B.) (suite). 
date location coordonnées altitude 

(m) 
habitat piège/ 

cadavre 
temp. 
(°C) 

temp. 
(°C) 

E.B. 

06/04/2015 Beni Tamou 36°32'40.474"N 2°49'19.567"E  83  urbain lapin 18 10 subhumide 

01/10/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 26 19 subhumide 

02/11/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 27 18 subhumide 

15/11/2015 Blida 36°28'47.587"N 2°48'2.084"E  189  urbain viande 24 13 subhumide 

01/12/2015 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 23 15 subhumide 

20/12/2015 Mechtita 36°33'11.254"N 1°48'5.749"E  100  rural viande 23 10 subhumide 

22/12/2015 Blida 36°28'47.587"N 2°48'2.084"E  189  urbain viande 24 8 subhumide 

27/12/2015 Bousmail 36°39'37.145"N 2°44'27.726"E  114  urbain viande 22 8 subhumide 

15/01/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 19 11 subhumide 

16/01/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 22 10 subhumide 

02/02/2016 Chiffa 36°27'39.01"N 2°44'12.588"E  115  urbain viande 22 7 subhumide 

15/02/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 26 13 subhumide 

15/03/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 15 4 subhumide 

02/02/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 26 13 subhumide 

20/03/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  semi-
urbain 

viande 20 10 subhumide 

24/03/2016 Bourkika, 36°29'24.295"N 2°30'6.649"E  94  rural foie 17 4 subhumide 

01/03/2016 Chiffa 36°27'39.01"N 2°44'12.588"E  115  semi-
urbain 

foie  16 6 subhumide 

15/03/2016 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E  137 urbain chien  19 4 subhumide 

20/03/2016 Bouchaoui  36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 20 10 subhumide 

17/04/2016 Bourkika 36°29'24.295"N 2°30'6.649"E  94  rural foie 25 13 subhumide 

01/04/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 20 9 subhumide 

01/04/2016 Chiffa 36°27'39.01"N 2°44'12.588"E  115  semi-
urbain 

foie 17 9 subhumide 

03/04/2016 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E  137 urbain chien  26 9 subhumide 
13/04/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 22 12 subhumide 
25/04/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-

urbain 
lapin 22 10 subhumide 

01/04/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 20 9 subhumide 

04/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

viande 26 14 subhumide 

12/05/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  forêt viande 22 14 subhumide 

22/05/2016 Batna 35°33'39.679"N 6°10'26.083"E  1025  urbain humain 29 12 semi-aride 

04/05/2016 Blida 36°28'47.525"N 2°48'2.045"E  189  urbain viande 26 14 subhumide 

24/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

foie 21 10 subhumide 
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50Tableau 3 : Données de l’occurrence de Calliphora vicina en Algérie entre 2010 

et 2016 selon la date, le lieu, les coordonnées géographiques, l’altitude, la 

température quotidienne minimale (min.), la température quotidienne maximale 

(max.), le type d’habitat et l’étage bioclimatique (E.B.). 

date location coordonnées altitude 
(m) 

habitat piège/ 
cadavr

e 

max. 
(°C) 

min. 
(°C) 

E.B. 

01/05/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien  25 13 semi-aride 

01/06/2010 Constantine 36°21'36.558"N 6°38'32.759"E 643 urbain chien  24 12 semi-aride 

01/06/2012 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.77"E  270  rural chat 30 18 subhumide 

11/07/2012 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  semi-
urbain  

lapin 33 22 subhumide 

01/08/2012 Gouraya 36°33'55.667"N 1°55'20.77"E  270  semi-
urbain  

chat 31 20 subhumide 

01/09/2012 Tlemcen 35°4'26.069"N 1°13'44.249"W  245 urbain humain  30 19 semi-aride 

01/07/2013 Bordj Bou 
Arreridj 

36°7'59.398"N  4°44'3.192"E  1039  forêt sanglier 31 22 semi-aride 

30/03/2014 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain  

sanglier 23 7 subhumide 

20/04/2014 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

sanglier 25 13 subhumide 

03/07/2014 Boumerdas 36°45'2.912"N 3°27'52.247"E  20 semi-
urbain 

humain  31 22 subhumide 

06/07/2014 Seghouane 35°59'19.478"N 2°55'3.346"E  735  semi-
urbain 

humain  31 22 subhumide 

05/08/2014 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E  137 urbain humain 33 21 subhumide 
19/08/2014 Annaba 37°0'14.666"N 7°22'23.758"E  98  urbain humain 36 26 subhumide 

03/09/2014 Msila 35°48'53.197"N 3°42'10.44"E  617  semi-
urbain 

humain 33 20 semi-aride 

10/09/2014 Mostaganem 36°15'12.856"N 0°34'31.573"E  151  forêt humain  31 27 semi-aride 

02/10/2014 El Tarf 36°43'47.579"N 8°17'13.013"E  468 urbain humain 30 21 humide 
12/11/2014 Alger 36°43'49.444"N 2°50'24.418"E  9 urbain humain 20 18 subhumide 

14/11/2014 Chlef 36°8'50.726"N 1°18'30.128"E  124 urbain humain 27 13 semi-aride 

03/03/2015 Tiaret 35°22'2.478"N 1°19'19.315"E  1013  urbain humain 23 10 subhumide 

21/03/2015 Beni Tamou 36°32'40.474"N 2°49'19.567"E  83  urbain lapin 23 9 subhumide 

01/04/2015 Mascara 35°23'25.483"N 0°8'58.196"E  563  urbain humain  20 5 semi-aride 

03/04/2015 Ain Defla 36°15'39.676"N 2°14'3.523"E  980 urbain humain 24 8 semi-aride 

13/04/2015 Alger 36°46'38.075"N 3°14'28.81"E  6  urbain humain 27 15 subhumide 

20/12/2015 Mechtita 36°33'11.254"N 1°48'5.749"E  100  rural viande 23 10 subhumide 

01/04/2016 Tizi Ouzou 36°41'53.812"N 4°3'32.738"E  137 urbain chien  27 7 subhumide 

04/05/2016 Bouchaoui 36°45'32.116"N 2°54'4.381"E  86  semi-
urbain 

viande 26 16 subhumide 

26/04/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

lapin 25 12 subhumide 

01/05/2016 Ouled Yaich 36°30'38.588"N 2°52'20.752"E  172  semi-
urbain 

foie 26 16 subhumide 
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APPENDICE D : Calcul des ADD de L. sericata et C. vicina 

 
51Tableau 4 : Feuille de calcul des ADD de L. sericata et C. vicina. 

Jour L. sericata à 

24°C (-9°C) 

L. sericata à 

27°C (-9°C) 

C. vicina à 

24°C (-2°C) 

C. vicina à 

24°C (-1°C) 

C. vicina à 

27°C (-2°C) 

C. vicina à 

27°C (-1°C) 

1 0 0 0 0 0 0 

2 15 18 22 23 25 26 

3 30 36 44 46 50 52 

4 45 54 66 69 75 78 

5 60 72 88 92 100 104 

6 75 90 110 115 125 130 

7 90 108 132 138 150 156 

8 105 126 154 161 175 182 

9 120 144 176 184 200 208 

10 135 162 198 207 225 234 

11 150 180 220 230 250 260 

12 165 198 242 253 275 286 

13 180 216 264 276 300 312 

14 195 234 286 299 325 338 

15 210 252 308 322 350 364 

16 225 270 330 345 375 390 

17 240 288 352 368 400 416 

18 255 306 374 391 425 442 

19 270 324 396 414 450 468 
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APPENDICE E : Chromatogrammes de l’analyse toxicologique 

des larves 
	
	
	

(A)      (B) 

 
(C)      (D) 

 
(E)      (F) 

 
56Figure 1 : Chromatogrammes obtenus de l’analyse de l’éthanol par HS-GC-FID à 

partir des larves prélevées sur les cadavres témoins. 
(A) Témoin 1 ; (B) Témoin 2 ; (C) Témoin 3 ; (D) Témoin 4 ; (E) Témoin 5 ; (F) Témoin 6. 
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 (A)      (B) 

 
(C)      (D) 

 
(E)      (F) 

 
57Figure 2 : Chromatogrammes obtenus de l’analyse de l’éthanol par HS-GC-FID 

à partir des larves prélevées sur les cadavres traités. 
(A) Traité 1 ; (B) Traité 2 ; (C) Traité 3 ; (D) Traité 4 ; (E) Traité 5 ; (F) Traité 6. 
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APPENDICE F : Résultats des analyses moléculaires 

52Tableau 5 : Résultats de l’analyse des échantillons d’ADN extraits en utilisant un 

spectrophotomètre NanoDrop®. 

Échantillon Identification 
morphologique ADN ng/μL 260/280 260/230 

1 Lucilia sericata 7,0 1,75 0,19 
2 Lucilia sericata 8,9 1,34 0,23 
3 Lucilia sericata 6,1 1,59 0,20 
4 Lucilia sericata 6,1 1,09 0,33 
5 Lucilia sericata 8,5 1,89 0,66 
6 Lucilia sericata 9,1 1,54 0,45 
7 Lucilia sericata 5,6 1,47 0,67 
8 Lucilia sericata 4,4 1,69 0,49 
9 Lucilia sericata 8,3 1,98 0,33 

10 Lucilia sericata 6,8 167 0,22 
11 Lucilia sericata 9,2 1,45 0,47 
12 Lucilia sericata 5,5 2,22 0,69 
13 Chrysomya albiceps 3,0 2,45 0,16 
14 Chrysomya albiceps 6,6 2,74 0,29 
15 Chrysomya albiceps 5,1 2,09 0,22 
16 Chrysomya albiceps 3,9 2,31 0,19 
17 Chrysomya albiceps 4,2 2,22 0,17 
18 Chrysomya albiceps 5,6 2,19 0,26 
19 Chrysomya albiceps 7,2 2,17 0,54 
20 Chrysomya albiceps 3,9 2,01 0,33 
21 Chrysomya megacephala 6,3 1,90 0,22 
22 Chrysomya megacephala 5,6 1,64 0,20 
23 Chrysomya megacephala 7,1 1,55 0,44 
24 Calliphora vicina 5,3 2,28 0,20 
25 Calliphora vicina 4,7 2,64 0,15 
26 Calliphora vicina 4,9 2,78 0,17 
27 Calliphora vicina 4,6 2,01 0,65 
28 Calliphora vicina 5,8 2,48 0,22 
29 Calliphora vicina 5,5 2,17 0,24 
30 Calliphora vicina 6,7 2,14 0,33 
31 Calliphora vicina 6,1 1,98 0,54 
32 Calliphora vicina 8,1 1,79 0,14 
33 Calliphora vicina 5,2 2,02 0,43 
34 Calliphora vomitoria 3,9 3,04 0,13 
35 Calliphora vomitoria 7,1 2,61 0,20 
36 Calliphora vomitoria 8,0 2,21 0,64 
37 Calliphora vomitoria 5,3 2,14 0,17 
38 Pollenia sp. 1 4,3 1,74 0,19 
39 Pollenia sp. 1 4,6 1,69 0,14 
40 Pollenia sp. 1 7,6 1,97 0,15 
42 Pollenia sp 2 3,8 3,20 0,13 
43 Pollenia sp 2 7,1 2,9 0,17 
44 Pollenia sp 2 6,3 2,15 0,98 
45 Liopygia sp. 11,4 2,09 0,48 
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Tableau 5. Résultats de l’analyse des échantillons d’ADN extraits en utilisant un 
spectrophotomètre NanoDrop® (suite). 

Échantillon Identification 
morphologique 

ADN ng/μL 260/280 260/230 

46 Liopygia sp. 10,1 2,45 0,49 
47 Liopygia sp. 11,5 2,09 0,84 
48 Sarcophaga sp.  8,5 1,95 0,28 
49 Sarcophaga sp.  9,5 1,58 0,47 
50 Sarcophaga sp.  10,1 1,44 0,65 
51 Sarcophaga africa 9,8 1,82 0,34 
52 Sarcophaga africa  13,2 1,66 0,33 
53 Sarcophaga africa 11,5 1,74 0,45 
54 Sarcophaga africa  14,3 1,63 0,47 
55 Sarcophaga africa 12,1 1,29 0,65 
56 Sarcophaga africa  13,5 1,38 0,74 
57 Liosarcophaga sp. 5,5 1,77 0,16 
58 Liosarcophaga sp. 6,5 1,89 0,17 
59 Liosarcophaga sp. 6,7 1,98 0,25 
60 Piophila nigriceps 6,7 1,69 0,27 
61 Piophila nigriceps 3,0 2,02 0,12 
62 Piophila nigriceps 4,8 2,14 0,14 
63 Piophila casei 4,3 1,74 0,19 
64 Piophila casei 3,8 3,20 0,13 
65 Piophila casei 5,1 1,98 0,19 

 

53Tableau 6 : Identification moléculaire des échantillons utilisés dans cette étude 
avec leurs taux de similarité sur la base de données GenBank. 

Échantillon Identification 
morphologique 

Identification moléculaire 

GENBANK % de similarité Longueur (pb) 
1 Lucilia sericata L. sericata 99 492 
2 Lucilia sericata L. sericata 97 492 
3 Lucilia sericata L. sericata 99 503 
4 Lucilia sericata L. sericata 99 503 
5 Lucilia sericata L. sericata 99 506 
6 Lucilia sericata L. sericata 99 506 
7 Lucilia sericata L. sericata 99 506 
8 Lucilia sericata L. sericata 99 504 
9 Lucilia sericata L. sericata 99 503 

10 Lucilia sericata L. sericata 99 503 
11 Lucilia sericata L. sericata 99 502 
12 Lucilia sericata L. sericata 98 503 
13 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 99 492 
14 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 99 495 
15 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 99 491 
16 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 99 491 
17 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 97 491 
18 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 96 491 
19 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 95 492 
20 Chrysomya albiceps Chrysomya albiceps 95 492 
21 Chrysomya megacephala Chrysomya megacephala 97 500 
22 Chrysomya megacephala Chrysomya megacephala 96 501 
23 Chrysomya megacephala Chrysomya megacephala 97 499 
24 Calliphora vicina Calliphora vicina 99 498 
25 Calliphora vicina Calliphora vicina 99 498 
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Tableau 6 : Identification moléculaire des échantillons utilisés dans cette étude 
avec leurs taux de similarité sur la base de données GenBank (suite). 

Échantillon Identification 
morphologique 

Identification moléculaire 

GENBANK % de similarité Longueur (pb) 
26 Calliphora vicina Calliphora vicina 99 500 
27  Calliphora vicina  Calliphora vicina 97 498 
28 Calliphora vicina Calliphora vicina 98 500 
29  Calliphora vicina  Calliphora vicina 97 501 
30 Calliphora vicina Calliphora vicina 98 499 
31 Calliphora vicina Calliphora vicina 100 497 
32  Calliphora vicina  Calliphora vicina 99 497 
33 Calliphora vicina Calliphora vicina 98 497 
34 Calliphora vomitoria Calliphora vomitoria 99 494 
35 Calliphora vomitoria Calliphora vomitoria 99 492 
36 Calliphora vomitoria Calliphora vomitoria 96 493 
37 Calliphora vomitoria Calliphora vomitoria 97 492 
38 Pollenia sp. 1 Pollenia vagabunda 96 496 
39 Pollenia sp. 1 Pollenia vagabunda 92 496 
40 Pollenia sp. 1 Pollenia vagabunda 93 496 
42 Pollenia sp 2 Pollenia rudis 98 494 
43 Pollenia sp 2 Pollenia rudis 98 494 
44 Pollenia sp 2 Pollenia rudis 97 492 
45 Liopygia sp. Liopygia 

argyrostoma 
99 490 

46 Liopygia sp. Liopygia  
argyrostoma 

97 492 

47 Liopygia sp. Liopygia 
argyrostoma 

98 492 

48 Sarcophaga sp. Sarcophaga 
pandellei 

98 494 

49 Sarcophaga sp. Sarcophaga 
pandellei 

96 496 

50 Sarcophaga sp. Sarcophaga 
pandellei 

98 496 

51 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 93 497 
52 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 93 497 
53 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 93 497 
54 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 92 498 
55 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 91 499 
56 Sarcophaga africa Sarcophaga africa 93 499 

57 Liosarcophaga sp. 
Sarcophaga 

(Liosarcophaga) 
tibialis 

99 490 

58 Liosarcophaga sp. 
Sarcophaga 

(Liosarcophaga) 
tibialis 

96 491 

59 Liosarcophaga sp. 
Sarcophaga 

(Liosarcophaga) 
tibialis 

99 493 

60 Piophila nigriceps Piophila nigriceps 94 488 
61 Piophila nigriceps Piophila nigriceps 94 488 
62 Piophila nigriceps Piophila nigriceps 91 488 
63 Piophila casei Piophila casei 98 490 
64 Piophila casei Piophila casei 95 492 
65 Piophila casei Piophila casei 100 483 
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54Tableau 7 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux 
paramètres entre les séquences des espèces de Calliphoridae. 
  1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 

1 LS DZ1                   
2 LS DZ2 0,009                  
3 LS DZ3 0,000 0,009                 
4 LS DZ4 0,009 0,009 0,009                
5 LS DZ5 0,000 0,000 0,009 0,000               
6 LS DZ6 0,000 0,000 0,009 0,000 0,000              
7 LS DZ7 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000             
8 LS DZ8 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000            
9 LS DZ9 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,000           

10 LS DZ10 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000          
11 LS DZ11 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000         
12 LS DZ12 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000        
13 LS ES 0,000 0,009 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000       
14 LS EG 0,757 0,783 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757      
15 LS UK 0,757 0,783 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,000     
16 LS USA 0,757 0,783 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,000 0,000    
17 LS DE 0,757 0,783 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,000 0,000 0,000   
18 LS CN 0,761 0,787 0,761 0,813 0,761 0,761 0,761 0,761 0,761 0,761 0,761 0,761 0,761 0,876 0,876 0,876 0,876  
19 ChA DZ1 0,079 0,089 0,079 0,089 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,757 0,757 0,757 0,757 0,820 
20 ChA DZ2 0,079 0,089 0,079 0,089 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,757 0,757 0,757 0,757 0,820 
21 ChA DZ3 0,079 0,089 0,079 0,089 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,757 0,757 0,757 0,757 0,820 
22 ChA DZ4 0,069 0,079 0,069 0,079 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,732 0,732 0,732 0,732 0,794 
23 ChA DZ5 0,069 0,079 0,069 0,079 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,732 0,732 0,732 0,732 0,794 
24 ChA DZ6 0,089 0,100 0,089 0,100 0,089 0,089 0,089 0,089 0,089 0,089 0,089 0,089 0,089 0,757 0,757 0,757 0,757 0,816 
25 ChA DZ7 0,090 0,100 0,090 0,100 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,757 0,757 0,757 0,757 0,852 
26 ChA DZ8 0,090 0,100 0,090 0,100 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,090 0,757 0,757 0,757 0,757 0,852 
27 ChA ES 0,079 0,089 0,079 0,089 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,757 0,757 0,757 0,757 0,820 
28 ChA EG 0,811 0,839 0,811 0,840 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,122 0,122 0,122 0,122 0,947 
29 ChA DE 0,811 0,839 0,811 0,840 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,122 0,122 0,122 0,122 0,947 
30 ChA IT 0,811 0,839 0,811 0,840 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,122 0,122 0,122 0,122 0,947 
31 ChM ZA 0,811 0,839 0,811 0,840 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,811 0,122 0,122 0,122 0,122 0,947 
32 ChM DZ1 0,038 0,048 0,038 0,058 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,708 0,708 0,708 0,708 0,768 
33 ChM DZ2 0,068 0,079 0,068 0,089 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,733 0,733 0,733 0,820 
34 ChM DZ3 0,038 0,048 0,038 0,058 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,708 0,708 0,708 0,708 0,768 
35 ChM CN 0,599 0,620 0,599 0,605 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,811 0,811 0,811 0,811 1,111 
36 ChM ZA 0,708 0,732 0,708 0,733 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,079 0,079 0,079 0,079 0,768 
37 ChM BR  0,038 0,048 0,038 0,058 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,038 0,708 0,708 0,708 0,708 0,768 
38 ChM EG 0,708 0,732 0,708 0,733 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,079 0,079 0,079 0,079 0,768 
39 ChM AU 0,599 0,620 0,599 0,605 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,599 0,811 0,811 0,811 0,811 1,111 
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Tableau 7 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux 
paramètres entre  les séquences des espèces de Calliphoridae (suite). 

  19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 36 37 38 
19 ChA 

DZ1 
                    

20 ChA 
DZ2 

0,000                    

21 ChA 
DZ3 

0,000 0,000                   

22 ChA 
DZ4 

0,009 0,009 0,009                  

23 ChA 
DZ5 

0,009 0,009 0,009 0,000                 

24 ChA 
DZ6 

0,000 0,000 0,000 0,009 0,000                

25 ChA 
DZ7 

0,009 0,009 0,009 0,000 0,009 0,009               

26 ChA 
DZ8 

0,009 0,009 0,009 0,000 0,009 0,009 0,009              

27 ChA 
ES 

0,000 0,000 0,000 0,009 0,000 0,000 0,000 0,009             

28 ChA 
EG 

0,783 0,783 0,783 0,810 0,810 0,839 0,838 0,838 0,783            

29 ChA 
DE 

0,783 0,783 0,783 0,810 0,810 0,839 0,838 0,838 0,783 0,000           

30 ChA 
IT 

0,783 0,783 0,783 0,810 0,810 0,839 0,838 0,838 0,783 0,000 0,000          

31 ChA 
ZA 

0,783 0,783 0,783 0,810 0,810 0,839 0,838 0,838 0,783 0,000 0,000 0,000         

32 ChM 
DZ1 

0,059 0,059 0,059 0,049 0,049 0,069 0,069 0,069 0,059 0,840 0,840 0,840 0,840        

33 ChM 
DZ2 

0,090 0,090 0,090 0,079 0,079 0,100 0,100 0,100 0,090 0,872 0,872 0,872 0,872 0,000       

34 ChM 
DZ3 

0,059 0,059 0,059 0,049 0,049 0,069 0,069 0,069 0,059 0,840 0,840 0,840 0,840 0,000 0,000      

35 ChM 
CN 

0,646 0,646 0,646 0,625 0,625 0,713 0,628 0,628 0,646 0,929 0,929 0,929 0,929 0,599 0,618 0,599     

36 ChM 
ZA 

0,757 0,757 0,757 0,732 0,732 0,757 0,757 0,757 0,757 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,759 0,733 0,838    

37 ChM 
BR  

0,059 0,059 0,059 0,049 0,049 0,069 0,069 0,069 0,059 0,840 0,840 0,840 0,840 0,000 0,029 0,000 0,599 0,733   

38 ChM 
EG 

0,757 0,757 0,757 0,732 0,732 0,757 0,757 0,757 0,757 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,759 0,733 0,838 0,000 0,733  

39 ChM 
AU 

0,646 0,646 0,646 0,625 0,625 0,713 0,628 0,628 0,646 0,929 0,929 0,929 0,929 0,599 0,618 0,599 0,000 0,838 0,599 0,838 
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Tableau 7 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique  par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux 
paramètres entre les séquences des espèces de Calliphoridae (suite). 

  1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 
40 CVi DZ1 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
41 CVi DZ2 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 

42 CVi DZ3 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
43 CVi DZ4 0,091 0,101 0,091 0,100 0,091 0,091 0,091 0,091 0,091 0,091 0,091 0,091 0,091 0,847 0,847 0,847 0,847 0,866 
44 CVi DZ5 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
45 CVi DZ6 0,068 0,079 0,068 0,079 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,733 0,733 0,733 0,82 

46 CVi DZ7 0,068 0,079 0,068 0,079 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,733 0,733 0,733 0,82 
47 CVi DZ8 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
48 CVi DZ9 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
49 CVi DZ10 0,068 0,079 0,068 0,079 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,068 0,733 0,733 0,733 0,733 0,82 

50 CVo ES 0,048 0,058 0,048 0,058 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,048 0,733 0,733 0,733 0,733 0,799 
51 CVo IT 0,733 0,759 0,733 0,757 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,048 0,048 0,048 0,048 0,881 
52 CVo DE 0,733 0,759 0,733 0,757 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,048 0,048 0,048 0,048 0,881 
53 CVo US 0,733 0,759 0,733 0,757 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,048 0,048 0,048 0,048 0,881 

54 CVo UK 0,733 0,759 0,733 0,757 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,048 0,048 0,048 0,048 0,881 
55 CVo  DZ1 0,069 0,079 0,069 0,079 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,069 0,732 0,732 0,732 0,732 0,794 
56 CVo  DZ2 0,058 0,068 0,058 0,079 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,732 0,732 0,732 0,732 0,764 
57 CVo  DZ3 0,111 0,1 0,111 0,122 0,111 0,111 0,111 0,111 0,111 0,111 0,111 0,111 0,111 0,757 0,757 0,757 0,757 0,816 

58 CVo  DZ4 0,058 0,068 0,058 0,079 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,058 0,732 0,732 0,732 0,732 0,764 
59 CVo ES 0,079 0,089 0,079 0,089 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,079 0,757 0,757 0,757 0,757 0,768 
60 CVo IT 0,732 0,757 0,732 0,757 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,029 0,029 0,029 0,029 0,91 
61 CVo DE 0,732 0,757 0,732 0,757 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,732 0,029 0,029 0,029 0,029 0,91 

62 CVo US 0,757 0,783 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,039 0,039 0,039 0,039 0,91 
63 PoV_DZ1 0,133 0,144 0,133 0,144 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,783 0,783 0,783 0,783 0,876 
64 PoV_DZ2 0,133 0,144 0,133 0,144 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,783 0,783 0,783 0,783 0,876 
65 PoV_DZ3 0,133 0,144 0,133 0,144 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,133 0,783 0,783 0,783 0,783 0,876 

66 PoV CA 0,81 0,839 0,81 0,838 0,81 0,81 0,81 0,81 0,81 0,81 0,81 0,81 0,81 0,079 0,079 0,079 0,079 0,936 
67 PoR DZ1 0,09 0,1 0,09 0,1 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,684 0,684 0,684 0,684 0,79 
68 PoR DZ2 0,09 0,1 0,09 0,1 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,684 0,684 0,684 0,684 0,79 
69 PoR DZ3 0,100 0,111 0,100 0,111 0,100 0,100 0,100 0,100 0,100 0,100 0,100 0,100 0,100 0,661 0,661 0,661 0,661 0,79 

70 PoR ES 0,09 0,1 0,09 0,1 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,09 0,684 0,684 0,684 0,684 0,79 
71 PoR IN 0,757 0,784 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,100 0,100 0,100 0,1 1,021 
72 PoR CA 0,757 0,784 0,757 0,783 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,757 0,1 0,1 0,1 0,1 1,021 
73 DM  0,787 0,813 0,787 0,816 0,787 0,787 0,787 0,787 0,787 0,787 0,787 0,787 0,787 0,1 0,1 0,1 0,1 0,973 



 

	

	
209	

    Tableau 7 : Matrice de la  divergence intra- et inter-spécifique  par paire (p-distance)  calculée par la méthode de Kimura à deux paramètres entre  les séquences des 
espèces de Calliphoridae (suite). 

  19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 36 37 38 39 

40 CVi DZ1 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

41 CVi DZ2 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

42 CVi DZ3 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

43 CVi DZ4 0,080 0,080 0,080 0,069 0,069 0,090 0,091 0,091 0,080 0,979 0,979 0,979 0,979 0,070 0,102 0,070 0,671 0,847 0,070 0,847 0,671 

44 CVi DZ5 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

45 CVi DZ6 0,068 0,068 0,068 0,058 0,058 0,079 0,079 0,079 0,068 0,840 0,840 0,840 0,840 0,048 0,079 0,048 0,665 0,733 0,048 0,733 0,665 

46 CVi DZ7 0,068 0,068 0,068 0,058 0,058 0,079 0,079 0,079 0,068 0,840 0,840 0,840 0,840 0,048 0,079 0,048 0,665 0,733 0,048 0,733 0,665 

47 CVi DZ8 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

48 CVi DZ9 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

49 CVi DZ10 0,068 0,068 0,068 0,058 0,058 0,079 0,079 0,079 0,068 0,840 0,840 0,840 0,840 0,048 0,079 0,048 0,665 0,733 0,048 0,733 0,665 

50 CVo ES 0,048 0,048 0,048 0,039 0,039 0,058 0,059 0,059 0,048 0,840 0,840 0,840 0,840 0,029 0,059 0,029 0,622 0,733 0,029 0,733 0,622 

51 CVo IT 0,710 0,710 0,710 0,685 0,685 0,708 0,710 0,710 0,710 0,111 0,111 0,111 0,111 0,684 0,707 0,684 0,810 0,089 0,684 0,089 0,810 

52 CVo DE 0,710 0,710 0,710 0,685 0,685 0,708 0,710 0,710 0,710 0,111 0,111 0,111 0,111 0,684 0,707 0,684 0,810 0,089 0,684 0,089 0,810 

53 CVo US 0,710 0,710 0,710 0,685 0,685 0,708 0,710 0,710 0,710 0,111 0,111 0,111 0,111 0,684 0,707 0,684 0,810 0,089 0,684 0,089 0,810 

54 CVo UK 0,710 0,710 0,710 0,685 0,685 0,708 0,710 0,710 0,710 0,111 0,111 0,111 0,111 0,684 0,707 0,684 0,810 0,089 0,684 0,089 0,810 

55 CVo  DZ1 0,029 0,029 0,029 0,019 0,019 0,038 0,038 0,038 0,029 0,810 0,810 0,810 0,810 0,049 0,079 0,049 0,668 0,732 0,049 0,732 0,668 

56 CVo  DZ2 0,038 0,038 0,038 0,029 0,029 0,048 0,048 0,048 0,038 0,810 0,810 0,810 0,810 0,039 0,069 0,039 0,668 0,732 0,039 0,732 0,668 

57 CVo  DZ3 0,069 0,069 0,069 0,059 0,059 0,079 0,079 0,079 0,069 0,839 0,839 0,839 0,839 0,089 0,122 0,089 0,713 0,757 0,089 0,757 0,713 

58 CVo  DZ4 0,038 0,038 0,038 0,029 0,029 0,048 0,048 0,048 0,038 0,810 0,810 0,810 0,810 0,039 0,069 0,039 0,668 0,732 0,039 0,732 0,668 

59 CVo ES 0,038 0,038 0,038 0,029 0,029 0,048 0,048 0,048 0,038 0,838 0,838 0,838 0,838 0,059 0,090 0,059 0,690 0,757 0,059 0,757 0,690 

60 CVo IT 0,732 0,732 0,732 0,707 0,707 0,732 0,732 0,732 0,732 0,144 0,144 0,144 0,144 0,684 0,708 0,684 0,783 0,100 0,684 0,100 0,783 

61 CVo DE 0,732 0,732 0,732 0,707 0,707 0,732 0,732 0,732 0,732 0,144 0,144 0,144 0,144 0,684 0,708 0,684 0,783 0,100 0,684 0,100 0,783 

62 CVo_US 0,757 0,757 0,757 0,732 0,732 0,757 0,757 0,757 0,757 0,155 0,155 0,155 0,155 0,708 0,733 0,708 0,811 0,111 0,708 0,111 0,811 

63 PoV_DZ1 0,157 0,157 0,157 0,146 0,146 0,168 0,157 0,157 0,157 0,898 0,898 0,898 0,898 0,135 0,159 0,135 0,716 0,810 0,135 0,810 0,716 

64 PoV_DZ2 0,157 0,157 0,157 0,146 0,146 0,168 0,157 0,157 0,157 0,898 0,898 0,898 0,898 0,135 0,159 0,135 0,716 0,810 0,135 0,810 0,716 

65 PoV_DZ3 0,157 0,157 0,157 0,146 0,146 0,168 0,157 0,157 0,157 0,898 0,898 0,898 0,898 0,135 0,159 0,135 0,716 0,810 0,135 0,810 0,716 

66 PoV CA 0,868 0,868 0,868 0,839 0,839 0,839 0,868 0,868 0,868 0,144 0,144 0,144 0,144 0,838 0,868 0,838 0,838 0,100 0,838 0,100 0,838 

67 PoR DZ1 0,112 0,112 0,112 0,101 0,101 0,122 0,123 0,123 0,112 0,757 0,757 0,757 0,757 0,102 0,135 0,102 0,725 0,732 0,102 0,732 0,725 

68 PoR DZ2 0,112 0,112 0,112 0,101 0,101 0,122 0,123 0,123 0,112 0,757 0,757 0,757 0,757 0,102 0,135 0,102 0,725 0,732 0,102 0,732 0,725 

69 PoR DZ3 0,123 0,123 0,123 0,112 0,112 0,134 0,135 0,135 0,123 0,732 0,732 0,732 0,732 0,113 0,146 0,113 0,697 0,708 0,113 0,708 0,697 

70 PoR ES 0,112 0,112 0,112 0,101 0,101 0,122 0,123 0,123 0,112 0,757 0,757 0,757 0,757 0,102 0,135 0,102 0,725 0,732 0,102 0,732 0,725 

71 PoR IN 0,812 0,812 0,812 0,784 0,784 0,783 0,786 0,786 0,812 0,144 0,144 0,144 0,144 0,783 0,810 0,783 0,839 0,100 0,783 0,100 0,839 

72 PoR CA 0,812 0,812 0,812 0,784 0,784 0,783 0,786 0,786 0,812 0,144 0,144 0,144 0,144 0,783 0,810 0,783 0,839 0,100 0,783 0,100 0,839 

73 DM  0,840 0,840 0,840 0,813 0,813 0,843 0,783 0,783 0,840 0,167 0,167 0,167 0,167 0,787 0,816 0,787 0,737 0,100 0,787 0,100 0,737 
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Tableau 7 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux paramètres entre  les 
séquences des espèces de Calliphoridae (suite). 

  40 41 42 43 44 45 46 47 48 49 50 51 52 53 54 
40 CVi DZ1                
41 CVi DZ2 0,000               
42 CVi DZ3 0,000 0,000              
43 CVi DZ4 0,000 0,000 0,000             
44 CVi DZ5 0,000 0,000 0,000 0,000            
45 CVi DZ6 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000           
46 CVi DZ7 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000          
47 CVi DZ8 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000         
48 CVi DZ9 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000        
49 CVi DZ10 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000       
50 CVi ES 0,000 0,000 0,000 0,039 0,000 0,019 0,019 0,000 0,000 0,019      
51 CVi IT 0,707 0,707 0,707 0,813 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707     
52 CVi DE 0,707 0,707 0,707 0,813 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,000    
53 CVi US 0,707 0,707 0,707 0,813 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,000 0,000   
54 CVi UK 0,707 0,707 0,707 0,813 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,707 0,000 0,000 0,000  
55 CVo  DZ1 0,039 0,039 0,039 0,080 0,039 0,058 0,058 0,039 0,039 0,058 0,039 0,685 0,685 0,685 0,685 
56 CVo  DZ2 0,049 0,049 0,049 0,091 0,049 0,069 0,069 0,049 0,049 0,069 0,049 0,685 0,685 0,685 0,685 
57 CVo  DZ3 0,079 0,079 0,079 0,122 0,079 0,100 0,100 0,079 0,079 0,100 0,079 0,708 0,708 0,708 0,708 
58 CVo  DZ4 0,049 0,049 0,049 0,091 0,049 0,069 0,069 0,049 0,049 0,069 0,049 0,685 0,685 0,685 0,685 
59 CVo ES 0,048 0,048 0,048 0,091 0,048 0,068 0,068 0,048 0,048 0,068 0,048 0,710 0,710 0,710 0,710 
60 CVo IT 0,708 0,708 0,708 0,816 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,029 0,029 0,029 0,029 
61 CVo DE 0,708 0,708 0,708 0,816 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,708 0,029 0,029 0,029 0,029 
62 CVo_US 0,733 0,733 0,733 0,847 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,038 0,038 0,038 0,038 
63 PoV_DZ1 0,123 0,123 0,123 0,171 0,123 0,145 0,145 0,123 0,123 0,145 0,123 0,757 0,757 0,757 0,757 
64 PoV_DZ2 0,123 0,123 0,123 0,171 0,123 0,145 0,145 0,123 0,123 0,145 0,123 0,757 0,757 0,757 0,757 
65 PoV_DZ3 0,123 0,123 0,123 0,171 0,123 0,145 0,145 0,123 0,123 0,145 0,123 0,757 0,757 0,757 0,757 
66 PoV CA 0,838 0,838 0,838 0,968 0,838 0,838 0,838 0,838 0,838 0,838 0,838 0,133 0,133 0,133 0,133 
67 PoR DZ1 0,091 0,091 0,091 0,137 0,091 0,112 0,112 0,091 0,091 0,112 0,091 0,617 0,617 0,617 0,617 
68 PoR DZ2 0,091 0,091 0,091 0,137 0,091 0,112 0,112 0,091 0,091 0,112 0,091 0,617 0,617 0,617 0,617 
69 PoR DZ3 0,102 0,102 0,102 0,149 0,102 0,123 0,123 0,102 0,102 0,123 0,102 0,597 0,597 0,597 0,597 
70 PoR ES 0,091 0,091 0,091 0,137 0,091 0,112 0,112 0,091 0,091 0,112 0,091 0,617 0,617 0,617 0,617 
71 PoR IN 0,733 0,733 0,733 0,839 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,089 0,089 0,089 0,089 
72 PoR CA 0,733 0,733 0,733 0,839 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,733 0,089 0,089 0,089 0,089 
73 DM  0,816 0,816 0,816 0,955 0,816 0,816 0,816 0,816 0,816 0,816 0,816 0,122 0,122 0,122 0,122 
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Tableau 7 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique  par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux paramètres entre  les séquences des 
espèces de Calliphoridae (suite). 

  55 56 57 58 59 60 61 62 63 64 65 66 67 68 69 70 71 72 
55 CVo  DZ1                   
56 CVo  DZ2 0,009                  
57 CVo  DZ3 0,009 0,009                 
58 CVo  DZ4 0,009 0,000 0,009                
59 CVo ES 0,009 0,009 0,009 0,009               
60 CVo IT 0,707 0,707 0,732 0,707 0,732              
61 CVo DE 0,707 0,707 0,732 0,707 0,732 0,000             
62 CVo_US 0,732 0,732 0,757 0,732 0,732 0,009 0,009            
63 PoV DZ1 0,146 0,158 0,191 0,158 0,157 0,757 0,757 0,783           
64 PoV DZ2 0,146 0,158 0,191 0,158 0,157 0,757 0,757 0,783 0,000          
65 PoV DZ3 0,146 0,158 0,191 0,158 0,157 0,757 0,757 0,783 0,000 0,000         
66 PoV CA 0,839 0,839 0,867 0,839 0,868 0,111 0,111 0,122 0,898 0,898 0,898        
67 PoR DZ1 0,101 0,112 0,144 0,112 0,112 0,661 0,661 0,684 0,112 0,112 0,112 0,784       
68 PoR DZ2 0,101 0,112 0,144 0,112 0,112 0,661 0,661 0,684 0,112 0,112 0,112 0,784 0,000      
69 PoR DZ3 0,112 0,124 0,156 0,124 0,123 0,639 0,639 0,661 0,123 0,123 0,123 0,759 0,009 0,009     
70 PoR ES 0,101 0,112 0,144 0,112 0,112 0,661 0,661 0,684 0,112 0,112 0,112 0,784 0,000 0,000 0,009    
71 PoR IN 0,784 0,784 0,810 0,784 0,812 0,100 0,100 0,111 0,783 0,783 0,783 0,079 0,733 0,733 0,710 0,733   
72 PoR CA 0,784 0,784 0,810 0,784 0,812 0,100 0,100 0,111 0,783 0,783 0,783 0,079 0,733 0,733 0,710 0,733 0,000  
73 DM 0,813 0,813 0,843 0,813 0,840 0,111 0,111 0,121 0,811 0,811 0,811 0,122 0,759 0,759 0,733 0,759 0,155 0,155 

Abréviations : LS, Lucilia sericata ;ChA, Chrysomya albiceps ; ChM, Chrysomya megacephala ; CVi, Calliphora vicina ; CVo, Callophora vomitoria ; PoV, Pollenia vagabunda ; PoR, 
Pollenia rudis ; DM, Drosophila melanogaster (groupe externe). 
AU, Australie ; CA, Canada ; CN, Chine  DE, Allemagne ; DZ, Algérie ; EG, Egypte ; ES, Espagne ; IN, Inde ; IT, Italie ; UK, Royaumes Unies ; US, Etats-Unis ; ZA, Sud d’Afrique. 
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55Tableau 8 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique  par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura à deux paramètres entre  
les séquences des espèces des Sarcophagidae. 

  1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 
1 SAr DZ1                 
2 SAr DZ2 0,000                
3 SAr DZ3 0,000 0,000               
4 SAr ES 0,009 0,067 0,057              
5 SAr US 0,643 0,643 0,638 0,638             
6 SAr CL 0,643 0,643 0,638 0,638 0,00            
7 SAr DE 0,599 0,638 0,634 0,594 0,507 0,507           
8 SAr IT 0,643 0,643 0,638 0,638 0,000 0,00 0,507          
9 SP DZ1 0,100 0,168 0,154 0,110 0,682 0,682 0,750 0,682         

10 SP DZ2 0,121 0,154 0,154 0,132 0,649 0,649 0,713 0,649 0,009        
11 SP DZ3 0,120 0,178 0,133 0,131 0,697 0,697 0,766 0,697 0,000 0,000       
12 SP ES 0,131 0,188 0,175 0,120 0,685 0,685 0,753 0,685 0,047 0,047 0,067      
13 SP IT 0,750 0,782 0,743 0,743 0,121 0,121 0,743 0,121 0,801 0,743 0,782 0,782     
14 SA DZ1 0,179 0,177 0,142 0,168 0,676 0,676 0,685 0,676 0,231 0,216 0,228 0,202 0,697    
15 SA DZ2 0,143 0,189 0,154 0,132 0,704 0,704 0,713 0,704 0,191 0,216 0,215 0,177 0,758 0,000   
16 SA DZ3 0,177 0,177 0,176 0,165 0,664 0,664 0,702 0,664 0,228 0,203 0,215 0,189 0,669 0,000 0,009  
17 SA DZ4 0,188 0,188 0,187 0,177 0,659 0,659 0,698 0,659 0,240 0,215 0,227 0,201 0,664 0,000 0,000 0,009 
18 SA DZ5 0,188 0,188 0,187 0,177 0,659 0,659 0,698 0,659 0,240 0,215 0,227 0,201 0,664 0,000 0,000 0,009 
19 SA DZ6 0,143 0,189 0,154 0,132 0,704 0,704 0,713 0,704 0,191 0,216 0,215 0,177 0,758 0,000 0,000 0,000 
20 SA ES 0,057 0,119 0,108 0,047 0,697 0,697 0,664 0,697 0,143 0,166 0,165 0,132 0,750 0,121 0,088 0,120 
21 SA IT 0,664 0,720 0,685 0,659 0,067 0,067 0,627 0,067 0,704 0,697 0,691 0,691 0,109 0,669 0,697 0,659 
22 SA CN 0,712 0,758 0,750 0,704 0,529 0,529 0,112 0,529 0,865 0,854 0,843 0,860 0,720 0,782 0,817 0,766 
23 SA AU 0,664 0,720 0,685 0,659 0,067 0,067 0,627 0,067 0,704 0,697 0,691 0,691 0,109 0,669 0,697 0,659 
24 SA CZ 0,676 0,720 0,713 0,669 0,527 0,527 0,100 0,527 0,854 0,843 0,833 0,799 0,713 0,713 0,743 0,702 
25 SA US 0,676 0,720 0,713 0,669 0,547 0,547 0,111 0,547 0,854 0,843 0,833 0,799 0,743 0,713 0,743 0,702 
26 ST DZ1 0,067 0,120 0,108 0,077 0,634 0,634 0,680 0,634 0,109 0,131 0,131 0,141 0,707 0,165 0,130 0,175 
27 ST DZ2 0,109 0,130 0,088 0,119 0,627 0,627 0,698 0,627 0,154 0,153 0,143 0,175 0,698 0,152 0,164 0,175 
28 ST DZ3 0,109 0,109 0,088 0,120 0,634 0,634 0,736 0,634 0,155 0,166 0,155 0,176 0,707 0,153 0,153 0,153 
29 ST HR 0,659 0,713 0,680 0,655 0,109 0,109 0,655 0,109 0,713 0,707 0,702 0,730 0,098 0,614 0,638 0,607 
30 ST ES 0,685 0,743 0,707 0,680 0,119 0,119 0,680 0,119 0,743 0,736 0,730 0,759 0,088 0,638 0,664 0,630 
31 ST CZ 0,557 0,643 0,638 0,553 0,583 0,583 0,078 0,583 0,697 0,691 0,713 0,702 0,766 0,638 0,614 0,630 
32 DY 0,697 0,758 0,720 0,691 0,119 0,119 0,664 0,119 0,758 0,750 0,743 0,791 0,130 0,734 0,767 0,720 
33 MD 0,702 0,759 0,725 0,698 0,130 0,130 0,602 0,130 0,730 0,725 0,720 0,748 0,237 0,766 0,799 0,753 
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Tableau 8 : Matrice de la divergence intra- et inter-spécifique par paire (p-distance)  calculée par la méthode de Kimura à deux paramètres 
entre  les séquences des espèces des Sarcophagidae (suite). 

  17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 
17 SA DZ4                                 
18 SA DZ5 0,000                               
19 SA DZ6 0,000 0,000                             
20 SA ES 0,131 0,131 0,088                           
21 SA IT 0,655 0,655 0,697 0,704                         
22 SA CN 0,759 0,759 0,817 0,727 0,564                       
23 SA AU 0,655 0,655 0,697 0,704 0,000 0,564                     
24 SA CZ 0,698 0,698 0,743 0,676 0,525 0,028 0,525                   
25 SA US 0,698 0,698 0,743 0,676 0,545 0,038 0,545 0,009                 
26 ST DZ1 0,187 0,187 0,130 0,109 0,655 0,807 0,655 0,766 0,766               
27 ST DZ2 0,187 0,187 0,164 0,152 0,672 0,860 0,672 0,816 0,816 0,009             
28 ST DZ3 0,164 0,164 0,153 0,154 0,680 0,843 0,680 0,799 0,799 0,000 0,000           
29 ST HR 0,604 0,604 0,638 0,643 0,067 0,634 0,067 0,568 0,591 0,651 0,669 0,676         
30 ST ES 0,627 0,627 0,664 0,669 0,077 0,659 0,077 0,591 0,614 0,676 0,694 0,702 0,009       
31 ST CZ 0,627 0,627 0,614 0,572 0,585 0,132 0,585 0,120 0,131 0,634 0,702 0,743 0,651 0,676     
32 DY 0,713 0,713 0,767 0,758 0,108 0,572 0,108 0,591 0,614 0,685 0,702 0,713 0,141 0,130 0,643   
33 MD 0,748 0,748 0,799 0,743 0,141 0,562 0,141 0,505 0,524 0,748 0,768 0,778 0,141 0,152 0,623 0,131 

Abréviations : SAr, Sarcophaga argyrostoma ; SP, Sarcophaga pandellei ; SA, Sarcophaga africa ; ST, Sarcophaga tibialis.  
DY, Drosophila yakuba ; MD, Musca domestica (groupe externe) 
AU, Australie ; CA, Canada ;.CL, Chili ; CN, Chine ; CZ, Tchèque; EG, DE, Allemagne ; DZ, Algérie ; Egypte  ES, Espagne ; HR, Croatie ; IN, Inde ; IT, Italie ; 
UK, Royaumes Unies ;  US, Etats-Unis ;;; ZA, Sud d’Afrique . 
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56Tableau 9 : Matrice de la divergence intra- et interspécifique par paire (p-distance) calculée par la méthode de Kimura 
à deux paramètres entre  les séquences des espèces des Piophilidae. 

  1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 
1 PN DZ1                          
2 PN DZ2 0,000                        
3 PN DZ3 0,000 0,000                      
4 PN PT 0,680 0,687 0,733                    
5 PN DE 0,698 0,705 0,751 0,024                  
6 PN PL 0,680 0,687 0,733 0,010 0,020                
7 PN CH 0,690 0,697 0,743 0,007 0,017 0,003              
8 PN US 0,690 0,697 0,743 0,007 0,017 0,003 0,000            
9 PN US-AK 0,711 0,719 0,766 0,121 0,133 0,125 0,121 0,121          

10 PC DZ1 0,128 0,140 0,149 0,726 0,744 0,726 0,736 0,736 0,736        
11 PC DZ2 0,153 0,165 0,174 0,769 0,789 0,769 0,780 0,780 0,780 0,000      
12 PC DZ3 0,140 0,153 0,161 0,736 0,755 0,736 0,746 0,746 0,746 0,000 0,000    
13 PC ES 0,748 0,756 0,805 0,137 0,153 0,129 0,133 0,133 0,117 0,713 0,729 0,723  
14 DY 0,727 0,735 0,782 0,149 0,149 0,145 0,141 0,141 0,101 0,711 0,755 0,721 0,140 

Abréviations : PN, Piophila nigriceps ; PC, Piophila casei. 
CH, Suisse ; DE, Allemagne ; DZ, Algérie ; ES, Espagne ; PL, Pologne ; PT, Portugal ; US, Etats-Unis ;  US-AK, Etats-Unis Alaska.  
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