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1. ARBEITSHYPOTHESE UND FRAGESTELLUNG 

Der sensitive und spezifische Nachweis der Methicillinresistenz ist unverzichtbar, um eine 

gezielte antibiotische Therapie von Infektionen durch Koagulase-negative Staphylokokken 

durchzuführen (Jorgensen et al., 1999). Staphylokokkenwirksame, penicillinasefeste 

Penicilline wie Flucloxacillin gelten als die Therapie der Wahl bei der Behandlung von 

Staphylokokkeninfektionen. Diese Substanzen zeigen eine unübertroffene spezifische 

Aktivität und sind aufgrund ihrer geringen Toxizität und Nebenwirkungsrate gut 

verträglich. Dies gilt insbesondere für den Vergleich mit Vancomycin, das als 

Antibiotikum der Wahl bei der Behandlung von Infektionen durch Methicillin-resistente 

Staphylokokken gilt (Chambers, 1997; Wilson et al., 1995; Small und Chambers, 1990). 

Außerdem ist der restriktive Umgang mit Glykopeptidantibiotika wünschenswert. Ein 

breiter Einsatz dieser Reservemittel erhöht die Gefahr von Infektionen mit Vancomycin-

resistenten Enterokokken und leistet dem Entstehen einer Resistenz gegenüber 

Glycopeptideantibiotika wie Vancomycin oder Teicoplanin bei Staphylococcus aureus 

Vorschub (Smith et al., 1999; Murray, 2000). Erstmalig kam es jetzt in den USA bei einer 

Patientin, bei gleichzeitiger enteraler Besiedlung mit Vancomycin-resistenten 

Enterokokken und einer Wundinfektion mit MRSA, unter Vancomycintherapie zum 

konjugativen Transfer des vanA Gens auf den MRSA mit konsekutiver „high-level“ 

Vancomycinresistenz (CDC, 2002). Die phänotypische Detektion der Methicillinresistenz 

bei KNS ist wegen der heterogenen mecA-Expression (Chambers, 1997; McDonald et al., 

1995; Tenover et al., 1999; York et al., 1996) schwierig. Gebräuchliche phänotypische 

Testverfahren wie die Oxacillin-Agar-Platte, der Agardiffusionstest oder die MHK-

Bestimmung mit der Mikrodilution oder mittels Agardilution beruhen auf modifizierten 

Kulturbedingungen, um die Expression der Methicillinresistenz zu erhöhen (McDonald et 

al., 1995; Tenover et al., 1999; York et al., 1996). An einem Kollektiv von klinischen 

Isolaten Koagulase-negativer Staphylokokken sollte daher die Empfindlichkeit und 

Verlässlichkeit konventioneller phänotypischer Nachweisverfahren mit modernen 

automatisierten Systemen zur antimikrobiellen Resistenztestung, wie sie zunehmend in die 

klinisch-mikrobiologische Diagnostik Einzug halten, und dem immunologischen Nachweis 

des Penicillin-bindenden Proteins 2a (PBP2a) als Marker für das Vorliegen einer 

Methicillinresistenz verglichen werden. Als Referenzmethode diente die genotypische 

Charakterisierung der Isolate mittels der Polymerasekettenreaktion (PCR) für das 

Vorliegen des die Methicillinresistenz kodierenden mecA Gens. 
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2. EINLEITUNG 

2.1. Biologie der Koagulase-negativen Staphylokokken 

Die Familie der Micrococcaceae besteht aus den Gattungen Staphylococcus, Micrococcus, 

Stomatococcus und Planococcus. Von humanmedizinischer Bedeutung ist vor allem die 

Gattung Staphylococcus. Den Gattungen Stomatococcus und Micrococcus kommt zwar 

eine wichtige Rolle in der humanen und tierischen Haut- und Schleimhautflora zu. Als 

Infektionserreger sind sie von untergeordneter Bedeutung. Die Gattung Planococcus 

besteht im Wesentlichen aus marinen Spezies und kommt im menschlichen 

Untersuchungsmaterial nicht vor. 

Im Gegensatz zu den anderen Gattungen der Familie der Micrococcaceae liegt der GC-

Gehalt der Staphylokokken-DNA mit 30-39 Molprozent sehr niedrig (Wilkinson, 1997; 

Kloos, 1997). Außerdem enthält die Zellwand der Staphylokokken Teichonsäuren und das 

Peptidoglycan der Staphylokokken wird durch eine aus multiplen Glycinresten bestehende 

Interpeptidbrücke quervernetzt. Diese Interpeptidbrücke bedingt eine Empfindlichkeit der 

Staphylokokken gegenüber dem speziell an Glycin-Glycin-Bindungen angreifenden 

Enzym Lysostaphin. 

Die Spezies der Gattung Staphylococcus verbindet, dass es sich in der Regel um fakultativ 

anaerob wachsende, unbewegliche, nicht sporenbildende Bakterien handelt, die zumeist 

positiv für den Nachweis des Enzym Katalase sind (Ausnahme Staphylococcus aureus ssp. 

anaerobius) (Kloos, 1997; Pfaller und Herwaldt, 1988; Rupp und Archer, 1994). 

Staphylokokken haben ein Temperaturoptimum zwischen 30 °C und 37 °C. Sie wachsen 

aber auch bei ungünstigeren Inkubationstemperaturen und sind aufgrund einer erhöhten 

pH-Toleranz und Resistenz gegen Austrocknung und Desinfektionsmittel vergleichsweise 

unempfindlich. 

Die Staphylokokken imponieren nach Durchführung einer Gramfärbung unter dem 

Mikroskop als grampositive Kokken, die als einzelne Zellen, in traubenartigen Haufen 

oder kurzen Ketten angeordnet liegen können. Die Gattung Staphylococcus wird 

heutzutage anhand biochemischer und molekularbiologischer Kriterien in 36 Spezies, 

wovon 9 verschiedene Subspezies aufweisen, unterteilt (Euzéby, 1997; Kloos und 

Bannermann, 1999; Drancourt und Raoult, 2002). Der Nachweis der Prothrombin-

aktivierenden Koagulase erlaubt die Unterscheidung in Koagulase-positive und Koagulase-

negative Staphylokokkenspezies (Sperber und Tantini, 1975). Die nahezu einzige human-

pathogene, Koagulase-positive Art ist Staphylococcus aureus. Daneben findet sich eine 



 7

positive Koagulasereaktion auch bei den Spezies S. intermedius, S. lutrae, S. delphini und 

S. schleiferi ssp. coagulans sowie einzelnen Stämmen der Spezies S. hyicus (Kloos und 

Bannermann, 1999). Weitere wesentliche human-pathogene Spezies gehören in die Gruppe 

der Koagulase-negativen Staphylokokken (KNS) (Kloos und Bannermann, 1994; Rupp 

und Archer, 1994). Eine Vielzahl der bekannten KNS Spezies können auf der Haut, in den 

Hautanhangsdrüsen oder auf den Schleimhäuten des Menschen als residente oder temporär 

residente Flora gefunden werden. Je nach Körperregion und Feuchtegrad des Areals 

unterscheidet sich die Dichte der gefundenen KNS. Sie besiedeln bevorzugt Areale der 

Haut und Schleimhäute, die natürliche Körperöffnungen umgeben. Die höchsten 

Populationsdichten finden sich mit 103-106 Kolonie bildenden Einheiten (KBE) pro cm² an 

den Ausgängen von Schweißdrüsen, Haartalgdrüsen und den Nasenschleimhäuten. 

Geringere Populationsdichten von bis zu 103 KBE/cm² können an trockeneren Habitaten 

wie beispielsweise den Außenseiten der Extremitäten nachgewiesen werden (Kloos und 

Bannermann, 1994; Kloos, 1997; Nobel und Naidoo, 1986; Nobel, 1997). Hinsichtlich der 

vorwiegend besiedelten Körperregion und des prozentualen Anteils in der jeweiligen 

ökologischen Nische unterscheiden sich die KNS Spezies zum Teil deutlich. So wird S. 

capitis typischerweise im Bereich der behaarten Kopfhaut, S. auricularis im äußeren 

Gehörgang und S. haemolyticus sowie S. hominis im Bereich apokriner Schweißdrüsen 

angetroffen. S. epidermidis wird beim Menschen am häufigsten gefunden und stellt mit 

etwa 60-95 % den größten Anteil der isolierten Staphylokokkenspezies. S. epidermidis 

zeigt keine ausgeprägte Prädilektion für einzelne Körperareale; seine maximale 

Koloniedichte wird jedoch mit 104-106 KBE/cm2 in der Axilla gefunden (Kloos und 

Bannermann, 1994; Kloos, 1997). 

 

2.2. Koagulase-negative Staphylokokken als Infektionserreger 

Koagulase-negative Staphylokokken (KNS) gehören zur normalen Bakterienflora der Haut 

und Schleimhäute des Menschen und wurden daher in der Vergangenheit in der Regel als 

Kontamination von klinischen Untersuchungsmaterialien ohne wesentliche pathogene 

Bedeutung gewertet (Archer, 2000). Im Verlauf der letzten zwanzig Jahre hat sich aufgrund von 

epidemiologischen und klinischen Untersuchungen diese Einschätzung gewandelt. Nunmehr 

werden KNS als wichtige, vor allem nosokomiale Infektionserreger angesehen (Archer, 2000). 

So stieg von 1980 bis 1989 die Zahl durch Koagulase-negative Staphylokokken induzierter, 

nosokomialer Bakteriämien um das 1,5-8,5 fache (Baddour et al., 1990; Banerjee et al., 1991; 
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Schaberg et al., 1991). Daten des Centers for Disease Control und des National Nosocomial 

Infection Surveillance Systems zeigten, dass KNS in den Jahren 1990 bis 1995 die dritthäufigste 

Ursache nosokomialer Infektionen waren. Herauszuheben ist, dass KNS mit 33,5% die häufigste 

Ursache für eine nosokomiale Bakteriämie waren und andererseits als der zweithäufigste Erreger 

bei postoperativen Wundinfektionen isoliert wurden. Auch heute gehören KNS zu den fünf am 

häufigsten gefundenen Erregern nosokomialer Infektionen (U.S. Department of Health and 

Human Services, 1996; Rupp und Archer, 1994; Thylefors et al., 1998; U.S. Department of 

Health an Human Services, 2000; Diekema et al., 2001). KNS sind in der Regel 

opportunistische Erreger, die erst bei Vorliegen einer spezifischen oder unspezifischen 

Immunsuppression als Krankheitserreger Bedeutung erlangen. Diese Situation kann durch eine 

Chemotherapie, eine Knochenmarkstransplantation oder eine Leukopenie anderer Genese, bei 

einer symptomatischen HIV-Infektion oder bei Frühgeburtlichkeit, Krebserkrankungen, 

schweren Verbrennungen oder nach einem Polytrauma auftreten (Goldmann et al., 1993; 

Kotilainen et al., 1990). Etwa drei Viertel der nosokomialen Infektion durch KNS entstehen im 

Zusammenhang mit aus polymeren Kunststoffen gefertigten Fremdkörpern (Fidalgo et al., 1990; 

Dominguez de Villota et al., 1987; Kirchoff und Sheargren, 1985). Der breite Einsatz dieser 

Materialien in der modernen Medizin, insbesondere auf Intensivstationen, bedingt, daß trotz der 

niedrigen Virulenz der meisten KNS-Spezies, in den letzten Jahren ein dramatischer 

Anstieg der Inzidenz für nosokomiale Sepsis und Fremdkörper-assoziierter Infektionen 

von zentralvenösen oder Peritonealdialysekathetern, Liquorshunts, künstlichen 

Herzklappen, Brustprothesen aus Silikon, Gelenk- und Gefäßprothesen, Herzschrittmachern 

und Intraokularlinsen durch KNS zu verzeichnen ist (Kloos, 1997; Rupp und Archer, 1994; 

Thylefors et al., 1998; U.S. Department of Health an Human Services, 2000; Heimberger 

und Duma, 1989; Calderwood et al., 1985; Karchmer et al., 1983; Bandyk et al., 1984; George 

et al., 1979; Kraus und Spector, 1983; Spanu et al., 1986; Renier et al., 1984; Inman et al., 

1984; Brause, 1986; Weber et al., 1986; Heaven et al., 1992; Vas, 1994; Choo et al., 1981; 

Archer, 2000). 

Fremdkörper-assoziierte Infektionen stellen ein großes klinisches Problem dar, da therapeutisch 

häufig nur die Entfernung des entsprechenden Fremdkörpers bleibt (Younger et al., 1987) und 

die Diagnose durch die Tatsache erschwert ist, dass trotz alledem 75-90 % der isolierten KNS als 

Kontamination zu betrachten sind und eine Unterscheidung von klinisch signifikanten Isolaten 

schwierig ist (Fidalgo et al., 1990; Kirchhoff et al., 1985; Weinstein et al., 1983; Ringberg et 

al., 1991; Kleemann et al.,1993; Herwaldt et al., 1996). 
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Eine Fremdkörper-assoziierte Infektion kann bereits bei der Implantation des Biomaterials 

beginnen, wobei eine geringe Anzahl von KNS aus der Hautflora des Patienten mit dem 

Material in den menschlichen Organismus gelangt (Rupp und Archer, 1994; Kloos und 

Bannermann, 1994; Boyce et al., 1997). Die Infektionsrate bei implantierten 

Biomaterialien liegt trotz einer regelhaft durchgeführten Wundinfektionsprophylaxe, 

zumeist mit ß-Laktam-Antibiotika, bei 0,5 % bis 1 % (Rupp und Archer, 1994). Zum 

zweiten kann sich eine „late-onset”- Infektion erst Wochen, Monate oder Jahre später oder 

nach einer Bakteriämie manifestieren (Kloos und Bannermann, 1994). 

Bei Fremdkörper-assoziierten Infektionen lässt sich in 74-92 % der Fälle die Spezies S. 

epidermidis isolieren. Die Pathogenese von Fremdkörper-assoziierten Infektionen durch S. 

epidermidis wird daher in einem separaten Abschnitt detaillierter beschrieben (siehe 2.4.). 

Seltener werden die Spezies S. haemolyticus, S. warneri oder S. lugdunensis gefunden (Kloos 

und Bannermann, 1994; Martin et al., 1989; Hamory und Parisi, 1985; Patrick, 1990; Jansen et 

al., 1989). 

Die humanpathogene Bedeutung der in der Studienpopulation in größerer Zahl vertretenen 

Spezies Koagulase-negativer Staphylokokken wird im Folgenden kurz dargestellt. 

Die Spezies S. haemolyticus als nosokomialer Krankheitserreger nimmt an Bedeutung zu, nicht 

zuletzt auch wegen der oft ausgeprägten Resistenz gegenüber Antibiotika. S. haemolyticus 

gehört zur Hautflora des Menschen. Die höchste Bakteriendichte findet sich zwar im Bereich der 

Axilla, dem Perineum und in den Leisten, aber auch trockenere Hautbereiche werden im 

Gegensatz zu vielen anderen Spezies der Koagulase-negativen Staphylokokken erfolgreich 

besiedelt. S. haemolyticus wurde als Auslöser von Harnwegs- und Wundinfektionen, von 

Osteomyelitis und Gelenkinfektionen, Peritonitis, Sepsis und Endokarditis - auch nativer 

Herzklappen – beschrieben (Lina et al., 2000). Die Empfindlichkeit gegen Penicillin, 

Methicillin, Tetrazyklin oder Makrolide ist variabel. Eine multiple Resistenz gegen Antibiotika 

ist kein seltenes Phänomen (Kazembe et al., 1993) und auch Stämme mit echter Resistenz 

gegenüber Glykopeptidantibiotika, vor allem gegenüber Teicoplanin wurden beschrieben 

(Schwalbe et al., 1990). Die Bakterienzellen solcher Teicoplanin-resistenter Stämme zeigen auf 

elektronenmikroskopischen Aufnahmen eine auffällig aufgerauhte, irreguläre Oberfläche 

(Giovanetti et al., 1996). Dieses Erscheinungsbild ließ sich auf einen besonders hohen Grad der 

Quervernetzung des Peptidoglycans zurückführen, das zusätzlich Serin an Stelle von Glycin in 

den Quervernetzungen enthält. Diese strukturellen Veränderungen des Peptidoglykans verändern 

die Bindungsmöglichkeiten der Glykopeptidantibiotika (Billot-Klein et al., 1996). 
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S. hominis ist einer der wesentlichen Vertreter der Koagulase-negativen Staphylokokken in der 

menschlichen Hautflora, gilt aber nur als opportunistischer Krankheitserreger von geringer 

Pathogenität (Lina et al., 2000). 

S. warneri wurde 1975 beschrieben und wird gewöhnlich in geringer Menge als Bestandteil der 

menschlichen Hautflora gefunden. In einem Fremdkörperinfektionsmodell der Maus zeigte S. 

warneri verglichen mit S. epidermidis, S. lugdunensis oder S. schleiferi, eine geringere Fähigkeit 

zur Abszessbildung (Lambe et al.,1990), wurde aber als Auslöser von Osteomyelitis, 

Harnwegsinfektionen, Endokarditis, Bakteriämie, Infektionen von Liquorshunts und bei 

subduralem Empyem beschrieben (Buttery et al.,1997; Lina et al.,2000). 

Bei der Spezies S. capitis kann anhand der Ureaseaktivität die Subspezies S. capitis ureolyticus 

(Urease positiv) von S. capitis ssp. capitis (Urease negativ) abgegrenzt werden (Kloos und 

Bannermann, 1994). Im Bereich der menschlichen Hautflora ist S. capitis vorwiegend im 

Bereich des behaarten Kopfes zu finden. S. capitis wurde als Erreger von Katheter-assoziierter 

Sepsis, Harnwegsinfektionen, Haut- und Weichteilinfektionen, Endokarditis sowie 

Liquorshuntinfektionen beschrieben (Latorre et al., 1993; Kamalesh und Aslam, 2000; Sandoe 

et al., 1999; Breuer et al., 1998; Lina et al., 2000). 

S. saprophyticus gehört nicht zur normalen menschlichen Haut- oder Schleimhautflora. S. 

saprophyticus ist als typischer und häufiger Erreger von akuten Harnwegsinfektionen bei jungen 

Frauen im ambulanten Bereich bekannt (Gatermann und Crossley, 1997; Marrie et al., 1982; 

Wallmark et al., 1978; Lina et al., 2000). S. saprophyticus gilt als der nach Escherichia coli am 

zweithäufigsten bei dieser Patientengruppe isolierte Keim und verursacht Zystitis, Urethritis und 

Pyelonephritis, die gelegentlich durch infizierte Nierensteine oder eine Bakteriämie kompliziert 

wird. S. saprophyticus wurde auch in Zusammenhang mit Prostatitis, Endophthalmitis, 

Septikämie und Endokarditis von nativen Herzklappen beschrieben (Lina et al., 2000). S. 

saprophyticus ist in der Regel empfindlich gegenüber Oxacillin, Chinolonen, Aminoglycosiden 

und Glykopeptidantibiotika, wobei die Empfindlichkeit für Penicillin, Erythromycin, Tetrazyklin 

oder Chloramphenicol stark variieren kann (Schleifer, 1986, Ramotar et al., 2001). 

S. lugdunensis wurde erstmalig 1988 beschrieben (Freney et al., 1988; Hébert, 1990) und 

kann mit S. aureus verwechselt werden, da 58-79 % der S. lugdunensis Isolate Clumping-

Faktor exprimieren und z. T. auch eine schwache thermostabile DNAse aufweisen, was 

sonst als diagnostisch wegweisend für die Identifizierung von S. aureus gilt. S. lugdunensis 

verfügt über ein höheres pathogenes Potential als die meisten anderen 

Staphylokokkenspezies (Lambe et al., 1990; Ferguson et al., 1991). Primäre Haut- und 
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Weichteilinfektionen (Waghorn, 1994; Herchline und Ayers, 1991; Vandenesch et al., 

1995a), aber auch schwere Infektionen, meist in Zusammenhang mit einer Bakteriämie, 

wie Peritonitis (Ludlam et al., 1989), Osteomyelitis (Murdoch et al., 1996; Kragsbjerk et 

al., 2000), septische Arthritis (Kragsbjerk et al., 2000; Palazzo et al., 1992), Infektionen 

bei Gelenkprothesen (Sampathkumar et al., 2000; Weightman et al., 2000) und an 

Liquordrainagen (Elliott et al., 2001) wurden beschrieben. S. lugdunensis gilt als ein 

wichtiger Erreger von schweren, destruierenden Endokarditiden (Vandenesch et al., 1993; 

Vandenesch et al., 1995b; Mylonakis et al., 2001; Lina 2000; Kragsbjerk et al., 2000). S. 

lugdunensis Isolate sind in der Mehrzahl der Fälle empfindlich für Penicilline, nur 25 % 

der Isolate weisen einen ß-Laktamase auf (Vandenesch et al., 1995 a; Herchline et al., 

1990; Fleurette et al., 1989). 

S. schleiferi wurde ebenfalls 1988 beschrieben (Freney et al., 1988; Hébert, 1990) und wird 

gelegentlich bei postoperativen Wundinfektionen, Bakteriämie, Harnwegsinfektionen, 

Hirnabszess und Fremdkörper-assoziierten Infektionen wie Kunstklappenendokarditis und 

Herzschrittmacherinfektionen gefunden (Hernandez et al., 2001; Latorre et al., 1993; Celard et 

al., 1997; Ozturkeri et al., 1994; Kluytmans et al., 1998; Leung et al., 1999; Jean-Pierre et al., 

1989; Lina et al., 2000). Der Nachweis von S. schleiferi in der präaxillären Hautflora, dem 

Bereich der Implantation des Schrittmachers gilt als stark prädiktiv für eine nachfolgende 

Herzschrittmacherinfektion (Dacosta et al., 1998). S. schleiferi ist in der Regel auf ß-Laktam-

Antibiotika inklusive Penicillin empfindlich (Fleurette et al., 1989). 

 

2.3. Die Methicillinresistenz bei Staphylokokken 

Bei Infektionen mit Penicillin-empfindlichen Staphylokokken ist auch heutzutage 

Penicillin G aufgrund seiner hohen Aktivität das Mittel der Wahl. Die überwiegende Zahl 

der Staphylokokken besitzt jedoch eine meist Plasmid-kodierte ß-Laktamase, die den ß-

Laktam-Ring der Penicilline spaltet (Kresken et al., 2000). In diesen Fällen stellen weniger 

aktive ß-Laktamase-feste Penicilline wie z.B. Flucloxacillin oder Cephalosporine der 1. 

und 2. Generation die Therapie der Wahl dar. 

Methicillin-resistente Staphylokokken wurden 1961, kurz nach der Einführung von 

Methicillin in das therapeutische Arsenal entdeckt (Barber, 1961; Jevons, 1961; Rolinson, 

1961). Das Phänomen wurde als intrinsische Resistenz gewertet, da die Resistenz nicht auf 

einer enzymatischen Inaktivierung des ß-Laktam-Antibiotikums beruhte (Seligman, 1966). 
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Die ersten Ausbrüche mit Methicillin-resistenten Staphylococcus aureus (MRSA) wurden 

in Europa in den frühen 60iger Jahren beobachtet (Benner und Kayser, 1968; Stewart und 

Holt, 1963; Saravolatz et al., 1982). Seitdem haben sich MRSA weltweit ausgebreitet 

(Crossley et al., 1979; Doebbeling, 1995; Klimek et al., 1976). In den letzen Jahren ist ein 

stetiger Anstieg in der Prävalenz von MRSA in Europa sowie den USA zu beobachten. In 

Deutschland liegt die Prävalenz von MRSA derzeit bei mindestens 15,2% (Kresken et al., 

2000) wobei die Prävalenz in verschiedenen Ländern Europas von <1 % in 

Skandinavischen Ländern bis zu 80% in Italien, Frankreich und Griechenland variiert 

(Witte, 1999). 

Die Mehrzahl (60-70 %) der klinischen KNS-Isolate ist bereits Methicillin-resistent 

(MRSE) und auch Isolate mit multiplen Antibiotikaresistenzen werden vermehrt gefunden 

(Grosserode und Wenzel, 1991; Bailey et al., 1990; Archer und Climo, 1994a; Edmond et 

al., 1999; Archer, 2000). MRSA als auch MRSE können bereits auf der Epidermis der 

Patienten vorhanden sein und werden bei unkritischem Gebrauch von Antibiotika 

selektioniert oder sie werden durch das Krankenhauspersonal übertragen (Vishniavsky und 

Archer, 1984; Maki und Stevens, 1984; Huebner et al., 1994; Krediet et al., 2001). Für 

einzelne MRSE-Isolate konnte eine Persistenz auf Intensivstationen gezeigt werden 

(Huebner et al., 1994, Krediet et al., 2001). 

 

Antibiotische Therapie bei Vorliegen einer Methicillinresistenz 

Als Mittel der Wahl bei Infektionen durch Methicillin-resistente Staphylokokken oder 

aufgrund der epidemiologischen Situation schon bei Verdacht auf eine Infektion durch 

KNS werden Glykopeptid-Antibiotika (Vancomycin oder Teicoplanin) eventuell in 

Kombination mit Gentamicin oder Rifampicin empfohlen. Glykopeptid-Antibiotika 

besitzen jedoch im Vergleich zu ß-Laktam-Antibiotika eine langsamere Bakterizidie und 

erreichen keine sehr hohen Gewebespiegel in der Lunge (Bodi et al., 2001). In einer Studie 

wurden hohe Mortalitätsraten bei Patienten mit MSSA-Pneumonien unter Vancomycin-

Therapie (47%) im Vergleich zu Patienten unter Cloxacillin-Therapie (0 %) beschrieben 

(Gonzales et al., 1999). Ein weiterer Effekt subinhibitorischer Vancomycin-

Konzentrationen ist die Entwicklung von Vancomycin-toleranten MRSA-Stämmen, 

sogenannte Glykopeptid-Intermediäre-Staphylococcus aureus (GISA) (Hiramatsu et al., 

1997). GISA sind in Japan bereits weit verbreitet und wurden ebenfalls in den USA, in 

Frankreich und in Deutschland beschrieben (RKI, 1998; Bierbaum et al., 1999). Eine 
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vermehrte Produktion von nicht-amidierten Muropeptiden und eine verminderte 

Quervernetzung der Zellwand mit der Folge einer Bindung von Vancomycin an 

Zellwandbestandteile werden als Mechanismus angenommen (Hanaki et al., 1998). In den 

letzten Jahren sind neue Substanzen wie Quinupristin/Dalfopristin, Oxazolidinone oder 

Ketolide auf den Markt gekommen, die eine gute Wirksamkeit gegen MRSA- und GISA-

Stämme versprechen (Dowzicky et al., 1998; Chien et al., 2000; Malathum et al., 1999). 

 

2.3.1. Molekulare Grundlagen der Methicillinresistenz 

Die Methicillinresistenz wird durch mecA, das strukturelle Gen für die Synthese des 

Penicillin-bindenden Proteins 2a vermittelt (Song et al., 1987). Das 2 kb große mecA Gen 

ist auf einem mobilen chromosomalen DNA-Element lokalisiert, das als staphylococcal 

cassette chromosome mec (SSCmec) bezeichnet wird (Hiramatsu et al., 2001) und in 

Methicillin-sensible Staphylokokken kein Äquivalent hat (Hiramatsu et al., 1996). 

Staphylokokken synthetisieren normalerweise vier Penicillin-bindende Proteine, PBP 1, 2, 

3 und 4 mit einem Molekulargewicht von 85, 81, 75 und 45 kDa (Georgopapadakou und 

Liu, 1980; Reynolds, 1988). Das Penicillin-bindende Protein 2a (PBP2a) stellt ein 

zusätzliches, induzierbares 76 kDa PBP dar. Methicillin-sensiblen Staphylokokken fehlt 

ein dem PBP2a homologes Protein. PBP leiten sich von Serinproteasen ab und ähneln 

ihnen biochemisch (Ghuysen, 1994; Waxman und Strominger, 1983). Die PBP sind in der 

zytoplasmatischen Zellmembran verankert und katalysieren als Transpeptidasen die 

Quervernetzung des Peptidoglycans der Bakterienzellwand. ß-Laktam-Antibiotika stellen 

Substratanaloga dar, die kovalent an die Aminosäure Serin im aktiven Zentrum des PBP 

binden (Georgopapadakou et al., 1986), wobei es zur Inaktivierung der Enzyme bei 

Konzentrationen kommt, die ungefähr der MHK entsprechen. Penicilline vermindern den 

Grad der Quervernetzung des Peptidoglycans mit der Folge, daß die Bildung neuer Septen 

(Zellteilung) verhindert wird. Der Effekt der ß-Laktam-Antibiotika ist dosisabhängig, 

wobei mit steigenden Konzentrationen Wachstumshemmung, gefolgt von Zelltod durch 

Lyse bis hin zum nichtlytischen Absterben der Bakterien zu beobachten sind (Chambers 

und Sachdeva, 1990; Georgopapadakou et al., 1986; Reynolds, 1988; Giesbrecht et al., 

1998). Im PBP2a finden sich zwar dieselben Motive wie in den Penicillin-bindenden 

Domänen der PBP 1, 2 und 3 mit hoher Affinität zu ß-Laktam-Antibiotika (Wu et al., 

1994), aber PBP2a weist nur eine sehr niedrige Affinität für ß-Laktam-Antibiotika auf 

(Brown und Reynolds, 1980; Hartman und Tomasz, 1984; Hayes et al., 1981; Utsui und 
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Yokota, 1985). Bei inhibitorischen Konzentrationen von ß-Laktam-Antibiotika kann 

PBP2a die Funktionen der anderen PBP übernehmen und das Überleben der Bakterienzelle 

sichern. Die genaue strukturelle Basis für die niedrige Affinität des PBP2a ist jedoch nicht 

geklärt. 

 

mecA 

Das mecA Gen ist unter den verschiedenen Staphylokokkenspezies hoch konserviert 

(Archer et al., 1994c; Beck et al., 1986; Chambers, 1987; Reynolds und Fuller, 1986; 

Ubukata et al., 1990; Wu et al., 1992). In der Spezies S. sciuri findet sich ein mecA 

Homolog, das eine Ähnlichkeit auf Aminosäureebene von 88 % zum mecA von 

Methicillin-resistenten Staphylokokken aufweist (Wu et al., 1996; Couto et al., 1996). 

Dieses Homolog findet sich zwar bei allen S. sciuri, führt aber nicht zur phänotypischen 

Ausprägung einer Methicillinresistenz (Wu et al., 1998). Aufgrund dieser Tatsache wurde 

postuliert, das mecA von einer Koagulase-negativen Staphylokokkenspezies stammt 

(Archer und Niemeyer, 1994b; Hiramatsu, 1995). 

 

Das „Staphylococcal cassette chromosome mec“ 

Das SSCmec ist im Laufe der bakteriellen Evolution mehrfach in Staphylokokken mit 

unterschiedlichem genetischem Hintergrund gelangt. Alle heutigen Methicillin-resistenten 

Staphylokokken lassen sich auf wenige Methicillin-resistente „Vorfahren” zurückführen, 

die sich in der Folge als klonale Linien weltweit ausgebreitet haben (Kreiswirth et al., 

1993; Musser und Kapur, 1992; Crossley et al., 1979; Doebbeling, 1995; Klimek et al., 

1976). Bislang wurden drei zwischen 32 und 67 kb große Typen von SSCmec bei S. aureus 

beschrieben, die sich hinsichtlich der kodierten Resistenzeigenschaften unterscheiden 

(Hiramatsu et al., 1996; Ito et al., 2001; Katayama et al., 2000; Hiramatsu et al., 2001). Vor 

kurzem wurde anhand von zwei, vor allem im ambulanten Bereich gefundenen MRSA 

Stämmen, ein vierter Typ einer SSCmec beschrieben (Ma et al., 2002; Hiramatsu et al., 

2001). Charakteristisch für den vierten SSCmec Typ ist, dass er mit 21 bis 24 kb deutlich 

kleiner als die Typen 1 bis 3 ist und das Fehlen von Resistenzgenen außer mecA, passend 

zu dem beobachteten Phänotyp mit Empfindlichkeit gegenüber Nicht-ß-Laktam-

Antibiotika (Hiramatsu et al., 2001). 

Die SSCmec enthalten Gene, die für zwei Rekombinasen, die „cassette chromosome 

recombinase A und B” kodieren. An den äußeren Grenzen von SSCmec finden sich 
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inverted repeats, was die These stützt, dass mecA und die SSCmec mobile genetische 

Elemente sind (Archer und Niemeyer, 1994b; Gillespie et al., 1987; Hiramatsu et al., 1996; 

Skinner et al., 1988; Stewart et al., 1994). Das ß-Laktamase-Plasmid hätte hierbei eine 

vorübergehende Insertionsstelle sein können. In einer Veröffentlichung, die jedoch nie 

bestätigt werden konnte, wurde über ein mecA tragendes Transposon, das Tn4291 

berichtet, das in einer Insertionsstelle des ß-Laktamase-Plasmid pI524 lokalisiert war 

(Trees und Iandolo, 1988). Das ß-Laktamase-Plasmid der Staphylokokken kann außerdem 

die spontane Elimination von SSCmec aus dem Staphylokokkengenom verhindern 

(Hiramatsu et al., 1990). 

Die verschiedenen SSCmec können bis zu 100 offene Leserahmen sowie verschiedene 

Transposons und Insertionselemente enthalten (Beck et al., 1986; Hiramatsu et al., 1996; 

Matsuhashi et al., 1986; Hiramatsu et al., 2001). Auf dem Transposon Tn554 in SSCmec 

liegt z.B. ermA, das für induzierbare Erythromycinresistenz kodiert. Das Insertionselement 

IS431 ist ein im Staphylokokkengenom weit verbreitetes Insertionselement, das in 

Plasmiden, aber auch in der chromosomalen DNA inseriert. Es trägt eine Vielzahl von 

Resistenzeigenschaften, wie z. B. Resistenz gegenüber den Schwermetallen Quecksilber 

und Cadmium oder den Antibiotika Tetrazyklin oder Tobramycin und liegt z. T. in 

mehrfacher Kopie in SSCmec vor (Gillespie et al., 1987; Matthews et al., 1987; Matthews 

und Stewart, 1988; Skinner et al., 1988; Dubin et al., 1991). Die Fähigkeit von IS431 

durch homologe Rekombination Resistenzeigenschaften ähnlicher IS Elemente zu 

„fangen” erklärt die Anhäufung von Resistenzdeterminanten in Methicillin-resistenten 

Staphylokokken (Stewart et al., 1994). 

 

Der Einfluss von mecI und mecR1 auf die Methicillinresistenz 

Das SSCmec enthält die auf mecA regulatorisch wirkenden Gene mecI und mecR1. MecI 

und mecR1 werden unabhängig von mecA transkribiert und liegen unmittelbar vor dem 

mecA Promotor (Hiramatsu et al., 1992a; Tesch et al., 1990). MecR1 zeigt eine 

Sequenzhomologie zu Bacillus licheniformis und den regulatorischen Genen der ß-

Laktamase der Staphylokokken, blaR1 (Dyke und Gregory, 1997; Hardt et al., 1997; Joris 

et al., 1994). MecR1 stellt ein signalübertragendes Transmembranprotein dar, dass bei 

Anwesenheit von ß-Laktam-Antibiotika die Transkription von mecA aktiviert (Hackbarth 

und Chambers, 1993). Interessanterweise ist hierbei die chemische Struktur des ß-Laktam-

Antibiotikums entscheidend. So reagiert MecR1 nicht auf Methicillin oder Oxacillin, wohl 
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aber auf das Cephamycin Cefoxitin (Hiramatsu et al., 1994). MecI fungiert als Repressor 

von mecA (Sharma et al., 1998) und zeigt Homologie zum Repressor der ß-Laktamase BlaI 

(Dyke und Gregory, 1997). 

Wenn die regulatorischen Gene mecI und mecR1 strukturell und funktionell intakt sind, 

führt dies zu einer starken Repression der PBP2a Produktion (Kuwahara-Arai et al., 1996, 

Ryffel et al., 1992), einer langsamen Induzierbarkeit von mecA und einem niedrig 

ausgeprägten Resistenzniveau der Methicillinresistenz. MecA-positive Stämme mit 

intaktem mecR1-mecI können sogar einen Methicillin-sensiblen Phänotyp aufweisen 

(Berger-Bächi, 1999). 

Das Einschleusen eines Plasmides mit intakten mecR1-mecI Genen führte in einem MRSA 

Stamm mit einer konstitutiven mecA Transkription zu einer verminderten mecA 

Transkription und einer herabgesetzten Methicillinresistenz (Niemeyer et al., 1996). 

Bei einem anderen Stamm mit reprimiertem mecA führte die Inaktivierung der 

regulatorischen Gene durch ein Insertionselement zu einer deutlichen Steigerung der 

PBP2a Synthese und einem homogen resistenten Phänotyp (Kuwahara-Arai et al., 1996; 

Niemeyer et al., 1996). Diese Effekte scheinen jedoch vom genetischen Hintergrund der 

verschiedenen Stämmen abzuhängen, da identische mecI und mecR1 Konstrukte in anderen 

Stämmen keine Auswirkungen auf die mecA Transkription und den resultierenden 

Resistenzphänotyp zeigten (Niemeyer et al., 1996). 

Vor 1970, d.h. in den ersten Jahren nach Auftreten der ersten Methicillin-resistenten 

Staphylokokken, wies die Mehrzahl der Methicillin-resistenten klinischen Isolate 

Deletionen der Penicillin-bindenden Domäne des mecR1 Gens, sowie eine vollständige 

Deletion 3´ des mecI Gens auf (Archer und Niemeyer, 1994b; Hürlimann-Dalel et al., 

1972; Suzuki et al., 1993). Dies führte in der Regel zu einer konstitutiven Expression des 

PBP2a. Wenn allerdings eine induzierbare ß-Laktamase vorlag, war aufgrund einer 

Koregulation der PBP2a-Expression und der ß-Laktamase-Expression durch Plasmid-

kodierte regulatorische Gene in diesem Fall auch die Expression des PBP2a induzierbar 

(Hackbarth und Chambers, 1993; Ubukata et al., 1989). 

Seit den 80iger Jahren sind die beschriebenen Deletionen in mecR1 und mecI selten 

geworden. Stattdessen werden Mutationen im mecA Promotor sowie ein mecI 

Polymorphismus gefunden (Kobayashi et al., 1996; Kobayashi et al., 1998; Hiramatsu et 

al., 1996; Suzuki et al., 1993). 
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Die Inaktivierung der regulatorischen Gene mecI und mecR1 ist Ausdruck des 

Selektionsdruckes durch ß-Laktam-Antibiotika, der die Entstehung von Mutanten 

begünstigt, bei denen eine starke Repression von mecA fehlt, so dass die Menge an 

produziertem PBP2a ausreicht, um das Überleben der Mutanten zu sichern. Es wird eine 

nicht genau bekannte Grenzkonzentration von PBP2a für die Expression der 

Methicillinresistenz benötigt. Andererseits wurde kein klarer Zusammenhang zwischen der 

produzierten Menge an PBP2a und der Induzierbarkeit oder einer konstitutiven Expression 

von PBP2a oder dem Auftreten eines homogenen oder aber heterogenen Phänotyps 

gefunden (Berger-Bächi et al., 1986; Chambers und Hackbarth, 1987; Murakami und 

Tomasz, 1989). 

 

Tabelle 1: Genetische Faktoren mit Einfluss auf die Expression der 

Methicillinresistenz 

SSCmec plasmidkodierte Gene  chromosomale Gene globale Regulatoperons 

mecI blaI femA, femB agr 

mecR1 blaR1 glnRA sar 

mecA  glmM sigB 

  murE 

  llm 

  fmt 

  cta 

  atl 

  lytH 

  yabH, purR, yabJ, spoVG 

 

Einfluss der Regulatoren der ß-Lactamase blaI und blaR1 auf die Methicillinresistenz 

Der Repressor der ß-Laktamase BlaI kann auch in der Operatorregion von mecA binden. 

Nach einer Induktion durch ß-Laktam-Antibiotika wird BlaI proteolytisch gespalten und 

mecA kann transkribiert werden (Gregory et al., 1997). Das Transmembranprotein BlaR1 

reagiert im Gegensatz zu MecR1 auf alle ß-Laktam-Antibiotika (Hackbarth et al., 1994). 

Mutationen in den regulatorischen Genen der ß-Laktamase, die mit einer verminderten 

Induzierbarkeit der ß-Laktamase einhergehen, führen gleichzeitig zu einer Abschwächung 

der Methicillinresistenz und zu einem heterogen resistenten Phänotyp (Cohen et al., 1972). 
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So kann die Inaktivierung von blaR1 durch unbalancierte Wirkung des Repressors BlaI zu 

einem heterogenen Phänotyp führen (Hackbarth et al., 1994). 

Durch Einschleusen des ß-Laktamase-Plasmides in den S. aureus COL, der die 

Methicillinresistenz homogen und auf hohem MHK-Niveau ausprägt, resultiert ein 

heterogen resistenter Phänotyp. Die Expression von mecA wird hierbei von BlaR1 

reprimiert (Boyce et al., 1990; Hackbarth et al., 1994). 

Im Regulationsnetzwerk zwischen mecA und bla spielen vermutlich weitere Faktoren eine 

Rolle, die an der Signalweitergabe zwischen BlaR1 und MecR1 und dem entsprechenden 

Repressor beteiligt sind. Als Kandidat wird das chromosomal kodierte Protein BlaR2 

diskutiert, dass für die Plasmid-kodierte Regulation der ß-Laktamase benötigt wird. 

Charakteristisch für KNS-Isolate mit einer Methicillinresistenz ist deren heterogene 

Expression (Hartman und Tomasz, 1986; Matthews und Stewart, 1984). In der 

Populationsanalyse fällt eine kleine Subpopulation (10-8 bis 10-4) von Zellen auf, die in der 

Lage sind bei hohen Konzentrationen von Methicillin zu wachsen, während die 

überwiegende Mehrheit der Zellen ein basales Resistenzniveau aufweist, wobei die MHK 

für Methicillin je nach untersuchtem Isolat zwischen weniger als 4 µg/ml bis zu über 1024 

µg/ml schwanken kann (Seligman, 1969). Auch die Größe der hoch resistenten 

Subpopulation ist reproduzierbar und kennzeichnend für den jeweils untersuchten Stamm. 

Anhand ihres Resistenzprofils in der Populationsanalyse wurden Methicillin-resistente 

Staphylokokken in eine homogen resistente und drei Gruppen mit jeweils unterschiedlich 

stark ausgeprägtem heterogen resistenten Phänotypen klassifiziert (Tomasz et al., 1991). 

Diese Einteilung ist jedoch ein eher didaktisches Konzept, dem bislang ein funktionelles 

oder genetisches Korrelat fehlt. 

Unter den üblichen Kulturbedingungen weisen Staphylokokken einen heterogen 

resistenten Phänotyp auf. Durch Veränderung der Kulturbedingungen z.B. je nach 

verwendetem Mueller-Hinton-Medium, durch den Zusatz von NaCl oder Saccharose, um 

ein hypertones Medium zu erzielen, oder durch eine Inkubation der Zellen bei 30 °C 

können heterogen resistente Stämme in einen homogen resistenten Phänotyp überführt 

werden. Umgekehrt begünstigt der Zusatz von EDTA (pH 5,2) oder die Inkubation bei 37 

bis 43 °C einen heterogen resistenten Phänotyps oder sogar Methicillin-sensiblen Phänotyp 

(Matthews und Stewart, 1984; Hindler und Warner, 1987). Diese Unterschiede in der 

Expression der Methicillinresistenz stellen nur ein vorübergehendes Bild dar. Nach der 

Passage eines heterogen resistenten Isolates in Flüssigkulturen mit Zusatz von ß-Laktam-
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Antibiotika verändert sich der Phänotyp der Methicillinresistenz durch die 

Selektionsbedingungen in Richtung hochresistenter Mutanten mit homogener Expression 

des Phänotyps (Sabath und Wallace, 1974; Chambers und Hackbarth, 1987). Bei 

sukzessiver Passage der erhaltenen Mutanten in Antibiotika-freien Medium verliert sich 

dieser Phänotyp schrittweise und der alte heterogene Phänotyp stellt sich erneut ein. Bei 

einigen Stämmen jedoch, wie z. B. dem COL Stamm von S. aureus, bleibt die Resistenz 

der Subpopulation gegen höhere Konzentrationen des Antibiotikums trotz Passage in 

Antibiotika-freiem Medium erhalten. Die Stabilität der Resistenz bei diesen Stämmen 

spricht für die Entstehung von Mutanten, während bei anderen Stämmen das höhere 

Resistenzniveau der Subpopulation wieder auf das basale Ausgangsniveau der übrigen 

Population zurückgeht. Bei den letztgenannten Stämmen geht man von einer reversiblen 

Induktion durch das Antibiotikum aus. Stämme mit einer stabilen Expression eines 

homogen resistenten Phänotyps unterscheiden sich in der Zusammensetzung der 

Bakterienzellwand nicht von Stämmen mit einem heterogen resistenten Phänotyp (de 

Jonge et al., 1992), weisen aber Mutationen in sogenanten chr* Genen auf (Ryffel et al., 

1994). 

 

Regulation der Methicillinresistenz durch chromosomal kodierte Gene 

Eine Reihe chromosomaler, die Methicillinresistenz beeinflussender, Gene wurden mittels 

Transposonmutagenese identifiziert (Tabelle 1). Durch Insertion des Transposon Tn551 in 

Methicillin-resistenten Staphylokokken ließen sich Mutanten mit einer herabgesetzten 

Methicillinresistenz erzeugen (Berger-Bächi et al., 1992; Kornblum et al., 1986; de 

Lencastre und Tomasz, 1994; Wu und de Lencastre, 1999). Die ausgeschalteten 

chromosomalen Gene wurden als fem (factors essential for Methicillin resistance) oder aux 

(auxiliary) Faktoren bezeichnet (Berger-Bächi, 1983; Tomasz et al., 1990; Murakami und 

Tomasz, 1989). Die ausgeschalteten chromosomalen Gene sind unabhängig von mec und 

finden sich verstreut im Genom Methicillin-resistenter mecA-positiver, aber auch 

Methicillin-sensibler mecA-negativer Staphylokokken. Sie sind für die komplette 

Ausprägung der Methicillinresistenz notwendig und in unterschiedliche Schritte der 

Zellwandbiosynthese involviert. Außer bei femE (de Lancastre und Tomasz, 1994), dessen 

Funktion bislang nicht bekannt ist, weisen die Mutanten Veränderungen im Aufbau des 

Peptidoglycans auf. 
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Bild 1: Schematische Übersicht über die Synthese der Vorstufen des Peptidoglycan und seiner 

Pentaglycinseitenkette. Als Balken sind die bei verschiedenen Mutanten unterbrochenen Syntheseschritte 

gekennzeichnet. UDP-Mur entspricht der Uridindiphosphomuramyl Peptidvorstufe; NAG-NAM entspricht 

dem N-Acetylglucosamin-N-Acetylmuraminsäure-Disaccharid; (nach Chambers H. F. 1997). 

 

femA und femB 

Das Entstehen einer Methicillinresistenz setzt den schrittweisen Aufbau der 

Pentaglycinseitenkette des Peptidoglycans aus Glycinresten von Glycyl-t-RNAs voraus 

(Bild 1). Das femAB Operon kodiert für zwei zytoplasmatische 49 kDa große Proteine, die 

an dieser Synthese beteiligt sind. FemA Mutanten fehlt das zweite und dritte Glycin, 

während bei femB Mutanten die Pentaglycinkette nur aus den ersten drei Glycinreste 

besteht (Bild 1) (Berger-Bächi et al., 1989; de Jonge et al., 1993; Henze et al., 1993; 

Maidhof et al., 1991; Stranden et al., 1997; de Lencastre und Tomasz, 1994). Durch 

Inaktivierung beider Gene wird eine Überempfindlichkeit der femAB Mutanten gegenüber 

ß-Laktam-Antibiotika und anderen Antibiotikaklassen erzeugt, ohne dass die Produktion 

der PBP beeinflusst wird (Ling und Berger-Bächi, 1998). FemAB Mutanten zeigen ein 

schlechteres Wachstum, der Umsatz der Zellwand und die Autolyse ist vermindert, ohne 

das quantitative Veränderungen der involvierten autolytischen Enzyme beobachtet werden. 

Aufgrund der Tatsache, dass die Zellwand weniger Quervernetzungen enthält und anstelle 

von Glycinresten Serin in das Peptidoglycanpentaglycin durch die FemAB-„like“ Faktoren 

Lif und Epr eingebaut wird, sind diese Mutanten weniger empfindlich für den Verdau mit 
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Lysostaphin und erscheinen auf elektronenmikroskopischen Aufnahmen unnormal groß 

(Ehlert et al., 2000; Chambers, 1997). Durch Komplementierung der Mutanten mit intakten 

femAB Genen kann der Methicillin-resistente Phänotyp wieder hergestellt werden und eine 

vollständige Pentaglycinseitenkette wird synthetisiert. Ähnliche Effekte wie bei femAB 

Mutanten wurden nach der Ausschaltung von fmhB beschrieben (Tschierske et al., 1999; 

Rohrer et al., 1999), dass an der Bindung des ersten Glycinrestes beteiligt ist. Während 

femAB Mutanten nur durch kompensatorische Mutationen lebensfähig sind, ist eine intakte 

Funktion von fmhB essentiell (Tschierske et al., 1999; Rohrer et al., 1999). 

 

GlnRA (synonym: femC) 

Bei glnRA Mutanten liegt die Transposoninsertion im Repressorgen glnR der 

Glutaminsynthetase glnA. Dies resultiert in einer verringerten Transkription der 

Glutaminsynthetase und führt zu einem Block in der Glutaminproduktion. Glutamin 

fungiert normalerweise als NH4-Donor für die Amidierung des dritten Aminosäurerestes 

des Peptidoglycanpentapeptides. Nicht-amidierte Vorstufen sind weniger reaktiv, was 

letztendlich in einer geringeren Quervernetzung der Zellwand resultiert (Bild 1). 

GlnRA Mutanten zeigen einen heterogen resistenten Phänotyp, wobei im Gegensatz zu den 

femAB Mutanten das MHK-Niveau bei der Mehrzahl der resistenten Bakterienzellen nicht 

verändert ist (Gustafson et al., 1994). 

Durch den Zusatz von Glutamin zum Zellkulturmedium ist dieser Effekt reversibel. 

Revertanten, die durch Passage in Antibiotika-haltigem Medium erzeugt wurden, wiesen 

wieder einen hoch resistenten, homogenen Phänotyp auf. Die herabgesetzte 

Glutaminsynthetaseaktivität als auch der geringere Grad der Zellwandvernetzung der 

glnRA Revertanten blieben jedoch bestehen. Dies weist auf alternative, kompensatorische 

Mechanismen hin, die den Resistenzphänotyp wiederherstellen können. 

 

glmM (synonym: femD, femR) 

Einen der ersten Schritte der Peptidoglykansynthese stellt die Umwandlung von 

Glucosamin-6-Phosphat in Glucosamin-1-Phosphat durch die GlmM 

Phosphoglucosaminmutase dar (Jolly et al., 1997). Eine Ausschaltung des kodierenden 

Gens glmM führt in der Zellwand zu einem Verschwinden von nichtsubstituierten 

Disaccharidpentaglycinmonomer und zu einer herabgesetzten Methicillinresistenz, aber 

einer gesteigerten Empfindlichkeit für Teicoplanin (Bild 1) (de Jonge et al., 1992; Berger-
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Bächi et al., 1992; Wu et al., 1996). GlmM wird von dem letzten Gen des orf1-orf2-glmM 

Operons kodiert. Homogen Methicillin-resistente Revertanten mit einer Mutation in einem 

Suppressorgen konnten nach Passage in Methicillin-haltigen Medium erzeugt werden. Der 

biochemische Defekt wurde nicht wiederhergestellt und die gesteigerte Empfindlichkeit für 

Teicoplanin blieb bestehen. Nur durch die Komplementierung mit dem kompletten orf1-

orf2-glmM Operon konnte die ursprüngliche Ausprägung der Methicillinresistenz sowie 

der Teicoplaninempfindlichkeit wiederhergestellt werden, was für eine Beteiligung von 

orf1 und orf2 bei der Zellwandsynthese spricht (Glanzmann et al., 1999). 

Vor kurzem wurde das Gen mrp beschrieben, das zusammen mit glmM, den oben 

beschriebenen offenen Leserahmen orf1 und orf2 und dem Gen für die Arginase arg einen 

gemeinsam transkribierten Gencluster bildet. Die Inaktivierung von mrp durch Insertion 

von Tn551 führt zu einer massiven Absenkung der Oxacillin MHK von 1.600 µg/ml auf 

1,5 µg/ml bei dem S. aureus Stamm COL (Wu und de Lencastre, 1999) 

 

murE (synonym: femF) 

Eine Insertion in das murE Gen verhindert die Anlagerung des Lysins in der Synthese der 

Peptidoglycanvorstufen (Bild 1) und führt zu einem heterogenen resistenten Phänotyp 

(Ornelas-Soares et al., 1994). Es kommt zu einer Abnahme von UDP-verknüpften 

Muramylpentapeptiden und einer gleichzeitigen Akkumulation von UDP-verknüpften 

Muramyldipeptiden, die auch in geringer Menge in das Peptidoglycan eingebaut werden. 

Ob die Abnahme der Expression der Methicillinresistenz auf dem Einbau der verkürzten 

Vorstufen in das Peptidoglycan oder dem Ungleichgewicht zwischen den verschiedenen 

Muropeptiden beruht, ist offen (Ludovice et al., 1998). 

 

llm 

Das Gen llm kodiert für ein lipophiles 38 kDa Membranprotein, das den Grad der 

Methicillinresistenz, aber auch die Lyse der Bakterienzellwand beeinflußt. Die 

Inaktivierung von llm durch eine Tn918 Transposoninsertion in den C-terminalen Teil, 

überführt einen homogen resistenten Phänotyp mit hoher Oxacillin MHK in einen 

heterogen resistenten Phänotyp mit niedriger Oxacillin MHK (Maki et al., 1994). Die llm 

Mutanten weisen eine erhöhte Autolyserate auf. Die Rolle von Insertionselementen in der 

Ausprägung der Methicillinresistenz wird durch die Tatsache unterstrichen, dass 
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Revertanten durch eine zweite Insertion von IS256 erzeugt werden konnten. Dies beruhte 

auf einem neu entstandenen Promotor, der zu einer gesteigerten llm Transkription führte. 

 

fmt 

Eine Mutation in einem als fmt bezeichneten Gen führte zu einer verminderten 

Methicillinresistenz bei Kultivierung der entsprechenden Mutanten in Medium mit Zusatz 

des Detergens Triton X-100. Dieser Effekt war jedoch nicht generell, sondern nur für 

ausgewählte MRSA Stämme zu beobachten (Komatsuzawa et al., 1997). Die genaue 

Funktion des Proteins Fmt ist unbekannt. 

 

ctaA - homologes Gen 

Die Inaktivierung eines zu ctaA von Bacillus subtilis homologen Gens in S. aureus führte 

zu einer verminderten Methicillinresistenz. In B. subtilis kontrolliert ctaA die Expression 

des Cytochrom aa3 Komplexes. Dieser Befund spricht für eine Beteiligung der Enzyme 

der Atmungskette an der Ausprägung der Methicillinresistenz. 

 

Autolyse und Methicillinresistenz 

Mureinhydrolasen spielen eine entscheidende Rolle in der Entstehung und im Umsatz des 

Peptidoglycans der Staphylokokken (Giesbrecht et al., 1998). Es gibt aber bislang keinen 

klaren Zusammenhang zwischen dem Grad der Autolyse und dem Resistenzphänotyp. Eine 

erhöhte autolytische Aktivität als Ursache eines heterogen Methicillin-resistenten 

Phänotyps wurde beschrieben (Chambers und Hackbarth, 1987; Gustafson et al., 1992; 

Gustafson und Wilkinson, 1989; Qoronfleh und Wilkinson, 1986). Es wurde berichtet, dass 

homogen resistente Stämme einen geringeren Autolysegrad haben, als heterogen resistente 

Stämme, insbesondere wenn diese Stämme in Anwesenheit von ß-Laktam-Antibiotika 

kultiviert werden (Gustafson und Wilkinson, 1989). Heterogen resistente mec 

Transduktanten von Methicillin-sensible Stämmen zeigten eine erhöhte Autolyse als 

homogen resistente Stämme. Wachstumsbedingungen, welche die Expression der 

Methicillinresistenz erhöhen, gehen auch mit einer erhöhten Autolyserate einher 

(Chambers und Hackbarth, 1987). Andererseits wiesen femC und femD Mutanten einen 

geringeren Autolysegrad auf. Bei einem weiteren homogen resistenten MRSA wurde eine 

erhöhte Autolyse beschrieben (de Jonge et al., 1991). Während die Inaktivierung des atl 

Operons, das für zwei autolytische Enzyme kodiert, nur eine geringe Verminderung der 
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Methicillinresistenz mit sich bringt (Oshida und Tomasz, 1992), weisen lytH 

Deletionsmutanten einen homogen resistenten Phänotyp bei deutlichem Anstieg der MHK 

im Vergleich zum heterogen resistenten Wildtyp mit niedriger MHK auf (Fujimura und 

Murakami, 1997). 

 

Agr und sar 

Die globalen regulatorischen Genorte agr (accessory gene regulator) und sar 

(staphylococcal accessory regulator) beeinflussten die Expression der Methicillinresistenz 

bei einem heterogen resistenten MRSA nur gering. Die Beteiligung weiterer PBP an der 

Wirkung von PBP2a wurde aus einem beobachteten Zusammenhang zwischen einem 

Rückgang der Methicillinresistenz und einer verringerten Synthese von PBP 1 und PBP 3 

bei agr/sar Doppelmutanten geschlossen (Duran et al., 1996). Eine solche Interaktion 

konnte für PBP2 gezeigt werden (Pinho et al., 1998). Eine weitere potentielle 

Beeinflussung der Methicillinresistenz durch agr oder sar ergibt sich aus der Steuerung der 

Expression autolytischer Enzyme. 

 

SigB und rsbU sowie yabH, purR, yabJ und spoVG 

Über den P3 Promotor des agr Systems kann der Stress-induzierbare alternative 

Sigmafaktor SigB die Ausprägung der Methicillinresistenz beeinflussen (Manna et al., 

1998; Kullik und Giachino, 1997). Bei dem homogen resistenten S. aureus Stamm COL 

wurde eine Abnahme der Methicillinresistenz beobachtet (Wu et al., 1996), während bei 

zwei weiteren S. aureus Stämmen keinerlei Effekt von SigB auf die Methicillinresistenz 

beschrieben wurde (Berger-Bächi, 1999). 

Bei S. epidermidis wurde ebenfalls eine Beeinflussung der Methicillinresistenz durch SigB 

beobachtet. Tn917 Insertionen, die in dem Biofilm-positiven S. epidermidis 1457 einen 

Biofilm-negativen Phänotyp erzeugen, wurden in den mecA-positiven, Methicillin-

resistenten S. epidermidis 1057 transduziert. So entstanden die Transduktanten der Klasse 

II, bei denen die Tn917 Insertion die zu B. subtilis homologen Gene yabH, purR, yabJ und 

spoVG beeinflusst und die Klasse III Transduktanten, bei denen die Tn917 Insertion das 

rsbU Gen des σB-Operons beeinflusst. Die Oxacillin MHK war bei beiden 

Transduktantenklassen nur geringfügig herabgesetzt. Transduktanten der Klasse II zeigten 

auf Oxacillin Gradienten Platten eine verminderte Resistenz. Transduktanten der Klasse III 

waren in der Populationsanalyse empfindlicher auf Oxacillin mit ≤ 1 µg/ml bei jeweils 
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mehr als 90 % der Bakterienzellen. Die Transkription von mecA war aber bei den 

Transduktanten und dem Wildtypstamm 1057 vergleichbar (Mack et al., 2002; Bartscht, 

2002; Knobloch et al., 2001). 

 

Einfluss veränderter oder inaktivierter Penicillin-bindender Proteine auf die 

Methicillinresistenz 

Das derzeitige Modell der Methicillinresistenz geht davon aus, das PBP2a die Funktion der 

anderen PBP bei Anwesenheit von inhibitorischen Konzentrationen von ß-Laktam-

Antibiotika ersetzt. Jedoch führte bereits die Inaktivierung des normalen PBP2 durch 

Tn551 Insertion im pbp2 Operon des Methicillin-resistenten Staphylococcus aureus 

Stammes COL zu einer deutlichen Herabsetzung der Methicillinresistenz (Pinho et al., 

1997). Um den ursprünglichen Resistenzphänotyp zu rekonstituieren, war allerdings neben 

PBP2 ein weiteres Protein, das vom pbp2 Operon kodiert wird und dessen Funktion nicht 

näher bekannt ist, notwendig (Pinho et al., 1998). 

 

Die „Borderline“ Methicillinresistenz bei Staphylokokken 

Von dem Phänomen einer Borderlineresistenz bei S. aureus (BORSA) oder KNS (BORSE) 

wird gesprochen, wenn bei den entsprechenden Isolaten die MHK für Methicillin oder 

Oxacillin knapp oberhalb des MHK-Grenzwertes liegt. Der Nachweis von mecA dient der 

weiteren Diskriminierung dieses Phänomens. Bei mecA-positiven BORSA oder BORSE 

wird eine extrem heterogene Expression der Methicillinresistenz bei vorhandener PBP2a 

Expression postuliert (Gerberding et al., 1991). In der Populationsanalyse zeigen diese 

Stämme eine z. T. extrem kleine Subpopulation resistenter Zellen (Gerberding et al., 

1991). 

Bei mecA-negativen Borderline-resistenten Stämmen sind keine resistenten 

Subpopulationen nachweisbar. Ursächlich werden einerseits veränderte Penicillin bindende 

Proteine oder eine Überproduktion der ß-Laktamase postuliert (McDougal und 

Thornsberry, 1986; Tomasz et al., 1989). Bei einem mecA-negativen, ß-Laktamase-

negativen, Borderline-resistenten Isolat fand sich ein verändertes Bindungsverhalten von 

PBP 1, 2 und 4 (Tomasz et al., 1989). Bei Mutanten, die nach Antibiotikaselektion 

gefunden wurden, ließen sich ebenfalls veränderte PBP 2 und 4 beobachten (Berger-Bächi 

et al., 1986).  
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Kinetische Untersuchungen zum Bindungsverhalten der veränderten PBP zeigten entweder 

eine verlangsamte Acylierung oder eine beschleunigte Deacylierung (Chambers et al., 

1994), wobei die Modifikationen der PBP auf Punktmutationen in den Penicillin-

bindenden Domänen der PBP beruhen (Hackbarth et al., 1995).Eine Überexpression der 

PBP, insbesondere PBP4, kann eine Methicillinresistenz auf niedrigem Niveau bedingen 

(Henze und Berger-Bächi, 1996), da auch ß-Laktamase-stabile ß-Laktam-Antibiotika einer 

langsamen enzymatischen Inaktivierung durch Hydrolyse unterliegen können (Kernodle et 

al., 1989). Im Verhältnis zur Penicillinkonzentration steht ein Überschuss von nicht durch 

das ß-Laktam-Antibiotikum inaktiviertem PBP für die Zellwandsynthese zur Verfügung. 

Wachstumsbedingungen, die eine Steigerung der Expression der Methicillinresistenz 

erzeugen, begünstigen auch eine gesteigerte Produktion der ß-Laktamase (Coles und 

Gross, 1967; Kim und Chipley, 1974). Kennzeichnend für Borderline-resistente Stämme 

mit einer Überproduktion der ß-Laktamase ist, dass sie mecA-negativ sind und die 

produzierte ß-Laktamase eine sehr hohe enzymatische Aktivität aufweist. Die Zugabe von 

ß-Laktamase-Inhibitoren wie Sulbactam oder Clavulansäure inhibiert diese Typ A 

Staphylokokken-ß-Laktamase. Ein sensibler Phänotyp wird auch durch Elimination der ß-

Laktamase kodierenden, 17,2 kb großen Plasmid erzielt. Die Stämme gehören fast 

ausnahmslos zur Phagengruppe 94/96 (McDougal und Thornsberry, 1986; McMurray et 

al., 1990). Der Befund, dass Transformanten mit dem Plasmid eines Borderline-resistenten 

Stammes mit einer Überproduktion der ß-Laktamase Methicillin-sensibel bleiben können 

(Barg et al., 1991) spricht jedoch gegen eine ursächliche Beteiligung einer ß-Laktamase-

Überproduktion für das Auftreten einer Borderlineresistenz. Eine Methicillinaseaktivität, 

zusätzlich zu der Plasmid-kodierten ß-Laktamase, wurde bei Isolaten mit einer ß-

Laktamase-Überproduktion gefunden (Masssida et al., 1992). Das putative Gen der 

Methicillinase wurde jedoch noch nicht entdeckt (Masssida et al., 1994). Mutationen im 

PBP2 wurden als eine weitere Ursache einer Borderlineresistenz bei S. aureus beschrieben. 

Die Mutationen waren bei ß-Laktamase-negativen S. aureus Isolaten Als auch bei Isolaten 

mit einer Überproduktion der ß-Laktamase identisch (Hackbarth et al., 1995; Chambers, 

1997). Tierexperimentelle Daten zeigen jedoch, dass Penicillinase-resistente Penicilline 

bei der Therapie von Infektionen durch mecA-negative, Borderline-resistente S. aureus 

wirksam sind (Chambers et al., 1989; Thauvin-Eliopoulos et al., 1990). Auch gibt es 

derzeit keine klinischen Studien, die ein Therapieversagen bei mecA-negativen, niedrig 

resistenten Staphylokokken nahe legen. 
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2.3.2. Phänotypische Nachweisverfahren einer Methicillinresistenz 

Die phänotypische Detektion der Methicillinresistenz bei KNS ist wegen der heterogenen 

mecA-Expression (Chambers, 1997; McDonald et al., 1995; Tenover et al., 1999; York et 

al., 1996) und dem Zuschnitt der Nachweisverfahren auf Staphylococcus aureus schwierig. 

Gebräuchliche phänotypische Testverfahren wie die Oxacillin-Agar-Platte, der 

Agardiffusionstest oder die MHK-Bestimmung mit der Mikrodilution oder mittels 

Agardilution beruhen auf modifizierten Kulturbedingungen, um die Expression der 

Methicillinresistenz zu erhöhen (McDonald et al., 1995; Tenover et al., 1999; York et al., 

1996). Zur verbesserten Detektion der Methicillinresistenz, insbesondere bei KNS, wird 

Oxacillin anstelle von Methicillin verwendet, weil Methicillin eine geringere chemische 

Stabilität gegenüber Umwelteinflüssen besitzt. Die Inkubation der Testverfahren wird bei 

30 °C oder 35 °C anstelle von 37 °C durchgeführt. Außerdem wird die Inkubationszeit auf 

24 Stunden oder auch auf 48 Stunden, anstelle der üblichen Kulturbedingungen mit 

Bebrütung über Nacht; (in der Regel 16 bis 18 Stunden) verlängert. Die Nachteile der 

phänotypischen Verfahren sind die lange Dauer bis zum Vorliegen des Ergebnisses, 

mangelnde Sensitivität oder ein hoher personeller Aufwand. Der Agardiffusionstest mit 

Oxacillin gilt als die am wenigsten zuverlässige Methode beim Nachweis der 

Methicillinresistenz (Chambers, 1993; Ünal et al., 1994; York et al., 1996), der Nachteil 

dieser Methode liegt vor allem in einer unzureichenden Spezifität, die im Schnitt nur 80 % 

beträgt. 

 

Agardiffusion 

Die Empfehlungen der NCCLS (National Committee, 2002) und der DIN (DIN, 2000) 

sowie die an die DIN angelehnten, aber in Einzelheiten abweichenden Empfehlungen nach 

Wiedemann (Wiedemann, 1992) für die Testung von Oxacillin im Agardiffusionstest sind 

als Übersicht dargestellt (Tabelle 2). Die Verwendung anderer ß-Laktam-Antibiotika für 

den Agardiffusionstest, wie z. B. von Cephalosporinen oder Carbapenemen, ist aufgrund 

einer weiteren Reduktion der Sensitivität ungeeignet. Modifikationen der 

Testbedingungen, wie die Supplementierung des Mediums mit NaCl oder eine verlängerte 

Inkubationszeit, können zu einer Reduktion der Spezifität führen (Chambers, 1997). Die 

verlängerte Inkubation erhöht andererseits die Sensitivität bei dem Nachweis einer 

Methicillinresistenz bei heterogen resistenten MRSE. 
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Tabelle 2: Empfehlungen zur Durchführung des Agardiffusionstest mit Oxacillin 

 DIN Wiedemann NCCLS 

Medium MH-Agar MH-Agar+2% NaCl MH-Agar 

 

Beschickung 5 µg 5 µg 1 µg 

 

Inokulum nicht-konfluierender nicht-konfluierender konfluierender 

 Wachstumsrasen Wachstumsrasen Wachstumsrasen 

 

Technik nicht explizit vorgegeben Überfluten vorgetrockneter Agarplatten direkt Bakteriensuspension 

 (ausreichende Menge einer mit 1:100 verdünnter Übernachtkultur (1-2 x 108 KBE/ml in 0,9 % NaCl) 

 Erregersuspension auf der Absaugen des Überschuss in drei Ebenen ausstreichen 

 Oberfläche des Mediums 

 verteilen 

 

Schichtdicke des Agar 3-3,5 mm 3-3,5 mm 4 mm 

 

Testdauer 18 ± 2 h 18 ± 2 h 24 h 

 

Temperatur 36 ± 1 °C 30 °C 35 °C 
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Mikrodilution 

Die Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration (MHK) für Oxacillin mittels der 

Mikrodilution erlaubt hingegen, bei der Wahl von günstigen Bedingungen mehr als 95 % 

der Methicillin-resistenten, mecA-positiven Staphylokokken zu detektieren (Thornsberry 

und McDougal, 1983). 

Die NCCLS empfiehlt für die Mikrodilution ein Inokulum von 5 x 105 KBE/ml zu 

verwenden, wobei eine Abweichung im Bereich von 3x 105 bis 7 x 105 KBE/ml zulässig ist 

(Tabelle 3) (National Committee, 2002). Die Empfehlungen der DIN sehen ein etwas 

geringeres Inokulum vor, dass im Bereich von 1x 105 bis 5 x 105 KBE/ml liegen soll 

(Tabelle 3) (DIN, 2000). Hingegen empfiehlt Wiedemann ein niedrigeres Inokulum, dass 

1 x 105 KBE nicht überschreiten sollte, da bei einem höheren Inokulum unscharfe 

Endpunkte resultieren (Tabelle 3) (Wiedemann, 1992). Als Testmedium wird jeweils 

Mueller-Hinton-Bouillon mit Zusatz von 2 % NaCl empfohlen (Tabelle 3). Unterschiede 

bestehen hinsichtlich der empfohlenen Inkubationszeit und optimalen 

Bebrütungstemperatur. So empfiehlt die NCCLS die Testung für 24 Stunden und bei 

35 °C, die DIN eine Inkubation für 20 ± 2 Stunden bei 36 ± 1 °C, während Wiedemann 18 

± 2 Stunden bei 30 °C vorgibt (Tabelle 3) (National Committee, 2002; DIN, 2000; 

Wiedemann, 1992). Für eine maximale Sensitivität bei der Detektion einer 

Methicillinresistenz bei KNS wurde in einer Studie eine Inkubation für bis zu 48 Stunden 

vorgeschlagen (Woods et al., 1986). 

 

Tabelle 3: Empfehlungen zur Bestimmung der Oxacillin MHK durch Mikrodilution 

 DIN Wiedemann NCCLS 

Inokulum 1 - 5 x 105 maximal 1 x 105 5 x 105 (3 - 7 x 105) 

Medium MH + 2 % NaCl MH + 2 % NaCl MH + 2 % NaCl 

Testdauer 20 ± 2 h 18 ± 2 h 24 h 

Temperatur 36 ± 1°C 30 °C 35 °C 

 

Agardilution 

Vergleichbare Resultate zur Mikrodilution können mit der Methode der Agardilution 

erzielt werden, die ebenfalls mit 2 % NaCl supplementiertem Mueller-Hinton-Agar 

durchgeführt wird. Eine Inkubation für 24 Stunden bei 30-35°C wird hierfür empfohlen. 

Oxacillin-Agar-Platte 
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Als Suchtest auf das Vorliegen einer Methicillinresistenz bei Staphylococcus aureus und 

KNS ist Mueller-Hinton-Agar, der 4 % NaCl und 6 µg/ml Oxacillin enthält (Tabelle 4), im 

klinisch-mikrobiologischen Labor unter dem Begriff Oxacillin-Agar-Platte weit verbreitet. 

Empfohlen wird die Inkubation bei 35°C für 24 Stunden (Chambers, 1997) oder bei 30 °C 

(Gatermann und Laufs, 1987). Die Sensitivität dieser Methode erreicht bei MRSA nahezu 

100 %, während die Sensitivität bei MRSE je nach untersuchter KNS-Spezies und 

abhängig vom verwendeten Mueller-Hinton-Agar stark schwankt (Chambers, 1993; 

Tenover et al., 1999). Bei KNS wurde die Inkubation der Oxacillin-Agar-Platte für 48 

Stunden empfohlen. 

 

Tabelle 4: Empfehlungen der NCCLS zur Durchführung der Oxacillin-Agar-Platte* 

Medium Mueller-Hinton-Agar mit 4 % NaCl und 6 µg/ml Oxacillin 

Inokulum direkte Bakteriensuspension von 0,5 McFarland  

 (1,5 x 108 KBE/ml in 0,9 % NaCl) 

Technik auf kleiner Fläche der Agarplatte ausstreichen oder „spot“ Inokulation 

  alternativ: 104 KBE auf die 

Agarplatte pipettieren 

Testdauer 24 h 

Temperatur 35 °C 

* seit 1/1999 nicht mehr empfohlen für Koagulase-negative Staphylokokken (National Committee, 2002) 

 

Automatisierte Systeme 

Ein Teil der automatisierten Systeme bieten den potentiellen Vorteil einer raschen 

antimikrobiellen Resistenztestung und Befundmitteilung und die Möglichkeit einer 

verbesserten Erkennung ungewöhnlicher oder problematischer Resistenzphänotypen. Auch 

können automatisierte Systeme eine Verbesserung der mikrobiologischen Diagnostik 

aufgrund einer größeren Reproduzierbarkeit der Ergebnisse darstellen (Ferraro und 

Jorgensen, 1999). Zur Detektion einer Methicillinresistenz bei MRSE gibt es zum Teil viel 

versprechende Befunde, aber auch noch eine Reihe von Schwierigkeiten (Louie et al., 

2001; Hussain et al., 1998; Martinez et al., 2001; Yamazumi et al., 2001a; Horstkotte et al., 

2002). 
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Genotypischer Nachweis von mecA durch Polymerasekettenreaktion 

Die Detektion von mecA als genetischer Marker für das Vorliegen einer 

Methicillinresistenz durch PCR oder Hybridisierung ist sehr empfindlich und gilt als der 

Goldstandard (Hiramatsu et al., 1992b; Knapp et al., 1996; Suzuki et al., 1992; Tokue et 

al., 1992; Ünal et al., 1994; Chambers, 1997). Außerhalb von Referenzzentren ist dieses 

Verfahren aber sehr aufwändig und teuer und für die Laborroutine unpraktikabel. 

 

PBP2a Nachweis 

Als weitere neuere Option zur Detektion der Methicillinresistenz bietet sich ein 

immunologisches Verfahren an, bei dem mit monoklonalen Antikörpern gegen PBP2a 

beladene Latexpartikel in einem kommerziell erhältlichen Agglutinationstest angewendet 

werden. Der Nachweis von PBP2a als Marker für das Vorliegen einer Methicillinresistenz 

hat sowohl für S. aureus (van Griethuysen et al., 1999; van Leuwen et al., 1999; Mariott et 

al., 1999; Cavassini et al., 1999; Louie et al., 2000; Nakatomi und Sugiyama, 1998; 

Yamazumi et al., 2001b) als auch bei KNS (Hussain et al., 2000a; Horstkotte et al., 2001; 

Louie et al., 2001; Zbinden et al., 2001; Udo et al., 2000; Andrews et al., 2000; Yamazumi 

et al., 2001a) in verschiedenen Studien erfolgreich abgeschnitten und wird daher seit 

kurzem von der NCCLS empfohlen (National Committee, 2002). 

 

2.4. Pathogenese Fremdkörper-assoziierter Infektionen 

Der Entstehungsprozess Fremdkörper-assoziierter Infektionen und die daran beteiligten 

Faktoren wurden in den letzten Jahren für den wichtigsten Vertreter der Koagulase-

negativen Staphylokokken, S. epidermidis, intensiv studiert. In einer ersten Phase 

adhärieren S. epidermidis Zellen an die Oberfläche verschiedener Biomaterialien und in 

der anschließenden Proliferationsphase entsteht ein vielschichtiger Biofilm. In diesem 

haben die wenigsten Bakterienzellen direkten Kontakt zur Oberfläche, sondern befinden 

sich in einer extrazellulären Matrix, die in elektronenmikroskopischen Bildern als mehrere 

µm mächtiger, optisch dichter Biofilm imponiert (Peters et al., 1982; Götz und Peters, 

2000). Eine conditio sine qua non für den Aufbau dieses Biofilms sind Moleküle die eine 

interzelläre Adhäsion vermitteln und so die Bakterienzellen, die nicht an der Oberfläche 

des Biomaterials adhäriert haben, im Verbund halten. 

Die primäre Adhäsion von S. epidermidis an nicht konditionierte Oberflächen wird von 

unspezifischen Faktoren der Bakterien und der Materialien wie Oberflächenbeschaffenheit, 
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Ladung oder Hydrophobizität beeinflusst (Ludwicka et al., 1984; Heilmann und Peters, 

2000). In vitro adhärieren hydrophobe Stämme besser als hydrophile Stämme (Pascual et 

al., 1986; Christensen et al., 1994; Vacheethasanee et al., 1998). 

Das Gen atlE mit Homologie zum Autolysin atl von S. aureus wurde als Adhäsionsfaktor 

an nativem Polystyrol beschrieben (Heilmann et al., 1996a; Heilmann et al., 1997). Eine 

Biofilm-negative, atlE-negative Transposonmutante von S. epidermidis O-47 ist 

adhäsionsdefizient an Polystyrol und weist eine stark verminderte Hydrophobizität auf. 

Des Weiteren wurde das staphylococcal surface protein SSP-1 beschrieben (Timmermann 

et al., 1991; Veenstra et al., 1996). Spezifische, gegen dieses Protein gerichtete Antikörper 

inhibierten konzentrationsabhängig die primäre Adhäsion von S. epidermidis 354. 

Als Adhäsionsfaktor an Silikonkathetern (Muller et al., 1993a), nicht aber an Polyethylen 

(Higashi et al., 1998) wurde ein kapsuläres Polysaccharid/Adhäsin (PS/A) bei 

S. epidermidis RP62A isoliert. 

In vivo wird die Oberfläche des Biomaterials durch Serum oder Gewebeflüssigkeiten durch 

Fibrinogen, Fibronektin oder Kollagen konditioniert (Kloos und Bannermann, 1994). Das 

Fibrinogen-bindende Protein (Fbe) von S. epidermidis (Nilson et al., 1998) zeigt 

Ähnlichkeit mit dem zellwandgebundenen Fibrinogenrezeptor (ClfA) von S. aureus. Fbe 

als auch Fbe-spezifische Antikörper inhibieren die Adhäsion von S. epidermidis an 

immobilisiertes Fibrinogen was die funktionelle Bedeutung von Fbe zeigt (Pei et al., 

1999). Andererseits zeigen viele S. epidermidis Isolate nur eine schwache Bindung an 

fibrinogenbeschichtete Polymere (Nilsson et al., 1998; Galdbart et al., 2000). 

In der Proliferationsphase der Bakterien zum mehrschichtigen Biofilm wurde das 

interzelluläre Polysaccharid-Adhäsin (PIA) als entscheidender Faktor beschrieben. PIA 

wurde ursprünglich durch seine spezifische Reaktion mit einem Antiserum gegen den 

Biofilm-positiven Stamm S. epidermidis 1457 isoliert (Mack et al., 1992). Durch Vergleich 

des Wildtypstammes 1457 mit den isogenen Biofilm-negativen und PIA-negativen 

Transposonmutanten 1457-M10 und 1457-M11 wurde die funktionelle Bedeutung von PIA 

für die interzelluläre Adhäsion gezeigt (Mack et al., 1994). 

Aus S. epidermidis 1457 lassen sich die einander sehr ähnlichen Polysaccharidfraktionen I 

und II aufreinigen (Mack et al., 1996a). Polysaccharid I stellt mehr als 80 % des 

gereinigten Polysaccharides dar und ist ein lineares Homoglycan von durchschnittlich 130 

ß-(1,6)-verknüpften N-Acetylglucosamineinheiten. Etwa 15-20 % von Polysaccharid I sind 

nicht acetyliert und bedingen eine positive Ladung. Polysaccharid II ist strukturell nahe 



 33

verwandt, aber aufgrund von Phosphat und Succinat leicht negativ geladen. Die 

Glucosaminreste von Polysaccharid II sind in außerdem in einem höheren Maße N-

acetyliert (Mack et al., 1996a). 

In Infektionsmodellen der Maus und der Ratte konnte die Bedeutung von PIA in der 

Pathogenese von Fremdkörper-assoziierten Infektionen durch S. epidermidis untermauert 

werden (Rupp et al., 1999a; Rupp et al., 1999b; Rupp et al., 2001a; Rupp und Fey, 2001b). 

Untersuchungen an Biofilm-negativen Transposonmutanten des Biofilm-positiven 

S. epidermidis Stammes O-47 (Heilmann et al., 1996a; Heilmann et al., 1996b) führten zur 

Identifizierung des ica-(intercellular adhesion)-Operon, das aus den vier Genen icaA, 

icaD, icaB und icaC besteht (Gerke et al., 1998). 

Das Protein IcaA weist vier Transmembrandomänen auf und besitzt in vitro eine geringe 

N-Acetylglucosaminyltransferaseaktivität, die in Anwesenheit von IcaD verstärkt wird 

(Gerke et al., 1998). IcaB ist ein sekretorisches Protein, dessen genaue Funktion noch 

unklar ist. IcaC ist ein Transmembranprotein, das für die PIA-Synthese unerlässlich ist. 

PIA fungiert als interzelluläres Adhäsin und vermittelt die Agglutination von Erythrozyten, 

eine Fähigkeit, die viele S. epidermidis Isolate besitzen (Mack et al., 1999) und die mit der 

Biofilmbildung korreliert (Rupp und Archer, 1992). Über eine Korrelation zwischen der 

Menge an produziertem PIA und dem Hämagglutinationstiter wurde in der Folge berichtet 

(Fey et al., 1999). Schließlich wurde PIA als Hämagglutinin oder zumindest als ein 

notwendiges funktionelles Element desselben identifiziert (Mack et al., 1999). 

Ursprünglich als Adhäsionsfaktor von S. epidermidis RP62A an Silikonkathetern wurde 

PS/A beschrieben. PS/A kann jedoch von einem rekombinanten, das ica-Operon tragenden 

S. carnosus Stamm gebildet werden (McKenney et al., 1998). Es liegt nahe PIA und PS/A 

als Derivate desselben Glucosaminpolymers, das stammspezifisch und/oder durch 

variierende externe Bedingungen unterschiedlich stark N-acetyliert oder N-succinyliert 

vorliegt, anzusehen. Für PIA konnte in Studien mit klinischen Isolaten eine Korrelation 

zwischen der Expression des Antigens und der Fähigkeit zur Biofilmbildung festgestellt 

werden (Mack et al., 1996b). 

Bei RP62A wurde außerdem das Polysaccharid SAA (slime associated antigen) 

beschrieben (Christensen et al., 1990), das auch überwiegend aus N-Acetylglucosamin 

besteht (Baldassarri et al., 1996). SAA wurde bei allen untersuchten Biofilm-positiven S. 

epidermidis Isolate gefunden, so dass SAA vermutlich PIA oder einer Variante von PIA 

entspricht (Götz und Peters, 2000; Mack et al., 1999; Mack et al., 2000). 
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Eine phänotypische Variabilität der Biofilmproduktion von S. epidermidis kann sowohl in 

vivo als auch in vitro beobachtet werden (Baddour et al., 1990; Ziebuhr et al., 1997). 

Spontane Biofilm-negative Phasenvarianten durch eine reversible Insertion von IS256 im 

ica-Operon wurden beschrieben (Ziebuhr et al., 1997). Nach Exzision des 

Insertionselements waren die Isolate erneut PIA- und Biofilm positiv (Ziebuhr et al., 

1999). An einer Regulation der ica-Expression ist vermutlich der alternative Sigmafaktor σ
B beteiligt. Eine Transposoninsertion im positiven Regulator rsbU von σB rief in 

S. epidermidis 1457 einen PIA-negativen und Biofilm-negativen Phänotyp hervor 

(Knobloch et al., 2001). Auch ließ sich die PIA-Bildung des Wildtyps, aber nicht die der 

Mutante durch hohe Osmolarität steigern. Da im ica-Operon aber nur eine schwache 

Homologie mit einem σB-abhängigen Promotor gefunden werden konnte, erscheint eine 

direkte Regulation durch diesen Sigmafaktor eher unwahrscheinlich. Als externer, die 

Biofilmbildung steigernder Faktor dient außer hohen Konzentrationen an Natriumchlorid 

auch Ethanol im Medium (Knobloch et al., 2001). Diese Stimulation durch Ethanol erfolgt 

auch in der rsbU-Mutante, so dass möglicherweise ein alternativer Weg der σB-Stimulation 

existiert. Darüber hinaus fördern Eisenmangel (Deighton und Borland, 1993) und anaerobe 

Kulturbedingungen (Cramton et al., 2001) sowie erhöhte Temperaturen (Rachid et al., 

2000b) die Biofilmbildung von S. epidermidis. Neben dem sigB-Operon sind zwei weitere 

unabhängige Genorte bekannt, deren Inaktivierung durch die Insertion von Tn917 in 

S. epidermidis 1457 zu einer regulativen Transkriptionshemmung des für die PIA-Synthese 

notwendigen icaADBC-Operons und damit zu einem Biofilm-negativen Phänotyp führen 

(Mack et al., 2000). Außer den Polysacchariden PIA, PS/A und SAA wurde ein 140 kDa 

Protein AAP (accumulation associated protein) für die akkumulative Phase der 

Biofilmbildung beschrieben (Schumacher-Perdreau et al., 1994; Hussain et al., 1997). 
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3. MATERIAL UND METHODEN 

3.1. Bakterienstämme 

Die klinischen Isolate der Koagulase-negativen Staphylokokken (KNS) wurden im 

Blutkultur-, Varia- und Urin- Labor des Instituts für Medizinische Mikrobiologie und 

Immunologie des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf in den Jahren 1997 und 1998 

aus eingesandten klinischen Untersuchungsmaterialien isoliert. Die Stammsammlung 

umfasst 77 Isolate aus Blutkulturen, 90 Isolate von infizierten Kathetern, 15 Isolate von 

Wundabstrichen und 14 Isolate aus Urinproben bei dem klinischen Verdacht auf eine 

Harnwegsinfektion (Horstkotte et al., 2001). Die Staphylococcus epidermidis Isolate 1457, 

1057, 9225 und RP62A wurden in die Stammsammlung als interne Referenzstämme 

aufgenommen (Mack et al., 1996b; Christensen et al., 1985). Zur Qualitätskontrolle 

wurden die Staphylococcus aureus Isolate ATCC 29213 und ATCC 25913 (mecA-negativ) 

sowie S. aureus ATCC 43300 (mecA-positiv) verwendet. 

 

3.2. Zeitliche Abfolge der Untersuchungen 

Die phänotypische Charakterisierung der isolierten KNS mittels Agardiffusion, 

Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration durch die Mikrodilutionsmethode und 

anhand von der Oxacillin-Agar-Platte sowie die genetische Charakterisierung der Isolate 

durch die PCR für mecA stand am Anfang der Untersuchungen: Die Charakterisierung 

bezüglich des Penicillin-bindenden Protein 2a schloss sich unmittelbar an. 

In einem zweiten Abschnitt wurden die bei –80 °C in Microbank™ Röhrchen (Pro Lab 

Diagnostics, Ontario, Kanada) eingefrorenen Stämme für die Untersuchung der 

automatisierten Verfahren zur antimikrobiellen Resistenztestung VITEK®2 und BD 

Phoenix™ wieder aufgetaut. Nach der Evaluation des VITEK®2 und vor der Austestung 

des BD Phoenix™ wurde die PCR für mecA für alle Isolate wiederholt. 

 

3.3. Anzucht der Bakterien 

Vor jedem durchgeführten Test wurden die KNS-Isolate zweimal über Nacht für 24 

Stunden auf Columbia-Blut-Agar (CBA) bei 37 °C ohne CO2 subkultiviert. Die 

verwendeten CBA Platten wurden in der Nährbodenküche des Institutes für Medizinische 

Mikrobiologie und Immunologie unter Einsatz eines Tecnomat (Integra Biosciences, 

Wallisellen, Schweiz) gegossen. 
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Columbia-Blut-Agar (CBA), pH 7,4 

Columbia™-Agar (Difco, Becton Dickinson, Cockseyville, MD, USA) 42 g/l 

Agar-Agar (Difco) 1,1 g/l 

Glucose (Merck, Darmstadt) 2,2 g/l 

steriles defibriniertes Schafsblut 72 ml/l 

 

3.4. Speziesidentifizierung der Koagulase-negativen Staphylokokken 

Die Speziesidentifizierung wurde anhand der Koloniemorphologie auf Columbia-Blut-

Agar, mittels der Gramfärbung (Nachweis gram-positiver Haufenkokken) und durch den 

positiven Ausfall der Katalasereaktion, den fehlenden Nachweis von Clumping-Faktor 

bzw. den fehlenden Nachweis der Plasmakoagulase geführt. Bei allen Isolaten wurde eine 

biochemische Speziesidentifizierung anhand des kommerziellen Identifizierungssystems 

ID 32 Staph (bioMérieux, Marcy l’ Etoile, Frankreich) entsprechend der Angaben des 

Herstellers durchgeführt. Der erhaltene numerische Code wurde mit der zum ID 32 Staph 

gehörenden Datenbasis (Version 2.0) ausgewertet. 

 

3.5. Polymerasekettenreaktion für den Nachweis des mecA Gen 

Die Polymerase chain reaction (PCR) ist eine Standardmethode zur Amplifikation von 

DNA-Fragmenten. Dabei dient doppelsträngige DNA als template. Zwei zu den 

Einzelsträngen komplementäre, gegenläufige Oligonukleotide, die sogenannten primer, 

dienen der DNA-Polymerase als Start. Durch abwechselnde Zyklen der DNA-

Denaturierung, Anlagerung der Primer und Synthese des komplementären Stranges kommt 

es zur exponentiellen Vervielfältigung des ursprünglichen Fragments. Zum Nachweis des 

mecA Gens wurde mit der Spitze einer sterilen Pipette ein Teil einer Bakterienkolonie 

(Anzucht siehe 3.2) in das Reaktionsgefäß eingerieben. Eine vorangehende DNA-

Präparation oder ein Zellaufschluss der Bakterien war nicht erforderlich. Die PCR wurde 

mit Hilfe des DyNAzymeTM DNA Polymerase Kit (Finnzymes Espoo, Finnland) unter 

Verwendung von Optimized-DyNAzymeTM-Puffer durchgeführt. Die 50 µl 

Reaktionsansätze wurden in Aqua ad injectabile (Braun, Melsungen) mit den folgenden 

Endkonzentration hergestellt: 0,2 µmol der Primer mecAsense und mecAantisense, 0,2 mM 

dNTPs, 1,5 mM MgCl2 und 1 U der DNA Polymerase von Thermus brockianus. Zum 

Schutz vor Verdunstung wurden die wässrigen 50µl Aliquots mit je zwei Tropfen 

Mineralöl (Sigma, St. Louis, Pennsylvania, USA) überschichtet. Die Sequenzen der 
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gewählten Primer zum Nachweis des mecA-Gens in klinischen Isolaten Koagulase-

negativer Staphylokokken, aber auch S. aureus, basieren auf dem Vergleich des mecA 

Gens in S. epidermidis und S. aureus (Ryffel et al., 1990): 

 

mecAsense Primer: 181-[5´]-GAA ATG ACT GAA CGT CCG AT-[3´]-200 

mecAantisense Primer: 330-[5´]-GCG ATC AAT GTT ACC GTA GT-[3´]-311 

 

Die PCR wurde wie beschrieben (Schmitz et al., 1997; Mack et al., 2001) unter 

Verwendung eines programmierbaren DNA Thermal Cycler Cetus (Perkin Elmer, 

Norwalk, USA) durchgeführt. Im initialen Denaturierungsschritt wurden sowohl die 

Bakterien aufgeschlossen und die freigesetzte DNA für 5 Minuten bei 94 °C denaturiert, in 

den anschließenden 35 Zyklen nur für 30 Sekunden. Für die Anlagerung der Primer wurde 

die Temperatur für 30 Sekunden auf 55 °C abgesenkt. Der Zweitstrang wurde bei 72 °C für 

45 Sekunden synthetisiert, gefolgt von einem abschließenden Elongationsschritt, um eine 

vollständige Komplementierung aller Einzelstränge zu gewährleisten, von 7 Minuten 

Dauer bei einer Temperatur von 72 °C. Anschließend wurden die Proben auf 4 °C herunter 

gekühlt und bei dieser Temperatur bis zur weiteren Verwendung gelagert. Die Kontrolle 

der PCR fand in einer anschließenden Agarosegelelektrophorese (siehe 3.5.) statt. Als 

negativer und positiver Kontrollstamm wurden in jedem Lauf der PCR S. epidermidis 1457 

(mecA-negativ) und S. epidermidis RP62A (mecA-positiv) mitgeführt (Bild 2). 

 

3.6. Agarosegelelektrophorese 

Das Verfahren wurde zum Nachweis von Amplifikaten aus der PCR eingesetzt. Aus 

NuSieve® Agarose 3:1 (Biowhittaker Molecular Applications, Rockland, USA) wurden 

2 % [w/v] Agarose in 150 ml 0,5 x TBE-Puffer aufgekocht, abgekühlt, mit 5 µl 

Ethidiumbromid versetzt und in einen Gelträger mit Kamm gegossen. Die Proben wurden 

mit 3-4 µl DNA-Ladepuffer versetzt und nach Entfernung des Kamms in die Taschen des 

ausgehärteten Gels eingefüllt. Die Elektrophorese wurde bei konstanter Spannung von 60-

80 Volt in 0,5x TBE als Laufpuffer durchgeführt. Als Größenmarker wurde ein Gemisch 

aus HindIII gespaltener λ-DNA und HaeIII gespaltener φX174-DNA (Finnzymes, Espoo, 

Finnland) aufgetragen. Die resultierenden 149 bp Amplifikate wurden mittels UV-Licht 

(Wellenlänge 312 nm) auf einem Transilluminator mit einem angeschlossenen 

Bilddokumentationssystem (PHASE, Lübeck) fotografiert (Bild 2). 
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5x TBE 

TRIS (Tris(hydroxymethyl)aminomethan 54 g/l (Merck, Darmstadt) 

Borsäure 27,5 g/l (Merck, Darmstadt) 

EDTA 0,5 M (pH 8,0) 20 ml/l (Roth, Karlsruhe) 

Für den 0,5x TBE-Puffer erfolgte die Verdünnung der Stammlösung mit VE-Wasser 1:10. 

 

DNA-Ladepuffer 

Bromphenolblau 0,25 % (Merck, Darmstadt) 

Xylen Cyanol FF 0,25 % (Merck, Darmstadt) 

Ficoll 400 15 % (Pharmacia, Uppsala, Schweden) 

 

Ethidiumbromid-Stammlösung 

Ethidiumbromid  10 mg/ml (Serva, Heidelberg) 

 

3.7. Nachweis des Penicillin-bindenden Protein 2a durch Latexagglutination 

Grundsätzlich ist die Steigerung der Expression der PBP2a Synthese durch Oxacillin oder 

Methicillin möglich. Eine solche Induktion wurde nicht durchgeführt. Der kommerziell 

erhältliche Latexagglutinationstest zum Nachweis von PBP2a (MRSA-Screen, Denka 

Seika, Niigata, Japan) wurde entsprechend den Angaben des Herstellers durchgeführt, 

jedoch mit dem Unterschied, daß ein höheres Inokulum eingesetzt wurde. Das PBP2a wird 

hierbei aus dem entsprechenden KNS-Isolat extrahiert, indem eine mit Bakterienkolonien 

(Anzucht siehe 3.2) gut gefüllte Einmalöse in 4 Tropfen des Extraktionpuffers 1 

resuspendiert wurde. Die so erhaltene Suspension entsprach mindestens der Trübung eines 

McFarland 6 Standards. Die Bakteriensuspension wurde in einem Wasserbad bei 100 °C 

für exakt 3 Minuten aufgekocht. Nach Abkühlen (5 bis 10 Minuten) auf Raumtemperatur 

wurde 1 Tropfen des Extraktionsreagenz 2 zur Bakteriensuspension hinzugefügt. Auf 

einem Vortex (Heidolph, Schwabach) wurde die Suspension vermischt und dann bei 

1500 x g für 5 Minuten in einer Biofuge pico (Heraeus, Hanau) zentrifugiert. Für die 

eigentliche Latexagglutinationsreaktion wurde ein 50 µl Aliquot des erhaltenen 

Überstandes mit 1 Tropfen, der mit monoklonalen Antikörpern gegen PBP2a beschichteten 

Latexpartikel auf im Test enthaltenen Agglutinationskarten vermischt. Für die 

Negativkontrolle wurden ebenfalls 50 µl des Überstandes mit 1 Tropfen des mitgelieferten 

Negativkontrollreagenz vermischt. Die Agglutinationskarten wurden für drei Minuten 
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sacht geschwenkt, wobei eine auftretende, mit dem bloßen Auge sichtbare 

Agglutinationsreaktion als positiver Test gewertet wurde (Bild 3). Bei KNS-Isolaten, bei 

denen es zu einer verzögert auftretenden Agglutinationsreaktion nach dem Limit von 3 

Minuten oder nur zu sehr dezent zu beobachteten Agglutinationsreaktionen kam, wurde 

der Latexagglutinationstest als schwach positiv bewertet und der Test nach dem gleichen 

Ablauf und ebenfalls ohne Induktion einer PBP2a-Synthese wiederholt (Horstkotte et al., 

2001). 

 

3.8. Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration für Oxacillin 

Die minimale Hemmkonzentration (MHK) für Oxacillin wurde mit der 

Mikrodilutionsmethode in Mikrotiterplatten (Greiner, Kremsmünster, Österreich) 

bestimmt. Ausgewählte Kolonien (Anzucht siehe 3.2.) wurden direkt in 0,9 % NaCl 

suspendiert. Die Suspension wurde auf eine Trübung entsprechend einem 0,5 McFarland 

Standard (Abweichung bis maximal 0,6 McFarland) mit einem Densitometer (Densimat, 

bioMérieux, Marcy l’Etoile, Frankreich) eingestellt. Die Ausgangssuspension wurde 

entsprechend in Mueller-Hinton-Bouillon (Difco, Becton Dickinson Sparks, Maryland, 

USA) supplementiert mit 2 % NaCl (Merck, Darmstadt) weiter verdünnt, so dass letztlich 

ein Endkonzentration für das Inokulum von 5 x 105 CFU/ml für die Testung entsprechend 

den Empfehlungen der NCCLS und DIN (National Committee, 2002; DIN, 2000) sowie 

5 x 104 CFU/ml für die Testung in Anlehnung an die Empfehlungen von Wiedemann 

(Wiedemann, 1992) resultierte (Tabelle 3). Für Oxacillin wurde eine geometrische 

abfallende Reihenverdünnung von 1024 µg/ml bis 0,125 µg/ml hergestellt (Wiedemann, 

1992). Die Mikrotiterplatten wurden im Brutschrank (Heraeus, Hanau) bei 35 °C (National 

Committee, 2002; DIN, 2000) bzw. 30 °C (Wiedemann, 1992) inkubiert und nach 24 

Stunden (National Committee, 2002) abgelesen (Tabelle 3).  

 

3.9. Screeningplatten mit abgestuften Oxacillin- und NaCl-Konzentrationen 

Die Testung erfolgte auf Mueller-Hinton-Agar mit standardisiertem Kationengehalt (Difco, 

Becton Dickinson, Sparks, Maryland, U.S.A.), der mit 0, 1, 2, 4 % NaCl (Merck, 

Darmstadt) sowie 1, 2, 4, 6 µg/ml Oxacillin (Sigma, St. Louis, Montana, USA) 

supplementiert wurde. Dieses Vorgehen erlaubte die Testung von 16 graduell abgestuften 

Medien. Die Schichtdicke der Agarplatten betrug 4 mm. Eine Suspension des zu testenden 

KNS-Isolates wurde in 0,9 % NaCl entsprechend der Trübung eines 0,5 McFarland 
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Standards (Einstellung siehe 3.8.) hergestellt. Zwei verschiedene Methoden zum 

Aufbringen der Suspension wurden gewählt (Swenson et al., 1999): 

1. Für alle 16 verschiedenen Medien wurde ein „Spot” von ca. 2 cm Durchmesser mit 

einem in der Suspension getränkten Baumwolltupfern beimpft. Nach kurzem 

Antrocknen wurden die Platten ausschließlich bei 35°C für insgesamt 48 Stunden 

inkubiert. 

2. Mit einem in der Suspension getränkten Baumwolltupfern wurde die Fläche einer 

halben Platte Mueller-Hinton-Agar supplementiert mit 4 % NaCl und 6 µg/ml 

Oxacillin bestrichen (Swenson et al., 1999): Nach kurzem Antrocknen wurden die 

Platten bei 30°C und 35°C für insgesamt 48 Stunden inkubiert. 

Die Agarplatten wurden jeweils nach genau 18 Stunden, 24 Stunden und 48 Stunden 

abgelesen. Wenn sich Wachstum von mindestens 1 Kolonie auf den Agarplatten 

detektieren ließ, wurde der entsprechende Stamm als resistent bewertet. 

 

3.10. Agardiffusionstest 

Die Methodik der antimikrobiellen Empfindlichkeitsprüfung mit dem Agardiffusionstest 

ist ein sekundäres Verfahren im Gegensatz zu den primären, direkten Verfahren der MHK-

Bestimmung mit der Mikrodilution oder mittels der Agardilution. Beim Agardiffusionstest 

werden kommerziell erhältliche Filterpapierplättchen, die mit einem Antibiotikum 

imprägniert sind und dessen Gehalt im Testplättchen definiert ist, auf zuvor beimpfte 

Agarplatten aufgebracht. Das Antibiotikum diffundiert in den Agar, wobei ein 

kontinuierlicher Gradient des Antibiotikums im Agar rund um das Filterpapierplättchen 

entsteht. In einem Bereich, wo die Konzentration des Antibiotikum inhibierend wirkt, 

kommt es zu keinem sichtbaren bakteriellen Wachstum, so dass in Abhängigkeit von der 

Empfindlichkeit des untersuchten KNS-Isolates Hemmhöfe entstehen, deren Durchmesser 

in quantitativer Beziehung zur minimalen Hemmkonzentration für das Antibiotikum 

stehen. Zur Anwendung kamen mit folgenden Antibiotika beschickte Filterpapierplättchen: 

Oxacillin [1 µg und 5 µg], Ampicillin + Sulbactam [20 µg+10 µg], Cefotiam [30 µg] und 

Cefoxitin [30 µg] (Becton Dickinson, Sparks, Maryland, USA) sowie Filterpapierplättchen 

die Flucloxacillin [5 µg] enthielten (Smith Cline Beecham, Pittsburgh, Pennsylvania, 

USA). Die Testung erfolgte auf selbst gefertigten Agarplatten aus Mueller-Hinton-Agar 

(Difco, Becton Dickinson Sparks, Maryland, USA). Die Agarplatten wurden ohne NaCl 

Zusatz gegossen oder waren mit einer Konzentration von 2 oder 4 % NaCl (Merck, 
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Darmstadt) supplementiert. Die Schichtdicke der Agarplatten betrug 4 mm. Suspensionen 

der entsprechenden KNS-Isolate entsprechend einer Trübung eines 0,5 McFarland 

Standards wurden in 5 ml 0,9 % NaCl-Lösung hergestellt (Einstellung siehe 3.8.) und mit 

Hilfe von sterilen Baumwolltupfern gleichmäßig über die ganze Fläche der Agarplatten 

ausgestrichen (Tabelle 2). Die Agarplatten wurden für 48 Stunden sowohl bei 30 °C als 

auch bei 35 °C bebrütet. Sämtliche Hemmhofdurchmesser wurden nach genau 24 Stunden 

sowie erneut nach 48 Stunden ausgemessen. 

 

3.11. VITEK®2 

Bei dem VITEK®2 (bioMérieux, Marcy l’Etoile, Frankreich) handelt es sich um ein 

vollautomatisiertes Testsystem für die antimikrobielle Resistenztestung und Identifizierung 

schnell wachsender Mikroorganismen. Die hier getestete aktuelle Geräteversion stellt eine 

Weiterentwicklung des VITEK® dar, bei dem das Vorliegen einer Methicillinresistenz 

ausschließlich mittels einer MHK-Bestimmung für Oxacillin getestet wird. Beim 

VITEK®2 wird das Vorliegen einer Methicillinresistenz sowohl mit Hilfe des Oxacillin 

Resistenz (OR) Testes (Kategorien: sensibel [S] oder resistent [R]) als auch einer 

Bestimmung der MHK für Oxacillin untersucht. Beide Teste sind auf AST-P515 und AST-

P523 Testkarten für die Bestimmung der antimikrobiellen Resistenz enthalten. In Hinblick 

auf die abgedeckten Oxacillin MHK Bereiche unterscheidet sich die neuere AST- P523 

Karte (≤ 0,25 bis ≥ 4 µg/ml) von der älteren AST-P515 Karte (≤ 0,5 bis ≥ 8 µg/ml), nicht 

jedoch bezüglich der Zusammensetzung des verwendeten Testmediums oder bezüglich des 

OR Testes. Alle KNS-Isolate wurden mit der AST-P515 Karte untersucht. Um eine 

Einordnung der Isolate mit einer Oxacillin MHK von ≤ 0,5 µg/ml (Testung mit AST-P515 

Karten) hinsichtlich des Oxacillin MHK-Grenzwertes der NCCLS von = 0,5 µg/ml = 

resistent zu erlauben, wurden diese KNS-Isolate mit der neueren AST-P523 Karte 

nachgetestet. Alle KNS-Isolate mit Diskrepanzen zwischen dem Ergebnis der PCR für 

mecA und einem oder beiden VITEK®2 Testen wurden ebenfalls erneut getestet. Wenn 

initial eine Oxacillin MHK von ≤ 0,5 oder 1 µg/ml vorlag, wurden AST-P523 Karten, 

ansonsten für KNS-Isolate mit einer anfänglichen Oxacillin MHK von ≥ 2 µg/ml AST-

P515 Karten verwendet. 

In 0,45 % NaCl-Lösung (bioMérieux, Marcy l’Etoile, Frankreich) wurde eine Suspension 

von dem jeweiligen KNS-Isolat (Anzucht siehe 3.2.) hergestellt, die einer Trübung eines 

0,5 McFarland Standards entsprach (Einstellung siehe 3.8.). Die Befüllung, Verschließung 
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und weitere Prozessierung der Testkarten erfolgte vollautomatisch nach Einbringen des die 

Testkarten tragenden Carriers in die Ladestation des VITEK®2. Die Mikroküvetten der 

Testkarten wurden alle 15 Minuten durch die Leseeinheit des VITEK®2 Systems 

gemessen. Die Ergebnisse des OR Testes und der Oxacillin MHK-Bestimmung wurden 

nach jedem Messdurchgang für bis zu 10 Stunden protokolliert, um eine zeitliche 

Auswertung, wann die Messergebnisse verfügbar sind, zu ermöglichen (Horstkotte et al., 

2002). 

 

3.12. BD Phoenix™ 

Das BD Phoenix™ (Becton Dickinson, Sparks, Maryland, USA) ist ein neu entwickeltes, 

voll automatisiertes System zur Identifizierung und antimikrobiellen 

Empfindlichkeitstestung. Das Vorliegen einer Methicillinresistenz wird mit Hilfe einer 

Oxacillin MHK-Bestimmung (Messbereich ≤ 0,25 bis > 4 µg/ml), die auf den PMIC/ID6 

Testkarten für gram-positive Bakterien enthalten ist, untersucht. Die PMIC/ID6 Testkarten 

erlauben eine gleichzeitige antimikrobielle Resistenzprüfung und die parallele 

Speziesidentifizierung der Bakterien aus demselben Inokulum. Die Bearbeitung der Proben 

wurde wie vom Hersteller empfohlen durchgeführt. Manuell wurde eine 

Bakteriensuspension in der Lösung zur Identifizierung (ID-Lösung, Becton Dickinson, 

Sparks, Maryland, USA) von dem jeweiligen KNS-Isolat (Anzucht siehe 3.2) entsprechend 

der Trübung eines 0,5 McFarland Standards hergestellt (Einstellung siehe 3.8.). Ein 

Aliquot von 25 µl von dieser Suspension wurde anschließend in die Testboillon für die 

antimikrobielle Resistenzbestimmung (AST-Bouillon, Becton Dickinson, Sparks, 

Maryland, USA) pipettiert und jeweils genau ein Tropfen einer Resazurinlösung (Becton 

Dickinson, Sparks, Maryland, USA) als Redoxindikator hinzugefügt. Die beimpften 

Testlösungen wurden in die Öffnungen der sich anschließend selbst füllenden Testkarten 

gegeben, verschlossen und in das BD Phoenix™ eingesetzt. Die weitere Prozessierung 

erfolgte automatisch. KNS-Isolate mit einer Oxacillin MHK von 0,5 bis 2 µg/ml oder 

abweichenden Oxacillin MHK Ergebnissen im Vergleich zum Ergebnis der PCR für mecA 

wurden nachgetestet. Die Ergebnisse der Oxacillin MHK-Bestimmung wurden nach jeder 

Stunde für insgesamt neun Stunden für alle KNS-Isolate untersucht. 
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4. ERGEBNISSE 

4.1 Speziesverteilung der untersuchten Koagulase-negativen Staphylokokken 

Die Stammsammlung umfasste 13 verschiedene Spezies Koagulase-negativer 

Staphylokokken (KNS); im einzelnen 142 S. epidermidis, 15 S. haemolyticus, 10 S. 

hominis, 9 S. saprophyticus, 6 S. capitis, je 4 S. lugdunensis, 4 S. warneri, 4 S. xylosus, je 2 

S. schleiferi, 2 S. cohnii, und je 1 S. chromogenes, 1 S. simulans und 1 S. kloosii Isolat. 

 

4.2. Polymerasekettenreaktion für den Nachweis des mecA Gens 

Das mecA Gen wurde mittels PCR bei 126 der 201 KNS-Isolate gefunden. Die mecA-

positiven KNS-Isolate schlüsselten sich in 102 von 142 mecA-positiven S. epidermidis 

Isolate und 24 von 59 mecA-positiven Nicht-S. epidermidis Isolate auf. Die Gruppe der 

mecA-positiven Nicht-S. epidermidis Isolate umfassten 13 S. haemolyticus, 7 S. hominis, 2 

S. xylosus, 1 S. warneri und 1 S. saprophyticus Isolate. 

 

1    2   3    4    5   6   7    8   9  10

149

bp

1    2   3    4    5   6   7    8   9  10

149

bp

 
 
Bild 2: PCR für mecA 

Analyse der PCR-Produkte im 2 % (w/v) Agarosegel (NuSieve 3:1, 0,5 µg/ml Ethidiumbromid) mit 0,5x 

TBE-Laufpuffer. Bei mecA-positiven Isolaten wird eine 149 bp große Bande detektiert. Von links nach 

rechts: Als Größenmarker wurde ein Gemisch aus HindIII gespaltener λ-DNA und HaeIII gespaltener 

ΦX174 DNA (Finnzymes) aufgetragen (Spur 1). In den folgenden Spuren sind die Positivkontrolle S. 

epidermidis RP62A (Spur 2), die Negativkontrolle S. epidermidis 1457 (Spur 3), sowie klinische Isolate 

(Spur 4 bis 10) aufgetragen. 
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4.3. Nachweis des Penicillin-bindenden Proteins 2a durch Latexagglutination 

Das Penicillin-bindende Protein 2a (PBP2a) wurde ohne vorherige Induktion der PBP2a 

Synthese durch ß-Laktam-Antibiotika detektiert. 119 von 126 mecA-positiven KNS-

Isolaten wiesen ein positives Ergebnis im Latexagglutinationstest (LA) auf (Bild 3). 

 

2 31 2 31

 
 
Bild 3: Latexagglutinationstest für das Penicillin-bindende Proteins 2a 

Latexpartikel, die mit monoklonalen Antikörpern gegen das Penicillin-bindende Protein 2a (PBP2a) 

beschichtet sind, reagieren mit direkt aus Bakterien extrahiertem PBP2a. Bei mecA-positiven Isolaten, die 

PBP2a exprimieren, kommt zu einer Agglutinationsreaktion. Bei Fehlen von PBP2a bleibt die Suspension 

milchig. Von rechts nach links: 1. negative Agglutinationsreaktion bei dem mecA-negativen S. epidermidis 

1457 (Negativkontrolle), 2. positive Agglutinationsreaktion für PBP2a bei einem klinischen, mecA-positiven 

S. epidermidis Isolat, 3. positive Agglutinationsreaktion für PBP2a bei dem mecA-positiven S. epidermidis 

RP62A (Positivkontrolle). 

 

Bei der initialen Testung gab es 2 mecA-positive S. epidermidis Isolate, die im LA negativ 

waren und weitere 5 KNS-Isolate, die ein schwach positives LA Ergebnis aufwiesen 

(Tabelle 5 und 6). In der ersten Testung wiesen 67 von 75 mecA-negativen KNS-Isolaten 

ein negatives LA Ergebnis auf, jedoch fand sich bei 8 Nicht-S. epidermidis Isolaten ein 

positiver (n=1) oder schwach positiver (n=7) Latexagglutinationstest (Tabelle 5 und 6). 

Unter Bewertung auch der schwach positiven Testergebnisse als einen Nachweis für das 

Vorliegen von PBP2a ergab sich für die folgenden Kategorien: 1. alle KNS-Isolate, 2. S. 

epidermidis Isolate oder 3. Nicht-S. epidermidis Isolate eine Sensitivität von 98,4 %, 98 % 

und 100 % sowie eine Spezifität von 89,3 %, 100 % und 77,1 %. Der 

Latexagglutinationstest wurde bei allen KNS-Isolaten mit schwach-positivem Testergebnis 

oder bei Diskrepanzen zum mecA PCR Ergebnis wiederholt. In der Nachtestung wiesen 

alle 7 mecA-positiven Isolate ein positives LA Resultat auf und 6 von 8 mecA-negativen 
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Isolaten zeigten ein negatives LA Resultat. Hingegen fand sich bei 2 mecA-negativen S. 

warneri Isolaten weiterhin ein deutlich positiver oder ein schwach positiver LA Test 

(Tabelle 5 und 6). Bei den nachzutestenden mecA-positiven Isolaten handelte es sich 

ausschließlich um S. epidermidis Isolate, deren Oxacillin MHK zwischen 2 µg/ml bis zu 

512 µg/ml variierte (Tabelle 6). Unter den nachzutestenden mecA-negativen Isolaten 

fanden sich interessanterweise nur Nicht-S. epidermidis Spezies, deren Oxacillin MHK im 

Bereich zwischen 0,5 µg/ml bis 2 µg/ml lag (Tabelle 6). Mit der Strategie, KNS-Isolate mit 

einem schwach-positiven LA Ergebnis nachzutesten und das zweite Resultat zu bewerten, 

zeigte sich eine Sensitivität von 98,4 %, bzw. 98 % und 100 % sowie eine Spezifität von 

97,3 %, bzw. 100 % und 94,3 % bei den Kategorien: 1. alle KNS-Isolate , 2. S. epidermidis 

Isolate und 3. Nicht-S. epidermidis Isolate (Horstkotte et al., 2001). 

 

Tabelle 5: Latexagglutinationstest (LA) für PBP2a im Vergleich zur mecA PCR 

 
  LA positiv LA schwach positiv LA negativ 

 

Alle KNS 

 mecA-positiv 119 (124)* 5 (0) 2 (2) 

 mecA-negativ 1 (1) 7 (1) 67 (73) 

 

S. epidermidis 

 mecA-positiv 95 (100) 5 (0) 2 (2) 

 mecA-negativ 0 (0) 0 (0) 40 (40) 

 

Andere KNS 

 mecA-positiv 24 (24) 0 (0) 0 (0) 

 mecA-negativ 1 (1) 7 (1) 27 (33) 

*: Anzahl der KNS-Isolate (nach Wiederholung von Isolaten mit schwach positivem LA) 
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Tabelle 6: Diskrepante Ergebnisse zwischen der mecA PCR und dem 

Latexagglutinationstest (LA) für das Penicillin-bindende Protein 2a (PBP2a) 

 

Isolat Identifizierung mecA PCR LA für PBP 2a 

   Initial Retest 

 

66 S. epidermidis positiv schwach positiv positiv 

73 S. epidermidis positiv negativ positiv 

76 S. epidermidis positiv schwach positiv positiv 

85 S. epidermidis positiv  schwach positiv positiv 

101 S. epidermidis positiv schwach positiv positiv 

105 S. epidermidis positiv  schwach positiv positiv 

193 S. epidermidis positiv  negativ positiv 

 

4 S. saprophyticus negativ schwach positiv negativ 

45 S. warneri negativ schwach positiv positiv* 

65 S. capitis negativ schwach positiv negativ 

67 S. xylosus negativ schwach positiv negativ 

68 S. warneri negativ schwach positiv schwach positiv 

91 S. haemolyticus negativ schwach positiv negativ 

93 S. capitis negativ schwach positiv negativ 

180 S. chromogenes negativ positiv negativ 

*fett hervorgehoben sind die auch in der Nachtestung positiven Agglutinationsergebnisse für PBP2a bei 

zwei mecA-negativen S. warneri Isolaten. Die Ergebnisse wurden als falsch-positiv bewertet. 
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4.4. Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration (MHK) für Oxacillin 

4.4.1. Inokulum von 5 x 104 KBE/ml 

Eine Oxacillin MHK von ≥ 4 µg/ml fand sich bei 119 der 126 mecA-positiven KNS-

Isolate. Ein mecA-positiver S. saprophyticus hatte eine Oxacillin MHK von 1 µg/ml, 

während 6 mecA-positive S. epidermidis Isolate eine Oxacillin MHK von 2 µg/ml 

aufwiesen (Tabelle 7). 

Bei 26 von 75 mecA-negativen KNS-Isolaten, von denen 20 mecA-negative S. epidermidis 

und 6 mecA-negative Isolate anderer KNS-Spezies waren, fand sich eine Oxacillin MHK 

von ≤ 0,25 µg/ml. Die Oxacillin MHK lag bei 49 KNS-Isolaten (20 S. epidermidis und 29 

Isolate anderer KNS) in einem Bereich zwischen 0,5 und 2 µg/ml (Tabelle 7). 

Unter Zugrundelegen des geltenden Grenzwertes der DIN für resistent von ≥ 2 µg/ml 

(Tabelle 42) (DIN, 2000) würde nur der genannte mecA-positive S. saprophyticus mit einer 

Oxacillin MHK von 1 µg/ml fälschlicherweise als empfindlich gegenüber Oxacillin 

bewertet werden. Falsch-positive Ergebnisse resultierten hingegen aus diesem Grenzwert 

bei 5 der 75 mecA-negativen KNS-Isolate. Hierbei handelte es sich um je 1 mecA-

negativen S. saprophyticus, S. cohnii und S. kloosii sowie 2 mecA-negative S. epidermidis 

mit einer Oxacillin MHK von 2 µg/ml (Tabelle 7). 

Alternative Grenzwerte von ≥ 1 µg/ml oder ≥ 0,5 µg/ml (National Committee, 2002) 

ergaben eine geringe Verbesserung der Sensitivität auf 100 % gegenüber 99,2 %, wobei 

für die klinisch wichtigste Spezies S. epidermidis kein Unterschied erkennbar war. 

Nachteilig wirkten sich die veränderten Interpretationskriterien auf die Spezifität aus, die 

mit 80 % bzw. 34,7 % erheblich abnahm (Tabelle 7). 

Ein Oxacillin MHK-Grenzwert von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) steigerte hingegen die 

Spezifität auf 100 %, senkte aber aufgrund von falsch-negativen Ergebnissen bei 6 mecA-

positiven S. epidermidis Isolaten mit einer Oxacillin MHK von 2 µg/ml die Sensitivität um 

fast 6 % auf 94,1 % (Tabelle 7). 
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Tabelle 7: Ergebnisse der Mikrodilution mit einem Inokulum von 5 x 104 KBE/ml im 

Vergleich zur mecA PCR - Analyse von verschiedenen Oxacillin MHK-Grenzwerten 

 

Grenzwert für Falsch-positive Falsch-negative Sensitivität Spezifität 

Resistenz Resultate Resultate 

 

 

≥ 0,5µg/ml (derzeit gültiger NCCLS Grenzwert) 

 Alle KNS 49 0 100 34,7 

 S. epidermidis 20 0 100 50 

 Andere KNS 29 0 100 17,1 

 

≥ 1 µg/ml 

 Alle KNS 15 0 100 80 

 S. epidermidis 3 0 100 92,5 

 Andere KNS 12 0 100 65,7 

 

≥ 2 µg/ml (Grenzwert der DIN) 

 Alle KNS 5 1 99,2 93,3 

 S. epidermidis 2 0 100 95 

 Andere KNS 3 1 95,8 91,4 

 

≥ 4 µg/ml (alter NCCLS Grenzwert) 

 Alle KNS 0 7 94,4 100 

 S. epidermidis 0 6 94,1 100 

 Andere KNS 0 1 95,8 100 

*1 Sensitivität und Spezifität in % 
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Bild 4 und 5: Verteilung der MHK-Werte für Oxacillin, ermittelt durch Mikrodilution mit einem Inokulum 

von 5 x 104 KBE/ml, für S. epidermidis Isolate (Bild 4) und für Nicht-S. epidermidis Isolate (Bild 5). 

Angegeben ist jeweils über der Gesamtzahl der Isolate mit dem entsprechenden MHK-Wert die Zahl der 

mecA-positiven Isolate dieser Gruppe. 
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4.4.2. Inokulum von 5 x 105 KBE/ml 

Eine Oxacillin MHK von ≥ 4 µg/ml ergab sich mit dem höheren Inokulum bei 125 der 126 

mecA-positiven KNS-Isolate, lediglich ein mecA-positives S. epidermidis Isolate wies eine 

Oxacillin MHK von 2 µg/ml auf. Nur bei 9 der 75 mecA-negativen KNS-Isolate fand sich 

eine Oxacillin MHK von ≤ 0,25 µg/ml, jedoch lag die Oxacillin MHK bei 66 KNS-Isolaten 

in einem Bereich zwischen 0,5 und 2 µg/ml (Tabelle 8). 

Alle mecA-positiven KNS-Isolate würden auf dem Boden des aktuell geltenden 

Grenzwertes der NCCLS (Tabelle 42) National Committee, 2002) als resistent bewertet. 

Andererseits müssten 66 der 75 mecA-negativen KNS-Isolate, die eine Oxacillin MHK von 

0,5 bis 2 µg/ml aufwiesen, fälschlich als resistent gegenüber Oxacillin bewertet werden 

(Tabelle 8). Hieraus ergibt sich eine ausgezeichnete Sensitivität von 100 %, aber eine 

katastrophale Spezifität von insgesamt 12 % (Tabelle 8) für den derzeitigen Oxacillin 

MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 0,5 µg/ml (Tabelle 42). Ein geringfügig günstigeres 

Bild ergab sich für S. epidermidis Isolate mit einer Spezifität von 20 %, während die 

Spezifität bei Nicht-S. epidermidis Isolaten nur bei knapp 3 % lag (Tabelle 8). 

Der vor 1999 geltende Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) 

hätte hingegen im untersuchten Kollektiv sowohl eine ausgezeichnete Sensitivität von 

99,2 % als auch eine ausgezeichnete Spezifität von 99,3 % ergeben (Tabelle 8). Lediglich 

ein falsch-negatives Ergebnis fand sich bei einem mecA-positiven S. epidermidis mit einer 

Oxacillin MHK von 2 µg/ml. Ein falsch-positives Ergebnis war bei dem mecA-negativen 

S. kloosii Isolat zu verzeichnen (Tabelle 8). 

Die entsprechenden Befunde für alternative Oxacillin MHK-Grenzwerte von 1 µg/ml oder 

2 µg/ml (DIN, 2000) sind tabellarisch dargestellt (Tabelle 8). 
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Tabelle 8: Ergebnisse der Mikrodilution mit einem Inokulum von 5 x 105 KBE/ml im 

Vergleich zur mecA PCR - Analyse von verschiedenen Oxacillin MHK-Grenzwerten 

 

Grenzwert für Falsch-positive Falsch-negative Sensitivität Spezifität 

Resistenz Resultate Resultate 

 

 

≥ 0,5 µg/ml (derzeit gültiger NCCLS Grenzwert) 

 Alle KNS 66 0 100 12 

 S. epidermidis 32 0 100 20 

 Andere KNS 34 0 100 2,9 

 
≥ 1 µg/ml 

 Alle KNS 39 0 100 48 

 S. epidermidis 16 0 100 60 

 Andere KNS 23 0 100 34,3 
 
≥ 2 µg/ml (Grenzwert der DIN) 

 Alle KNS 14 0 100 81,3 

 S. epidermidis 4 0 100 90 

 Andere KNS 10 0 100 71,4 

 

≥ 4 µg/ml (alter NCCLS Grenzwert) 

 Alle KNS 1 1 99,2 99,3 

 S. epidermidis 0 1 99 100 

 Andere KNS 1 0 100 97,1 

*1 Sensitivität und Spezifität in % 
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Bild 6 und 7: Verteilung der MHK-Werte für Oxacillin, ermittelt mittels Mikrodilution mit einem Inokulum 

von 5 x 105 KBE/ml, für S. epidermidis Isolate (Bild 6) und für Nicht-S. epidermidis Isolate (Bild 7). 

Angegeben ist jeweils über der Gesamtzahl der Isolate mit dem entsprechenden MHK-Wert die Zahl der 

mecA-positiven Isolate dieser Gruppe. 
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4.5. Screeningplatten mit abgestuften Oxacillin- und NaCl-Konzentrationen 

Für die Beimpfung der Screeningplatten mit verschiedenen NaCl- und 

Oxacillinkonzentrationen durch „Spot” Inokulation ergaben sich folgende Ergebnisse. Bei 

S. epidermidis Isolaten, aber auch bei anderen KNS-Spezies, führte eine stufenweise 

Erhöhung der Oxacillinkonzentration von 1 µg/ml auf 6 µg/ml zu einer schrittweise 

verschlechterten Erkennung mecA-positiver KNS-Isolate als resistent. Dieser Effekt galt 

für alle untersuchten Medien, wurde aber durch steigende Konzentrationen von NaCl im 

Medium aufgefangen. Die beobachtete Abnahme der Sensitivität war bei Nicht-

S. epidermidis-Isolaten geringer ausgeprägt als bei S. epidermidis-Isolaten und wurde bei 

ersteren durch eine Verlängerung der Inkubation für bis zu 48 Stunden ausgeglichen. 

Für S. epidermidis ist auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl eine maximale Differenz von 

62, 52 und 23 nicht mehr als resistent detektierten Isolaten nach 18, 24 bzw. 48 Stunden zu 

verzeichnen, während diese Differenzen auf Mueller-Hinton-Agar mit Zusatz von 2 % 

NaCl nur 42, 31 bzw. 10 Isolate und 41, 29 und 1 Isolate auf Mueller-Hinton-Agar mit 

Zusatz von 4 % NaCl beträgt. Für Nicht-S. epidermidis-Isolate ist dagegen auf Mueller-

Hinton-Agar ohne NaCl eine maximale Differenz von lediglich 5, 3 und 1 nicht mehr als 

resistent detektierten Isolaten nach 18, 24 bzw. 48 Stunden zu verzeichnen, während diese 

Differenzen auf Mueller-Hinton-Agar mit Zusatz von 2 % NaCl nur 2, 1 bzw. 0 Isolate und 

3, 2 und 0 Isolate auf Mueller-Hinton-Agar mit Zusatz von 4 % NaCl beträgt (Tabelle 9, 

10 und 11). 

Sowohl bei S. epidermidis als auch bei anderen KNS-Spezies kommt es zu einer Zunahme 

der Spezifität durch die Erhöhung der Oxacillinkonzentration von 1 µg/ml auf 6 µg/ml. Im 

Gegensatz zur Sensitivität spielte es für die erzielte Spezifität keine Rolle, ob nach 18 oder 

nach 24 Stunden abgelesen wurde. Hingegen kam es nach 48-stündiger Inkubation zu 

falsch-positiven Ergebnissen mit einem Absinken der Spezifität für die Mehrzahl der 

untersuchten Testkombinationen. Der Anstieg der Oxacillinkonzentration im Medium 

steuerte diesem Effekt entgegen. (Tabelle 9, 10 und 11). 

Die verschiedenen NaCl-Konzentrationen zeigten bei Supplementierung des Agar mit 4 

oder 6 µg/ml Oxacillin nahezu keine Auswirkung auf die Spezifität, während bei dem 

Zusatz von nur 2 µg/ml Oxacillin die Spezifität mit ansteigender Salzkonzentration 

abnahm. Für Agarplatten, die 1 µg/ml Oxacillin enthielten, war die Spezifität bei Zusatz 

von 2 % NaCl am günstigsten (Tabelle 9, 10 und 11). 
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Für das rasche Erkennen einer Methicillinresistenz (nach 18 bzw. 24 Stunden) waren für 

alle KNS sowie für S. epidermidis Isolate Screeningplatten die 4 % NaCl und 1 µg/ml 

Oxacillin enthielten optimal. Für Isolate anderer KNS-Spezies erwies sich 4 % NaCl aber 2 

µg/ml Oxacillin in den Screeningplatten als günstigster (Tabelle 9, 10 und 11). 
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Tabelle 9: Ergebnisse der Screeningplatten bei 35° C für S. epidermidis (n=126, mecA-

positiv: n=102) im Vergleich zur mecA-PCR 

Oxacillin 1 µg/ml  2 µg/ml  4 µg/ml  6 µg/ml 

Testdauer 18 h 24 h 48 h 18 h 24 h 48 h 18 h 24 h 48 h 18 h 24 h 48 h 

 

1 % NaCl 

 

richtig positiv 83*1 88 99 46 57 93 31 37 81 31 36 76 

falsch negativ 19 14 3 56 45 9 71 65 21 71 66 26 

falsch positiv 1 1 3 0 0 1 0 0 1 0 0 0 

richtig negativ 39 39 37 40 40 39 40 40 39 40 40 40 

Sensitivität 81,4*2 86,3 97,1 45,1 55,9 91,2 30,4 36,3 79,4 30,4 35,3 74,5 

Spezifität 97,5 97,5 92,5 100 100 97,5 100 100 97,5 100 100 100 

 

2 % NaCl 

 

richtig positiv 76 87 99 67 79 98 40 57 96 34 46 89 

falsch negativ 26 15 3 35 23 4 62 45 6 68 56 13 

falsch positiv 1 1 2 1 1 1 0 0 1 0 0 0 

richtig negativ 39 39 38 39 39 39 40 40 39 40 40 40 

Sensitivität 74,5 85,3 97,1 65,7 77,5 96,1 39,2 55,9 94,1 33,3 45,1 87,3 

Spezifität 97,5 97,5 95 97,5 97,5 97,5 100 100 97,5 100 100 100 

 

4 % NaCl 

 

richtig positiv 98 100 100 88 94 100 72 82 100 57 71 99 

falsch negativ 4 2 2 14 8 2 30 20 2 45 31 3 

falsch positiv 1 1 1 1 1 1 0 0 1 0 0 1 

richtig negativ 39 39 39 39 39 39 40 40 39 40 40 39 

Sensitivität 96,1*3 98 98 86,3 92,2 98 70,6 80,4 98 55,9 69,6 97,1 

Spezifität 97,5 97,5 97,5 97,5 97,5 97,5 100 100 97,5 100 100 97,5 

*1 Anzahl resistent bewerteter Isolate;  

*2 Sensitivität und Spezifität in % 

*3 Für die Detektion einer Methicillinresistenz bei den S. epidermidis Isolaten ergab sich ein Optimum nach 

18 bzw. 24 Stunden für die Testung mit 4 % NaCl und 1 µg/ml Oxacillin in den Screeningplatten 
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Tabelle 10: Ergebnis der Screeningplatten bei 35° C für andere KNS-Spezies (n=59, 

mecA-positiv: n=24) im Vergleich zur mecA-PCR 

Oxacillin 1 µg/ml  2 µg/ml  4 µg/ml  6 µg/ml 

Testdauer 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 

 

1 % NaCl 

 

richtig positiv 23*1 24 24 20 23 24 18 21 24 18 21 23 

falsch negativ 1 0 0 4 1 0 6 3 0 6 3 1 

falsch positiv 4 4 9 0 0 2 0 0 0 0 0 0 

richtig negativ 31 31 26 35 35 33 35 35 35 35 35 35 

Sensitivität 95,8*2 100 100 83,3 95,8 100 75 87,5 100 75 87,5 95,8 

Spezifität 88,6 88,6 74,3 100 100 94,3 100 100 100 100 100 100 

 

2 % NaCl 

 

richtig positiv 22 24 24 22 24 24 22 23 24 20 23 24 

falsch negativ 2 0 0 2 0 0 2 1 0 4 1 0 

falsch positiv 4 4 4 1 1 3 0 0 0 0 0 0 

richtig negativ 31 31 31 34 34 32 35 35 35 35 35 35 

Sensitivität 91,7 100 100 91,7 100 100 91,7 95,8 100 83,3 95,8 100 

Spezifität 88,6 88,6 88,6 97,1 97,1 91,4 100 100 100 100 100 100 

 

4 % NaCl 

 

richtig positiv 23 23 24 23 23 24 22 22 24 20 21 24 

falsch negativ 1 1 0 1 1 0 2 2 0 4 3 0 

falsch positiv 3 3 6 2 2 3 0 0 1 0 0 0 

richtig negativ 32 32 29 33 33 32 35 35 34 35 35 35 

Sensitivität 95,8 95,8 100 95,8*3 95,8 100 91,7 91,7 100 83,3 87,5 100 

Spezifität 91,4 91,4 82,9 94,3 94,3 91,4 100 100 97,1 100 100 100 

*1 Anzahl als resistent bewerteter KNS-Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 

*3 Für die Detektion einer Methicillinresistenz bei Isolaten anderer KNS-Spezies ergab sich ein Optimum 

nach 18 bzw. 24 Stunden für die Testung mit 4 % NaCl und 2 µg/ml Oxacillin in den Screeningplatten 



 57

Tabelle 11: Ergebnisse der Screeningplatten bei 35° C für alle KNS-Isolate (n=201, 

mecA-positiv: n=126) im Vergleich zur mecA-PCR 

Oxacillin 1 µg/ml  2 µg/ml  4 µg/ml  6 µg/ml 

Zeit 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 

 

1 % NaCl 

 

richtig positiv 106*1 112 123 66 80 117 49 58 105 49 57 99 

falsch negativ 20 14 3 60 46 9 77 68 21 77 69 27 

falsch positiv 5 5 12 0 0 3 0 0 1 0 0 0 

richtig negativ 70 70 63 75 75 72 75 75 74 75 75 75 

Sensitivität 84,1*2 88,9 97,6 52,4 63,5 92,9 38,9 46 83,3 38,9 45,2 78,6 

Spezifität 93,3 93,3 84 100 100 96 100 100 98,7 100 100 100 

 

2 % NaCl 

 

richtig positiv 98 111 123 89 103 122 62 80 120 54 69 113 

falsch negativ 28 15 3 37 23 4 64 46 6 72 57 13 

falsch positiv 5 5 6 2 2 4 0 0 1 0 0 0 

richtig negativ 70 70 69 73 73 71 75 75 74 75 75 75 

Sensitivität 77,8 88,1 97,6 70,6 81,7 96,8 49,2 63,5 95,2 42,9 54,8 89,7 

Spezifität 93,3 93,3 92 97,3 97,3 94,7 100 100 98,7 100 100 100 

 

4 % NaCl 

 

richtig positiv 121 123 124 111 117 124 94 104 124 86 92 123 

falsch negativ 5 3 2 15 9 2 32 22 2 49 34 3 

falsch positiv 4 4 7 3 3 4 0 0 2 0 0 1 

richtig negativ 71 71 68 72 72 71 75 75 73 75 75 74 

Sensitivität 96*3 97,6 98,4 88,1 92,9 98,4 74,6 82,5 98,4 68,3 73 97,6 

Spezifität 94,7 94,7 90,7 96 96 94,7 100 100 97,3 100 100 98,7 

*1 Anzahl als resistent bewerteter KNS-Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 

*3 Für die Detektion einer Methicillinresistenz bei allen untersuchten KNS ergab sich ein Optimum nach 18 

bzw. 24 Stunden für die Testung mit 4 % NaCl und 1 µg/ml Oxacillin in den Screeningplatten 
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Oxacillin-Agar-Platte (4 % NaCl und 6 µg/ml Oxacillin) mit hohem Inokulum 

Die Auswertung der mit 4 % NaCl und 6 µg/ml Oxacillin supplementierten Mueller-

Hinton-Agarplatten, die durch Ausstreichen der Bakteriensuspension auf einer halben 

Agarplatte beimpft wurden, zeigte mit zunehmender Testdauer einen Anstieg der 

detektierten mecA-positiven Isolate. Erst nach 48 Stunden wurden gute Ergebnisse mit 

einer Sensitivität von 99 % bei 35 °C und 93,7 % bei 30 °C erreicht (Tabelle 12). Auch bei 

kürzerer Testdauer führt die höhere Inkubationstemperatur zu einem sensitiveren 

Nachweis einer Methicillinresistenz bei KNS. So liegt die Sensitivität nach 18 Stunden erst 

bei 78,6 % für 30 °C, aber 86,5 % bei 35 °C und nach 24 Stunden bei 81 % für 30 °C und 

86,5 % bei 35 °C (Tabelle 12). 

Unabhängig von der Inkubationstemperatur liegt die Sensitivität der Oxacillin-Agar-Platte 

nach 18 bzw. 24 Stunden bei den mecA-positiven Nicht-S. epidermidis über der Rate mit 

der mecA-positive S. epidermidis Isolate als resistent detektiert werden. Dieser Unterschied 

gleicht sich nach 48 Stunden stark an (Tabelle 12). 

Falsch-negative Ergebnisse fanden sich nach 18 Stunden und einer Inkubation bei 30 °C 

bei 24 mecA-positiven S. epidermidis sowie 2 mecA-positiven S. hominis und 1 mecA-

positiven S. haemolyticus. Nach 24 Stunden wurden weitere 3 mecA-positive S. 

epidermidis als resistent detektiert und erst nach 48 Stunden wurde eines der beiden mecA-

positiven S. hominis sowie das mecA-positive S. haemolyticus Isolat detektiert und die Zahl 

falsch-negativer Ergebnisse sank auch für S. epidermidis auf 7 Isolate. 

Bei einer Inkubation bei 35 °C wurden sowohl nach 18 Stunden als auch nach 24 Stunden 

16 mecA-positive S. epidermidis und das schon bei 30 °C nur verzögert detektierte S. 

hominis Isolat nicht als resistent erkannt. Nach 48 Stunden zeigte das S. hominis Isolat 

sowie ein S. epidermidis Isolat weiterhin kein Wachstum auf der Oxacillin-Agar-Platte 

(Tabelle 12). 

Die Spezifität lag in der Gruppe der S. epidermidis Isolate, unabhängig von den 

Untersuchungsbedingungen, bei 97,5 %, lediglich ein mecA-negatives Isolat zeigte 

konstant Wachstum auf der Oxacillin-Agar-Platte und wurde entsprechend als resistent 

bewertet (Tabelle 12). 

In der Gruppe der Nicht-S. epidermidis Isolate fanden sich sowohl nach 18 als auch nach 

24 Stunden keine falsch-positiven Resultate, erst nach 48 Stunden zeigte ein (30 °C) oder 

zwei (35 °C) mecA-negative Isolate Wachstum auf der Oxacillin-Agar-Platte, was zu einer 

Spezifität von 97,1 % bzw. 94,3 % führte (Tabelle 12). 
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Tabelle 12: Oxacillin-Agar-Platte [4 % NaCl, 6 µg/ml Oxacillin] im Vergleich zur 

mecA PCR 

Inkubationsstemperatur 30 °C   35 °C 

Testdauer 18 h 24 h 48h 18 h 24 h 48h 

 
S. epidermidis (n=142, mecA-positiv: n= 102) 

 

 richtig positiv 78*1 81 95 86 86 101 

 falsch negativ 24 21 7 16 16 1 

 falsch positiv 1 1 1 1 1 1 

 richtig negativ 39 39 39 39 39 39 

 Sensitivität 76,5*2 79,4 93,1 84,3 84,3 99 

 Spezifität 97,5 97,5 97,5 97,5 97,5 97,5 

 

Andere KNS (n=59, mecA-positiv: n= 24) 

 

 richtig positiv 21*1 21 23 23 23 24 

 falsch negativ 3 3 1 1 1 0 

 falsch positiv 0 0 1 0 0 2 

 richtig negativ 35 35 34 35 35 33 

 Sensitivität 87,5*2 87,5 95,8 95,8 95,8 100 

 Spezifität 100 100 97,1 100 100 94,3 

 

alle KNS-Isolate (n=201, mecA-positiv: n= 126) 

 

 richtig positiv 99*1 102 118 109 109 125 

 falsch negativ 27 24 8 17 17 1 

 falsch positiv 1 1 2 1 1 3 

 richtig negativ 74 74 73 74 74 72 

 Sensitivität 78,6*2 81 93,7 86,5 86,5 99,2 

 Spezifität 98,7 98,7 97,3 98,7 98,7 96 

*1 Anzahl als resistent bewerteter KNS-Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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4.6. Agardiffusionstest 

Die Darstellung der Testergebnisse erfolgt tabellarisch als quantitative Angabe der korrekt 

als Methicillin-resistent detektierten mecA-positiven und als sensibel detektierten mecA-

negativen KNS-Isolate, wobei diskrepante Ergebnisse auf der Grundlage der mecA-PCR 

als Goldstandard entsprechend als falsch-positiv oder falsch-negativ klassifiziert wurden, 

und der resultierenden Sensitivität und Spezifität der betrachteten Grenzwerte. 

 

Agardiffusionstest für Oxacillin [1 µg] 

Bei der Bewertung des Agardiffusionstest mit einem 1µg Oxacillin enthaltenden 

Testplättchen wurden als Grenzwerte ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 19 mm = resistent 

und alternativ ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 17 mm = resistent für alle getesteten 

Medien zugrunde gelegt. KNS-Isolate mit einem Hemmhofdurchmesser von ≥ 20 mm, 

respektive ≥ 18 mm wurden als sensibel beurteilt. 

 

a) Grenzwert von ≤ 19 mm = resistent 

Bei der Auswertung mit einem Grenzwert von ≤ 19 mm = resistent traten falsch-positive 

Ergebnisse vor allem in der Gruppe der Nicht-S. epidermidis Isolate auf. Falsch-negative 

Resultate fanden sich nahezu ausschließlich bei S. epidermidis Isolaten und hierbei 

überwiegend bei 30 °C. Lediglich ein mecA-positives Nicht-S. epidermidis Isolat zeigte bei 

35 °C nach 24 Stunden ein falsch-negatives Ergebnis, wurde aber nach 48 Stunden als 

resistent detektiert. Dies führte zu einer sehr guten Sensitivität von 95,8 % bis zu 100 %, 

aber schlechten Spezifität um 60 % in der Nicht-S. epidermidis Gruppe, während die 

Spezifität für S. epidermidis zwischen 92,5 % und 97,5 % und die Sensitivität zwischen 

89 % und 98 % lag. 

Bezüglich der Sensitivität hatte die Anhebung der NaCl-Konzentration im Testmedium 

folgenden Effekt: Unabhängig von der Testdauer erhöhte sich mit Zunahme der NaCl-

Konzentration die Detektion einer Methicillinresistenz bei mecA-positiven KNS, wobei 

dieser Effekt bei 30 °C ausgeprägter war als bei 35 °C. Bei letzterer Inkubationstemperatur 

war zudem zwischen einer NaCl-Konzentration im Medium von 2 oder 4 % kein 

Unterschied festzustellen. Bei der Testung auf Mueller-Hinton-Agar supplementiert mit 4 

% NaCl war eine ausgezeichnete Sensitivität von 99,2 % unabhängig von der Testdauer 

oder der Temperatur zu verzeichnen (Tabelle 13). Als Inkubationstemperatur erwies sich 

35 °C als günstiger als 30 °C, vor allem bei der Testung auf Mueller-Hinton-Agar ohne 
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NaCl, wobei sich dieser Effekt mit zunehmender NaCl-Konzentration des Mediums verlor 

(Tabelle 13, 14 und 15). Auch eine verlängerte Testdauer von 48 Stunden steigerte 

hauptsächlich bei Verwendung von nicht supplementiertem Medium die Sensitivität, 

während höhere NaCl-Konzentrationen den Effekt egalisierten (Tabelle 13, 14 und 15). 

Für die Einschränkung in der Spezifität des gewählten Grenzwertes waren im 

Wesentlichen mecA-negative Nicht-S. epidermidis Isolate verantwortlich (Tabelle 15). 

Andererseits war die Spezifität bei Nicht-S. epidermidis Isolaten bei 30 °C höher als bei 35 

°C. Die verlängerte Inkubation für 48 Stunden führte in alle Gruppen zu einem Anstieg der 

Sensitivität, war aber mit einer Minderung der Spezifität erkauft. 

Durch Zusatz von 2 % NaCl zum Testmedium konnte die Sensitivität in der gesamten 

KNS-Isolate Population, vor allem durch eine geringere Anzahl an falsch-negativen 

Resultaten bei S. epidermidis Isolaten, deutlich gesteigert werden und auch die Spezifität 

bei den Nicht-S. epidermidis stieg. Andererseits führte diese Maßnahme zu einer 

Minderung der Spezifität bei S. epidermidis Isolaten bei 30 °C und nach 48 Stunden auch 

bei 35 °C (Tabelle 14 und 15). 
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Tabelle 13: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 19 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 

Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 115*1 120 121 124 

 falsch negativ 11 6 5 2 

 falsch positiv 14 15 16 18 

 richtig negativ 61 60 59 57 

 Sensitivität 91,3*2 95,2 96 98,4 

 Spezifität 81,3 80 78,7 76 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 122 124 125 125 

 falsch negativ 4 2 1 1 

 falsch positiv 14 15 13 15 

 richtig negativ 61 60 62 60 

 Sensitivität 96,8 98,4 99,2 99,2 

 Spezifität 81,3 80 82,7 80 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 125 125 125 125 

 falsch negativ 1 1 1 1 

 falsch positiv 9 10 11 13 

 richtig negativ 66 65 64 62 

 Sensitivität 99,2 99,2 99,2 99,2 

 Spezifität 88 86,7 85,3 82,7 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 14: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 19 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 91*1 96 98 100 

 falsch negativ 11 6 4 2 

 falsch positiv 1 1 2 3 

 richtig negativ 39 39 38 37 

 Sensitivität 89,2*2 94,1 96,1 98 

 Spezifität 97,5 97,5 95 92,5 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 98 100 101 101 

 falsch negativ 4 2 1 1 

 falsch positiv 3 3 1 1 

 richtig negativ 37 37 39 39 

 Sensitivität 96,1 98 99 99 

 Spezifität 92,5 92,5 97,5 97,5 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 101 101 101 101 

 falsch negativ 1 1 1 1 

 falsch positiv 1 1 1 1 

 richtig negativ 39 39 39 39 

 Sensitivität 99 99 99 99 

 Spezifität 97,5 97,5 97,5 97,5 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 15: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 19 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei anderen KNS-Spezies (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 24*1 24 23 24 

 falsch negativ 0 0 1 0 

 falsch positiv 13 14 14 15 

 richtig negativ 22 21 21 20 

 Sensitivität 100*2 100 95,8 100 

 Spezifität 62,9 60 60 57,1 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 24 24 24 24 

 falsch negativ 0 0 0 0 

 falsch positiv 11 12 12 14 

 richtig negativ 24 23 23 21 

 Sensitivität 100 100 100 100 

 Spezifität 68,6 65,7 65,7 60 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 24 24 24 24 

 falsch negativ 0 0 0 0 

 falsch positiv 8 9 10 12 

 richtig negativ 27 26 25 23 

 Sensitivität 100 100 100 100 

 Spezifität 77,1 74,3 71,4 65,7 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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b) Grenzwert von ≤ 17 mm = resistent 

Bei Zugrundelegen eines von der NCCLS (National Committee, 2002) inaugurierten 

Grenzwertes von ≤ 17 mm = resistent, zeigte sich für die S. epidermidis Isolate eine sehr 

gute Spezifität von 97,5 %. 

Die Inkubationstemperatur, Testdauer oder die NaCl-Konzentration des Testmediums 

zeigten keine nennenswerte Beeinflussung der Spezifität. Dasselbe mecA-negative S. 

epidermidis Isolat wurde jeweils als resistent detektiert und lediglich bei der Testung auf 

nicht-supplementiertem Mueller-Hinton-Agar wurde bei einer Inkubationstemperatur von 

35 °C ein zweites mecA-negatives S. epidermidis Isolat nach 48 Stunden als resistent 

klassifiziert, was die Spezifität auf 95 % senkte (Tabelle 17). 

Die Sensitivität wurde hingegen von den Testvariablen beeinflusst. Eine Inkubation bei 

35 °C zeigte gegenüber der Testung bei 30 °C eine höhere Sensitivität (Tabelle 17). Dieser 

Effekt war auf nicht-supplementiertem Mueller-Hinton-Agar mit einer Differenz zwischen 

4 % (48 Stunden) und 5 % (24 Stunden) recht stark ausgeprägt. Der Zusatz von NaCl 

steigerte die Sensitivität auf maximal 99 % und führte zu einer Angleichung des 

Temperaturunterschiedes. So lag diese Differenz bei der Testung auf Mueller-Hinton-Agar 

mit 2 % NaCl noch bei 3-4 %, war aber auf Mueller-Hinton-Agar mit 4 % NaCl nicht mehr 

nachweisbar (Tabelle 17). 

Bei Nicht-S.epidermidis Isolaten war im Gegensatz dazu eine schlechte Spezifität zu 

bemerken. Eine Inkubation bei 30 °C mit einer Spezifität zwischen 65,7 % und 82,9 % war 

der Testung bei 35 °C mit einer Spezifität zwischen 60 % und 80 % überlegen. Dieser 

Effekt wurde wiederum von der Salzkonzentration im Mueller-Hinton-Agar beeinflusst. So 

betrug die Differenz auf Mueller-Hinton-Agar zu beiden Zeitpunkten 5,7 %, auf Mueller-

Hinton-Agar mit 2 % NaCl hingegen 8,6 % nach 24 Stunden und sogar 11,4 % nach 48 

Stunden, während auf Mueller-Hinton-Agar mit 4 % NaCl nur eine Differenz von jeweils 

2,9 % zu verzeichnen war. Eine Verlängerung der Testdauer auf 48 Stunden führte generell 

zu einer Verminderung der Spezifität. Am günstigsten schnitt die Testung auf Mueller-

Hinton-Agar mit 4 % NaCl bei 30 °C und einer Testdauer von 24 Stunden mit einer 

Spezifität von 82,9 % ab (Tabelle 18). 

Falsch-negative Ergebnisse wurden auf Mueller-Hinton-Agar mit NaCl-Zusatz unabhängig 

von der Inkubationstemperatur oder Testdauer nicht beobachtet, was sich in einer 

exzellenten Sensitivität von 100 % bei Nicht-S. epidermidis Isolaten widerspiegelte. Auf 

Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl wurden hingegen vereinzelt falsch-negative Resultate bei 
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mecA-positiven Nicht-S. epidermidis beobachtet. Die Verlängerung der Testdauer und eine 

Inkubation bei 35 °C anstelle von 30 °C steigerten jeweils die Sensitivität (Tabelle 18). 

Für alle KNS-Isolate zusammengenommen steigerte der Zusatz von NaCl zum Mueller-

Hinton-Agar sowohl die Sensitivität als auch die Spezifität des Grenzwertes von ≤ 17 mm 

= resistent, wobei 4 % NaCl gegenüber 2 % NaCl vorteilhaft waren. Während die 

Inkubation bei 35 °C eine sensitivere Detektion einer Methicillinresistenz erlaubt, geht sie 

aber mit einer schlechteren Spezifität im Vergleich zu der Inkubation bei 30 °C einher. Mit 

einer verlängerten Testdauer auf 48 Stunden konnten zwar mehr mecA-positive Isolate als 

resistent erkannt werden, jedoch war dies um den Preis vermehrter falsch-positiver 

Ergebnisse erkauft (Tabelle 16). Am günstigsten schnitt die Testung auf Mueller-Hinton-

Agar mit 4 % NaCl bei 30 °C und einer Testdauer von 24 Stunden mit einer Sensitivität 

von 99,2 % und einer Spezifität von 90,7 % ab (Tabelle 16). 
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Tabelle 16: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 17 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 113*1 118 119 123 

 falsch negativ 13 8 7 3 

 falsch positiv 12 13 14 16 

 richtig negativ 63 62 61 59 

 Sensitivität 89,7*2 93,7 94,4 97,6 

 Spezifität 84 82,7 81,3 78,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 121 122 125 125 

 falsch negativ 5 4 1 1 

 falsch positiv 8 9 11 13 

 richtig negativ 67 66 64 62 

 Sensitivität 96 96,8 99,2 99,2 

 Spezifität 89,3 88 85,3 82,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 125 125 125 125 

 falsch negativ 1 1 1 1 

 falsch positiv 7 8 8 9 

 richtig negativ 68 67 67 66 

 Sensitivität 99,2 99,2 99,2 99,2 

 Spezifität 90,7 89,3 89,3 88 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in %
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Tabelle 17: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 17 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 91*1 95 96 99 

 falsch negativ 11 7 6 3 

 falsch positiv 1 1 1 2 

 richtig negativ 39 39 39 38 

 Sensitivität 89,2*2 93,1 94,1 97,1 

 Spezifität 97,5 97,5 97,5 95 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 97 98 101 101 

 falsch negativ 5 4 1 1 

 falsch positiv 1 1 1 1 

 richtig negativ 39 39 39 39 

 Sensitivität 95,1 96,1 99 99 

 Spezifität 97,5 97,5 97,5 97,5 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 101 101 101 101 

 falsch negativ 1 1 1 1 

 falsch positiv 1 1 1 1 

 richtig negativ 39 39 39 39 

 Sensitivität 99 99 99 99 

 Spezifität 97,5 97,5 97,5 97,5 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 18: Oxacillin [1 µg] (Grenzwert: ≤ 17 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei anderen KNS (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 22*1 23 23 24 

 falsch negativ 2 1 1 0 

 falsch positiv 11 12 13 14 

 richtig negativ 24 23 22 21 

 Sensitivität 91,7*2 95,8 95,8 100 

 Spezifität 68,6 65,7 62,9 60 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 24 24 24 24 

 falsch negativ 0 0 0 0 

 falsch positiv 7 8 10 12 

 richtig negativ 28 27 25 23 

 Sensitivität 100 100 100 100 

 Spezifität 80 77,1 71,4 65,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 24 24 24 24 

 falsch negativ 0 0 0 0 

 falsch positiv 6 7 7 8 

 richtig negativ 29 28 28 27 

 Sensitivität 100 100 100 100 

 Spezifität 82,9 80 80 77,1 

*2 Anzahl der Isolate 

*3 Sensitivität und Spezifität in % 
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Agardiffusionstest mit Oxacillin [5 µg] 

Bei der Bewertung des Agardiffusionstest mit einem Testplättchen, dass 5 µg des ß-

Laktam-Antibiotikums Oxacillin enthielt, wurde ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 15 mm 

= resistent für alle getesteten Medien zugrunde gelegt. Dieser Grenzwert wird von der in 

Dokument 58940-3/4 2000-01 empfohlen (DIN, 2000). KNS-Isolate mit einem 

Hemmhofdurchmesser von ≥16 mm wurden als sensibel beurteilt. 

Bei der Testung wurden unabhängig von der Inkubationstemperatur und dem verwendeten 

Agar nach einer Testzeit von 24 Stunden alle 75 mecA-negativen Isolate korrekt als 

sensibel bewertet, was eine Spezifität der Methode von 100 % erbrachte (Tabelle 19, 20 

und 21). Eine Verlängerung der Testdauer auf 48 Stunden resultierte in falsch-positiven 

Ergebnissen bei Nicht-S. epidermidis Isolaten (Tabelle 21). Der Effekt war bei Medium 

ohne NaCl-Zusatz bei beiden Inkubationstemperaturen bei maximal 2 Isolaten zu 

beobachten, was zu einer Spezifität von 97,3 bzw. 98,7 % führte (Tabelle 19). Eine 

Supplementierung des Medium mit NaCl erhöhte die Spezifität des Grenzwertes (Tabelle 

19 und 21). Lediglich 1 falsch-positives Resultat fand sich nach 48 Stunden auf Mueller-

Hinton-Agar plus 2 % NaCl bei einer Inkubation bei 35 °C woraus sich eine Spezifität von 

98,7 % ergab, während auf Mueller-Hinton-Agar plus 4 % NaCl die Spezifität durchweg 

100 % betrug (Tabelle 19 und 21). 

Die Sensitivität des gewählten Grenzwertes war hingegen mit 59 % bis 76 % auf Mueller-

Hinton-Agar ohne NaCl oder 71 % bis 87,3 % auf Mueller-Hinton-Agar plus 2 % NaCl 

nicht zufrieden stellend. Besser schnitt der mit 4 % supplementierte Mueller-Hinton-Agar 

mit einer Sensitivität zwischen 80 % und 91 % ab (Tabelle 19, 20 und 21). 

Bis zu 56 der 126 mecA-positiven Isolate, vor allem mecA-positive S. epidermidis wurden 

nicht als resistent detektiert (Tabelle 19 und 20). Eine deutliche Verbesserung der 

Sensitivität konnte einerseits durch die Supplementierung des Mediums mit NaCl mit einer 

maximalen Steigerung der Sensitivität um 30 % erreicht werden. Die zweite Strategie über 

eine verlängerte Inkubation für 48 Stunden die Sensitivität zu verbessern war unterlegen 

und verbesserte das Ergebnis um maximal 18 % (Tabelle 19). Diese Modifikationen 

wirkten sich vor allem auf die Detektion mecA-positiver S. epidermidis und nur 

geringfügig auf die Gruppe der Nicht- S. epidermidis Isolate aus (Tabelle 20 und 21). 
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Tabelle 19: Oxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 74*1 97 70 96 

 falsch negativ 52 29 56 30 

 falsch positiv 0 2 0 1 

 richtig negativ 75 73 75 74 

 Sensitivität 58,7*2 77 55,6 76,2 

 Spezifität 100 97,3 100 98,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 100 113 90 110 

 falsch negativ 26 13 36 16 

 falsch positiv 0 0 0 1 

 richtig negativ 75 75 75 74 

 Sensitivität 79,4 89,7 71,4 87,3 

 Spezifität 100 100 100 98,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 111 116 101 115 

 falsch negativ 15 10 25 11 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 88,1 92,1 80,2 91,3 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate  

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 20: Oxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 54*1 75 50 74 

 falsch negativ 48 27 52 28 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 52,9*2 73,5 49 72,5 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 79 91 67 86 

 falsch negativ 23 11 35 16 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 77,5 89,2 65,7 84,3 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 89 93 77 91 

 falsch negativ 13 9 25 11 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 87,3 91,2 75,5 89,2 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate  

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 21: Oxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur mecA 

PCR bei anderen KNS-Spezies (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 20*1 22 20 22  

 falsch negativ 4 2 4 2  

 falsch positiv 0 2 0 1 

 richtig negativ 35 33 35 34 

 Sensitivität 83,3*2 91,7 83,3 91,7 

 Spezifität 100 94,3 100 97,1 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 21 22 23 24  

 falsch negativ 3 2 1 0  

 falsch positiv 0 0 0 1 

 richtig negativ 35 35 35 34 

 Sensitivität 87,5 91,7 95,8 100 

 Spezifität 100 100 100 97,1 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 22 23 24 24  

 falsch negativ 2 1 0 0  

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 91,7 95,8 100 100 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate  

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Agardiffusionstest für Flucloxacillin 

Bei der Bewertung des Agardiffusionstest mit dem ß-Laktam-Antibiotikum Flucloxacillin 

wurde ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 15 mm = resistent für alle getesteten Medien 

zugrunde gelegt. Dieser Grenzwert wird von der DIN in Dokument 58940-3/4 2000-01 

empfohlen (DIN, 2000). KNS-Isolate mit einem Hemmhofdurchmesser von ≥16 mm 

wurden als sensibel beurteilt. 

Ebenso wie bei der Testung mit dem 5 µg Oxacillin Testplättchen wurden bei der Testung 

des 5 µg Flucloxacillin Testplättchens alle 75 mecA-negativen Isolate unabhängig von der 

Inkubationstemperatur und dem verwendeten Agar nach einer Testzeit von 24 Stunden 

korrekt als sensibel bewertet, was eine Spezifität der Methode von 100 % erbrachte 

(Tabelle 22, 23 und 24). Eine Verlängerung der Testdauer auf 48 Stunden hatte ebenfalls 

wenige falsch-positive Ergebnisse bei Nicht-S. epidermidis Isolaten zur Folge (Tabelle 22 

und 24). Die Anhebung der NaCl-Konzentration im Testmedium erwies sich zur 

Verbesserung der Spezifität als günstig. Bei Medium ohne NaCl-Zusatz fanden sich 

maximal 2 Isolate, was zu einer Spezifität von 97,3 % (35 °C) bzw. 98,7 °% (30 °C) führte 

(Tabelle 22 und 24). Eine Supplementierung des Mediums mit NaCl erhöhte die Spezifität 

des Grenzwertes (Tabelle 22 und 24). Lediglich 1 falsch-positives Resultat fand sich nach 

48 Stunden auf Mueller-Hinton-Agar plus 2 % NaCl bei einer Inkubation bei 35 °C, 

woraus sich eine Spezifität von 98,7 % ergab, während auf Mueller-Hinton-Agar plus 4 % 

NaCl die Spezifität durchweg 100 % betrug (Tabelle 22 und 24). Bezüglich der Sensitivität 

schnitt Flucloxacillin [5 µg] noch schlechter ab als Oxacillin [5 µg]. Die Sensitivität lag für 

die Testung auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl zwischen 54 % bis 75 %. Zwar führte, 

wie auch bei der Testung mit Oxacillin [5 µg], der Zusatz von 2 % NaCl zu einer 

Steigerung der Sensitivität auf 70 % bis 83 %, aber auch die Sensitivität auf Mueller-

Hinton-Agar plus 4 % NaCl erreichte lediglich zwischen 80 % und 89 % (Tabelle 22, 23 

und 24). Neben der Erhöhung der NaCl-Konzentration führte auch eine verlängerte 

Inkubation für 48 Stunden zu einer günstigeren Detektion mecA-positiver Isolate, die sich 

im Gegensatz zur Testung mit Oxacillin [5 µg] in einem größeren Anteil auch in der 

Gruppe der Nicht-S. epidermidis fanden. Der Einfluss der Inkubationstemperatur auf 

Sensitivität und Spezifität war gering ausgeprägt. Für Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl war 

die Inkubation bei 35 °C geringfügig sensitiver (Tabelle 22, 23 und 24). Bei mit 2 % NaCl 

supplementiertem Mueller-Hinton-Agar war die Sensitivität für S. epidermidis bei 35 °C 

günstiger, im Gegensatz zu Nicht-S. epidermidis, die bei 30 °C besser als resistent zu 
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detektieren waren (Tabelle 22, 23 und 24). Die Testung auf mit 4 % NaCl 

supplementiertem Mueller-Hinton-Agar erwies sich hingegen bei 30 °C als günstiger 

(Tabelle 22, 23 und 24). 

 

Tabelle 22: Flucloxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei allen KNS-Isolaten (n= 201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 68*1 94 71 94  

 falsch negativ 58 32 55 32 

 falsch positiv 0 1 0 2 

 richtig negativ 75 74 75 73 

 Sensitivität 54*2 74,6 56,3 74,6 

 Spezifität 100 98,7 100 97,3 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 88 105 89 105  

 falsch negativ 38 21 37 21 

 falsch positiv 0 0 0 1 

 richtig negativ 75 75 75 74 

 Sensitivität 69,8 83,3 70,6 83,3  

 Spezifität 100 100 100 98,7 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 101 112 96 108  

 falsch negativ 25 14 30 18  

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 80,2 88,9 76,2 85,7 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 
*2 Sensitivität und Spezifität in %
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Tabelle 23: Flucloxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 53*1 73 53 72 

 falsch negativ 49 29 49 30 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 52*2 71,6 52 70,6 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 70 84 72 86  

 falsch negativ 32 18 30 16 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 68,6 82,4 70,6 84,3 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 83 92 79 90  

 falsch negativ 19 10 23 12  

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 81,4 90,2 77,5 88,2 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 24: Flucloxacillin [5 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei anderen KNS-Spezies (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 15*1 21 18 22 

 falsch negativ 9 3 6 2 

 falsch positiv 0 1 0 2 

 richtig negativ 35 34 35 33 

 Sensitivität 62,5*2 87,5 75 91,7 

 Spezifität 100 97,1 100 94,3 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 18 21 17 19  

 falsch negativ 6 3 7 5 

 falsch positiv 0 0 0 1 

 richtig negativ 35 35 35 34 

 Sensitivität 75 87,5 70,8 79,2 

 Spezifität 100 100 100 97,1 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 18 20 17 18  

 falsch negativ 6 4 7 6 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 75 83,3 70,8 75 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Agardiffusionstest für Ampicillin + Sulbactam 

Bei der Bewertung des Agardiffusionstest mit der Kombination aus dem ß-Laktam-

Antibiotikum Ampicillin plus dem ß-Laktamase-Inhibitor Sulbactam wurde ein 

Hemmhofdurchmesser von ≤ 15 mm = resistent für alle getesteten Medien zugrunde 

gelegt. Dieser Grenzwert wird von der DIN in Dokument 58940-3/4 2000-01 empfohlen 

(DIN 2000). KNS-Isolate mit einem Hemmhofdurchmesser von 16 mm bis 24 mm 

(intermediär) und einem Hemmhofdurchmesser von ≥ 25 mm (sensibel) wurden als”nicht-

resistent” bewertet. 

Das mit Ampicillin + Sulbactam beschickte Testplättchen wies eine sehr geringe 

Sensitivität bei der phänotypischen Erkennung einer Methicillinresistenz bei mecA-

positiven Isolaten auf (Tabelle 25, 26 und 27). 

Die Mehrzahl der mecA-positiven Isolate wurde nicht als resistent detektiert, woraus sich 

die sehr hohe Zahl von zwischen 105 und 118 falsch-negativen Ergebnissen ergibt. Eine 

etwas günstigere Sensitivität (maximal 16,7 %) war durch Inkubation bei 35 °C gegenüber 

30 °C und eine verlängerte Inkubation für 48 Stunden zu erzielen. Die Anhebung der 

NaCl-Konzentration auf nur 2 % verbesserte die Sensitivität im Vergleich zu nicht 

supplementiertem Medium. Im Gegensatz zur Testung von Oxacillin [5 µg] oder 

Flucloxacillin [5 µg] führte eine weitere Anhebung der NaCl-Konzentration im 

Testmedium wieder zu einem Abfall der Sensitivität (Tabelle 25, 26 und 27). 

Unabhängig von der Inkubationstemperatur, dem verwendeten Agar oder der Testdauer 

fanden sich keine falsch-positiven Resultate. Alle 75 mecA-negativen Isolate wurden 

korrekt als sensibel bewertet, was eine Spezifität von 100 % erbrachte (Tabelle 25, 26 und 

27). 
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Tabelle 25: Ampicillin + Sulbactam [20 µg+10 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) 

im Vergleich zur mecA PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 9*1 13 9 16  

 falsch negativ 117 113 117 110 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 7,1*2 10,3 7,1 12,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 9 16 18 21 

 falsch negativ 117 110 108 105 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 7,1 12,7 14,3 16,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 8 11 13 17  

 falsch negativ 118 115 113 109 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 6,3 8,7 10,3 13,5 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 26: Ampicillin + Sulbactam [20 µg+10 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) 

im Vergleich zur mecA PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 3*1 5 5 8 

 falsch negativ 99 97 97 94 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 2,9*2 4,9 4,9 7,8 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 3 8 6 9 

 falsch negativ 99 94 96 93 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 2,9 7,8 5,9 8,8 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 2 3 6 9 

 falsch negativ 100 99 96 93 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 2 2,9 5,9 8,8 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 27: Ampicillin + Sulbactam [20 µg+10 µg] (Grenzwert: ≤ 15 mm = resistent) 

im Vergleich zur mecA PCR bei anderen KNS-Spezies (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 6*1 8 4 8 

 falsch negativ 18 16 20 16 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 25*2 33,3 16,7 33,3 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 6 8 12 12 

 falsch negativ 18 16 12 12 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 25 33,3 50 50

 Spezifität 100 100 100 100 

 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 6 8 7 8 

 falsch negativ 18 16 17 16 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 25 33,3 29,2 33,3 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Agardiffusionstest für Cefotiam 

Bei der Bewertung des Agardiffusiontestes für das Cephalosporin der 2. Generation 

Cefotiam wurde ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 16 mm = resistent für alle getesteten 

Medien zugrunde gelegt. Dieser Grenzwert wird von der DIN in Dokument 58940-3/4 

2000-01 empfohlen (DIN, 2000). KNS-Isolate mit einem Hemmhofdurchmesser von 17 

mm bis 19 mm (intermediär) und einem Hemmhofdurchmesser von ≥ 20 mm (sensibel) 

werden im Folgenden als „nicht-resistent” beschrieben. 

Unabhängig von der Inkubationstemperatur, dem verwendeten Agar oder der Testdauer 

fanden sich keine falsch-positiven Resultate. Alle 75 mecA-negativen Isolate wurden 

korrekt als sensibel bewertet, was eine Spezifität von 100 % erbrachte. Andererseits ergab 

sich eine mangelhafte Sensitivität für die Detektion einer Methicillinresistenz. Die Zahl 

von zwischen 112 bis 119 falsch-negativen Ergebnissen bei Mueller-Hinton-Agar ohne 

NaCl als Testmedium konnte durch den Zusatz von 2 % NaCl auf 92 bis 108 und durch 

eine weitere Steigerung der NaCl-Konzentration auf 4 % auf 81 bis 104 gedrückt werden 

(Tabelle 28, 29 und 30). 

Die Expression der Methicillinresistenz und die sich hieraus ergebende verbesserte 

Detektion der mecA-positiven Isolate waren bei 30 °C stärker ausgeprägt. Auch die 

Verlängerung der Testdauer erwies sich im Gegensatz zum Agardiffusionstest mit 

Ampicillin + Sulbactam als vorteilhaft. Mit einer Erhöhung der NaCl-Konzentration auf 

4 % und einer verlängerten Inkubation für 48 Stunden konnte die Sensitivität maximal bei 

30 °C auf 35,7 % und bei 35 °C auf 31 % angehoben werden (Tabelle 28, 29 und 30). 
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Tabelle 28: Cefotiam [30 µg] (Grenzwert: ≤ 16 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 8*1 14 7 11 

 falsch negativ 118 112 119 115 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 6,3*2 11,1 5,6 8,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 18 34 18 31 

 falsch negativ 108 92 108 95 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 14,3 27 14,3 24,6 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 24 45 22 39 

 falsch negativ 102 81 104 87 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 19 35,7 17,5 31 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 29: Cefotiam [30 µg] (Grenzwert: ≤ 16 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 1*1 5 1 2 

 falsch negativ 101 97 101 100 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 1*2 4,9 1 2 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 10 22 8 17 

 falsch negativ 92 80 94 85 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 9,8 21,6 7,8 16,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 14 30 11 24 

 falsch negativ 88 72 91 78 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 13,7 29,4 10,8 23,5 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in %
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Tabelle 30: Cefotiam [30 µg] (Grenzwert: ≤ 16 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei anderen KNS-Spezies (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 7*1 9 6 9 

 falsch negativ 17 15 18 15 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 29,2*2 37,5 25 37,5 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 8 12 10 14 

 falsch negativ 16 12 14 10 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 33,3 50 41,7 58,3 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 10 15 11 15 

 falsch negativ 14 9 13 9 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 41,7 62,5 45,8 62,5 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Agardiffusionstest für Cefoxitin 

Bei der Bewertung des Agardiffusionstest mit Cefoxitin wurde ein Hemmhofdurchmesser 

von ≤ 20 mm = resistent für alle getesteten Medien zugrunde gelegt. KNS-Isolate mit 

einem Hemmhofdurchmesser von 21 mm bis 25 mm (intermediär) und einem 

Hemmhofdurchmesser von ≥ 26 mm (sensibel) werden als „nicht-resistent” bewertet. Der 

Grenzwert für Cefoxitin ist aus dem Dokument 58940-3/4 2000-01 der DIN abgeleitet 

(DIN, 2000), obwohl er eigentlich für die Resistenztestung von Enterobacteriaceae zur 

Anwendung kommt. 

Bei der Testung auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl wurden bei 30 °C und 35 °C alle 75 

mecA-negativen Isolate sowohl nach 24 Stunden als auch nach 48 Stunden als nicht-

resistent bewertet (Tabelle 31, 32 und 33). Falsch-negative Resultate fanden sich 

vorwiegend bei mecA-positiven S. epidermidis Isolaten. In der Gruppe der Nicht-

S. epidermidis Isolate fanden sich lediglich 2 bzw. nur 1 falsch-negatives Resultat bei 30 

°C nach 24 bzw. 48 Stunden. Bei einer Inkubationstemperatur von 35 °C lag die Rate nach 

24 und 48 Stunden bei 3 bzw. 2 falsch-negativen Isolaten. Für dieselben Temperaturen und 

Ablesezeiten wurde hingegen bei 45, 33, 35 bzw. 21 der mecA-positiven S. epidermidis 

Isolate keine Resistenz detektiert (Tabelle 31, 32 und 33). 

Bei der Testung auf mit 2 % NaCl supplementiertem Mueller-Hinton-Agar wurden bei 

30 °C nach 24 sowie 48 Stunden alle mecA-negativen KNS-Isolate als nicht-resistent 

klassifiziert. Bei 35 °C fanden sich falsch-positive Ergebnisse bei 1 (24 Stunden) bzw. 2 

(48 Stunden) der Nicht-S. epidermidis Isolate. Andererseits fanden sich falsch-negative 

Resultate ausschließlich bei der Spezies S. epidermidis. Nach 24 Stunden lag diese 

Konstellation bei 30 Isolaten (30 °C) bzw. 33 Isolaten (35 °C) vor. Eine verlängerte 

Inkubation für 48 Stunden reduzierte die Zahl der falsch-negativen Resultate deutlich auf 

21 bzw. 15 S. epidermidis Isolate (Tabelle 31, 32 und 33). 

Bei der Testung auf mit 4 % NaCl supplementiertem Mueller-Hinton-Agar wurden nahezu 

alle mecA-negativen Isolate als resistent erkannt. Lediglich aus der Gruppe der Nicht-S. 

epidermidis Stämme zeigte 1 Isolat bei 30 °C nach 48 Stunden ein falsch-positives 

Ergebnis. Bei einer Inkubationstemperatur von 35 °C wurden 1 bzw. 2 falsch-positive 

Resultate nach 24 bzw. 48 Stunden beobachtet. Falsch falsch-negative Resultate fanden 

sich nahezu ausschließlich bei der Spezies S. epidermidis wobei dieses Phänomen bei 35 

°C geringer ausgeprägt war (18 bzw. 7 Isolate nach 24 bzw. 48 Stunden) als bei 30 °C (26 

bzw. 17 Isolate nach 24 bzw. 48 Stunden) (Tabelle 31, 32 und 33). Der gewählte 
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Grenzwert zeigte wie tabellarisch dargestellt (Tabelle 31, 32 und 33) eine ausgezeichnete 

Spezifität. Für alle KNS fand sich ein Wert zwischen 97,3 % und 100 % je nach der 

gewählten Inkubationstemperatur sowie Inkubationsdauer (Tabelle 31). Die Kombination 

einer erhöhten Inkubationstemperatur von 35 °C mit dem Zusatz von 2 % bzw. 4 % NaCl 

zum Testmedium führte zu einer geringen Minderung der Spezifität. Dieser Effekt wurde 

durch eine verlängerte Inkubation für 48 Stunden noch weiter verstärkt (98,7 % bei 24 

Stunden versus 97,3 % bei 48 Stunden) (Tabelle 31). Die sehr hohe Spezifität traf 

insbesondere für die Testung von S. epidermidis Isolaten zu, die unabhängig von Medium, 

Inkubationstemperatur oder Inkubationsdauer eine Spezifität von 100 % zeigten 

(Tabelle 32). In der Gruppe der Nicht-S. epidermidis Isolate lag die Spezifität zwischen 

94,3 % und 100 %, wobei sowohl eine höhere Inkubation bei 35 °C, eine verlängerte 

Inkubationsdauer als auch der Zusatz von NaCl zum Testmedium die Spezifität minderten 

(Tabelle 33). 

Die Sensitivität des gewählten Grenzwertes hing, insbesondere bei den S. epidermidis 

Isolaten, von den Untersuchungsbedingungen ab. Eine Erhöhung der NaCl-Konzentration 

auf 2 % und schließlich auf 4 % steigerte vor allem die Detektion mecA-positiver S. 

epidermidis Isolate (Tabelle 32). Eine verlängerte Inkubation für 48 Stunden war sowohl 

für S. epidermidis wie auch Nicht-S. epidermidis Isolate günstig (Tabelle 31, 32 und 33). 

Eine höhere Inkubationstemperatur von 35 °C steigerte bei S. epidermidis Isolaten die 

Sensitivität (Tabelle 32). Eine gegenläufige Tendenz mit einer verschlechterten Sensitivität 

ergab sich aber bei Nicht-S. epidermidis Isolaten (Tabelle 33). 

Das Optimum des gewählten Grenzwertes fand sich für alle KNS bei der Testung auf mit 4 

% NaCl supplementiertem Mueller-Hinton-Agar nach 48 Stunden und Inkubation bei 

35 °C mit einer Sensitivität von 94,4 % und einer Spezifität von 97,3 % (Tabelle 31). 
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Tabelle 31: Cefoxitin [30 µg] (Grenzwert: ≤ 20 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei allen KNS-Isolaten (n=201, mecA-positiv n=126) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 79*1 92 88 103 

 falsch negativ 47 24 38 23 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 75 75 75 75 

 Sensitivität 62,7*2 73 69,8 81,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 96 105 93 111 

 falsch negativ 30 21 33 15 

 falsch positiv 0 0 1 2 

 richtig negativ 75 75 74 73 

 Sensitivität 76,2 83,3 73,8 88,1 

 Spezifität 100 100 98,7 97,3 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 99 108 108 119 

 falsch negativ 27 18 18 7 

 falsch positiv 0 1 1 2 

 richtig negativ 75 74 74 73 

 Sensitivität 78,6 85,7 85,7 94,4 

 Spezifität 100 98,7 98,7 97,3 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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Tabelle 32: Cefoxitin [30 µg] (Grenzwert: ≤ 20 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei S. epidermidis (n=142, mecA-positiv n=102) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 57*1 69 67 81 

 falsch negativ 45 33 35 21 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 55,9*2 67,6 65,7 79,4 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 72 81 69 87 

 falsch negativ 30 21 33 15 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 70,6 79,4 67,6 85,3 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 76 85 84 95 

 falsch negativ 26 17 18 7 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 40 40 40 40 

 Sensitivität 74,5 83,3 82,4 93,1 

 Spezifität 100 100 100 100 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in %
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Tabelle 33: Cefoxitin [30 µg] (Grenzwert: ≤ 20 mm = resistent) im Vergleich zur 

mecA PCR bei anderen KNS-Spezies (n=59, mecA-positiv n=24) 

 30 °C  35 °C 

 24 h 48 h 24 h 48 h 

 
Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl 

 richtig positiv 22*1 23 21 22 

 falsch negativ 2 1 3 2 

 falsch positiv 0 0 0 0 

 richtig negativ 35 35 35 35 

 Sensitivität 91,7*2 95,8 87,5 91,7 

 Spezifität 100 100 100 100 
 
Mueller-Hinton-Agar + 2 % NaCl 

 richtig positiv 24 24 24 24 

 falsch negativ 0 0 0 0 

 falsch positiv 0 0 1 2 

 richtig negativ 35 35 34 33 

 Sensitivität 100 100 100 100 

 Spezifität 100 100 97,1 94,3 
 
Mueller-Hinton-Agar + 4 % NaCl 

 richtig positiv 23 23 24 24 

 falsch negativ 1 1 0 0 

 falsch positiv 0 1 1 2 

 richtig negativ 35 34 34 33 

 Sensitivität 95,8 95,8 100 100 

 Spezifität 100 97,1 97,1 94,3 

*1 Anzahl der Isolate 

*2 Sensitivität und Spezifität in % 
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4.7. VITEK®2 

Die Oxacillin MHK-Bestimmung mit den VITEK®2 Testkarten wies in 119 der 124 mecA-

positiven Isolate eine MHK von ≥ 8 µg/ml aus (Tabelle 34). Niedrigere Werte der 

Oxacillin MHK im Bereich zwischen ≤ 0,25 bis 2 µg/ml wurden bei drei mecA-positiven 

Isolaten (1 S. epidermidis, 1 S. hominis, 1 S. haemolyticus) bestimmt (Tabelle 34 und 35). 

Unter Verwendung von AST-P515 Testkarten wiesen 63 von 76 mecA-negativen Isolaten 

eine Oxacillin MHK von ≤ 0,5 µg/ml auf (Tabelle 34), während der Wert bei 12 mecA-

negativen Isolaten zwischen 1 bis ≥ 8 µg/ml lag (Tabelle 34 und 35). Eine zusätzliche 

Testung mit AST-P523 Testkarten wurde zur genaueren Einordnung der 63 Isolate mit 

einer initialen Oxacillin MHK von ≤ 0.5 µg/ml durchgeführt und ergab eine Oxacillin 

MHK von ≤ 0,25 µg/ml bei 60 Isolaten, jedoch wiesen drei mecA-negative Isolate (1 S. 

saprophyticus und 2 S. lugdunensis Isolate) eine Oxacillin MHK von genau 0,5 µg/ml auf 

(Tabelle 34 und 35). 

Der Oxacillin Resistenz (OR) Test auf den AST-P515 Testkarten zeigte ebenfalls eine 

Resistenz bei 119 von 124 mecA-positiven Isolaten an (Tabelle 34), aber versagte beim 

Nachweis einer Methicillinresistenz in den selben drei mecA-positiven Isolaten (1 S. 

epidermidis, 1 S. hominis und 1 S. haemolyticus), die auch mittels der Oxacillin MHK-

Bestimmung (Werte von ≤ 0,25 bis 2 µg/ml (Tabelle 34 und 35) auffällig waren. Alle 

mecA-negativen Isolate, außer einem S. kloosii Isolat mit einer Oxacillin MHK von ≥ 8 

µg/ml, wurden durch den OR Test übereinstimmend zur PCR für mecA als empfindlich 

gegenüber Oxacillin bewertet (Tabelle 34 und 35). Diskrepanzen zwischen dem OR Test 

und dem Ergebnis der Oxacillin MHK-Bestimmung fanden sich bei insgesamt 14 mecA-

negativen Isolaten. Die Gruppe mit einander widersprechenden Resultaten des VITEK®2 

umfasste 6 S. saprophyticus, 4 S. lugdunensis, 2 S. cohnii, 1 S. xylosus und 1 S. 

epidermidis Isolat. Diese hatten eine Oxacillin MHK im Bereich zwischen 0,5 bis 4 µg/ml, 

wurden aber im OR Test als empfindlich gegenüber Oxacillin getestet (Tabelle 34 und 35). 

Die Ergebnisse dieser 14 Isolate wurden als indeterminiert eingeordnet (Tabelle 34 und 

35). Zusätzlich wurden ein mecA-positives S. epidermidis und ein mecA-positives S. 

hominis Isolat mit einer Oxacillin MHK von 1 bzw. 0,5 µg/ml aber Empfindlichkeit im OR 

Test als indeterminiert klassifiziert (Tabelle 34 und 35). Nachtestungen der 16 Isolate, die 

als indeterminiert eingeordnet wurden, bestätigten das Ergebnis des initialen OR Testes bei 

allen Isolaten während das Ergebnis der Oxacillin MHK nicht signifikant von den 

Vorwerten abwich (Tabelle 35) (Horstkotte et al., 2002). 
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Tabelle 34: Vergleich der VITEK®2 Testergebnisse zur mecA PCR. 

 

Übereinstimmung der Ergebnisse 179* 

 bei mecA-positive KNS-Isolaten 119 

 bei mecA-negative KNS-Isolaten 60 

 

Indeterminierte Ergebnisse 16 

 bei mecA-negativen KNS-Isolaten 

  S. saprophyticus Gruppe 9 

  S .lugdunensis 4 

  S. epidermidis 1 

 

 bei mecA-positiven KNS-Isolaten 

  S. epidermidis 1 

  S. hominis 1 

 

Falsch-positives Ergebnis 1 

 

Falsch-negatives Ergebnis 1 

 

Kein Wachstum 3 

* Anzahl der KNS-Isolate 
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Tabelle 35: KNS-Isolate mit diskrepanten und widersprüchlichen VITEK®2 Testen 

im Vergleich zur mecA PCR 

 

Identifizierung mecA PCR Oxacillin MHK OR Test 

  Initial Retest Initial Retest 

 

S. kloosii - *1 ≥ 8*2 ≥ 8 R*3 R 

 

S. saprophyticus - 4 4 S S 

S. saprophyticus - 2 2 S S 

S. saprophyticus - 2 1 S S 

S. saprophyticus - 1 2 S S 

S. saprophyticus - 1 0,5 S S 

S. saprophyticus - ≤ 0,5 0,5 S S 

S. cohnii - 2 2 S S 

S. cohnii - 2 2 S S 

S. xylosus - 1 0,5 S S 

S. lugdunensis - 1 0,5 S S 

S. lugdunensis - 1 1 S S 

S. lugdunensis - ≤ 0,5 0,5 S S 

S. lugdunensis - ≤ 0,5 0,5 S S 

S. epidermidis - 2 2 S S 

 

S. epidermidis + 1 2 S S 

S.  hominis + ≤ 0,5 0,5 S S 

S. haemolyticus + ≤ 0,5 ≤ 0,25 S S 

*1 + : positiv; - : negativ; *2 Oxacillin MHK Werte in µg/ml; *3 S : sensibel, R : resistent 
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Ungenügendes Wachstum in den AST-P515 Testkarten fand sich bei einem mecA-

negativen S. epidermidis und zwei mecA-positiven S. saprophyticus Isolaten (Tabelle 36). 

Bei der erneuten Testung dieser drei Stämme mit AST-P515 Testkarten wuchs der mecA-

positive S. saprophyticus erneut nicht, andererseits fand sich eine Empfindlichkeit 

gegenüber Oxacillin bei dem zweiten, mecA-positiven S. saprophyticus Isolat und dem 

mecA-negativen S. epidermidis Isolat (Tabelle 34 und 36). Unter Verwendung von AST-

P523 Testkarten fand sich bei den beiden S. saprophyticus Isolaten kein Wachstum 

(Tabelle 36). 

 

Tabelle 36: KNS-Isolate mit fehlendem Wachstum in den VITEK®2 Testen. 

 

Identifizierung mecA PCR Oxacillin MHK OR Test 

  Initial Retest Initial Retest 

 

S.  epidermidis -*1 k. W.*2 ≤ 0,5*3 k. W. S 

S. saprophyticus +  k. W. ≥ 8 k. W. R 

S. saprophyticus +  k. W. k. W. k. W.  k. W. 

*1 + : positiv; - : negativ; *2 k. W. = kein Wachstum; *3 Oxacillin MHK in µg/ml; *3 S: sensibel, R: resistent 

 

Mit dem OR Test wurde eine Resistenz gegenüber Oxacillin nach 7 Stunden bei 91,1 %, 

nach 8 Stunden bei 93,5 % und nach 9 Stunden bei 95,2 % der mecA-positiven Isolate 

angezeigt (Bild 8). Die Betrachtung der Oxacillin MHK-Bestimmung ergab, dass nach 7 

Stunden 86,3 %, nach 8 Stunden 89,5 % sowie nach 9 Stunden 91,9 % der mecA-positiven 

Isolate als resistent detektiert wurden. (Bild 8). Andererseits wurde bei den mecA-

negativen Isolaten das Vorliegen einer Empfindlichkeit gegenüber Oxacillin mit dem OR 

Test nach 7 Stunden in 59,2 %, nach 8 Stunden bei 78,9 % und schließlich nach 9 Stunden 

bei 86,8 % der Isolate festgestellt (Bild 9). Die Bestimmung der Oxacillin MHK zeigte erst 

deutlich später (nach 7 Stunden 0 %, nach 8 Stunden 1,3 % und nach 9 Stunden 59,2 %) 

das Vorliegen einer Empfindlichkeit gegenüber Oxacillin an (Bild 9) (Horstkotte et al., 

2002). 
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Bild 8 und 9: Zeitlicher Verlauf der Testergebnisse für die Oxacillin MHK-Bestimmung (♦) und den 

Oxacillin Resistenz Test (■) des VITEK 2 bei mecA-positiven KNS-Isolaten (Bild 8) und mecA-negativen 

KNS-Isolaten (Bild 9). 
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4.8. BD Phoenix™ 

Gemessen an dem aktuellen Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von 0,5 µg/ml zeigten 

48 von 76 mecA-negativen KNS-Isolaten eine Empfindlichkeit für Oxacillin mit einer 

MHK von ≤ 0,25 µg/ml (Tabelle 37 und 38). Eine höhere Oxacillin MHK fand sich bei 26 

mecA-negativen KNS-Isolaten. Diese Gruppe von KNS-Isolaten umfasste 14, 8 sowie 4 

Isolate mit einer Oxacillin MHK von 0,5; 1 und 2 µg/ml (Tabelle 37 und 38). 

Eine Oxacillin MHK von ≥ 4 µg/ml wurde bei 119 der 124 mecA-positiven Isolate 

gemessen. Zwei mecA-positive S. epidermidis und ein mecA-positives S. saprophyticus 

Isolat zeigten eine Oxacillin MHK von 2 µg/ml und lediglich bei einem mecA-positiven S. 

epidermidis Isolat ergab sich eine Oxacillin MHK von ≤ 0,25 µg/ml (Tabelle 37 und 39). 

Alle 29 KNS-Isolate mit einer Oxacillin MHK im Bereich von 0,5 bis 2 µg/ml sowie das 1 

mecA-positive S. epidermidis Isolat mit einer Oxacillin MHK von ≤ 0,25 µg/ml wurden 

erneut getestet (Tabelle 38 und 39). In der Mehrzahl der Isolate ergaben sich keine 

signifikanten Unterschiede bezüglich der Oxacillin MHK Ergebnisse (Tabelle 38 und 39). 

Ungenügendes Wachstum fand sich bei drei KNS-Isolaten. Bei diesen Isolaten handelte es 

sich um 1 mecA-negatives S. epidermidis, 1 mecA-negatives S. cohnii und 1 mecA-

positives S. epidermidis Isolat. Auch für diese drei Stämme wurde die Testung wiederholt 

(Tabelle 40). In der Nachtestung zeigte sich ausreichendes Wachstum für beide S. 

epidermidis Isolate, jedoch das mecA-negative S. cohnii Isolat zeigte erneut kein 

ausreichendes Wachstum für eine valide Analyse. Vor dem Hintergrund des derzeit 

geltenden Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von 0,5 µg/ml (Tabelle 42) würde eine 

Methicillinresistenz in einem mecA-positiven S. epidermidis Isolat nachgewiesen, aber das 

Resultat des mecA-negativen S. epidermidis Isolates wäre als falsch-positiv zu bewerten 

(Tabelle 40).  

Vor dem Hintergrund des Oxacillin MHK-Grenzwert der DIN von 2 µg/ml (Tabelle 42) 

(DIN, 2000) hätte Übereinstimmung zwischen dem detektierten Phänotyp und der mecA-

PCR bei beiden S. epidermidis Isolaten bestanden. 
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Tabelle 37: Oxacillin MHK des BD Phoenix™ im Vergleich zur mecA PCR unter 

Berücksichtigung verschiedener Grenzwerte 

 

Oxacillin Grenzwert KNS-Isolate detektiert als 

  resistent sensibel Sensitivität Spezifität 

 

≥ 0,5 µg/ml (aktueller Grenzwert der NCCLS) 

 mecA-positiv 122 1 99,2 % 64,9 % 

 mecA-negativ 26 48 

 

≥ 1 µg/ml 

 mecA-positiv 122 1 99,2 % 83,8 % 

 mecA-negativ 12 62 

 

≥ 2 µg/ml (Grenzwert der DIN) 

 mecA-positiv 122 1 99,2 % 94,6 % 

 mecA-negativ 4 70 

 

≥ 4 µg/ml (alter Grenzwert der NCCLS) 

 mecA-positiv 119 4 96,7 % 100 % 

 mecA-negativ 0 74 
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Tabelle 38: MecA-negative KNS mit BD Phoenix™ Oxacillin MHK > 0,25 µg/ml 

Isolat Identifizierung Oxacillin MHK mecA PCR 

  Initial Retest 

 

3 S. saprophyticus 1* 1 negativ 

4 S. saprophyticus 1 1 negativ 

7 S. saprophyticus 0,5 0,5 negativ 

9 S. saprophyticus 0,5 0,5 negativ 

48 S. saprophyticus 0,5 0,5 negativ 

177 S. saprophyticus 0,5 0,5 negativ 

60  S. cohnii 2 2 negativ 

90 S. kloosii 1 1 negativ 

95 S. xylosus 0,5 0,5 negativ 

8 S. lugdunensis 0,5 0,5 negativ 

16 S. lugdunensis 1 0,5 negativ 

89 S. lugdunensis 0,5 ≤ 0,25 negativ 

175 S. lugdunensis 0,5 0,5 negativ 

64 S. capitis 0,5 0,5 negativ 

199 S. haemolyticus 0,5 0,5 negativ 

1 S. epidermidis 1 1 negativ 

2  S. epidermidis 0,5 ≤ 0,25 negativ 

12 S. epidermidis 0,5 ≤ 0,25 negativ 

15 S. epidermidis 0,5 Kein Wachstum negativ 

50 S. epidermidis 2 0,5 negativ 

52 S. epidermidis 2 ≤ 0,25 negativ 

55 S. epidermidis 1 ≤ 0,25 negativ 

99 S. epidermidis 2 ≤ 0,25 negativ 

173 S. epidermidis 1 1 negativ 

174 S. epidermidis 0,5 ≤ 0,25 negativ 

207 S. epidermidis 1 0,5 negativ 

* Die Oxacillin MHK ist in µg/ml angegeben 
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Tabelle 39: MecA-positive KNS mit initialer BD Phoenix™ Oxacillin MHK < 4 µg/ml 

 

Isolat Identifizierung  Oxacillin MHK  mecA PCR 

   Initial Retest 

 

96 S. saprophyticus 2* > 4 positiv 

73 S. epidermidis 2 > 4 positiv 

102 S. epidermidis ≤ 0,25 ≤ 0,25 positiv 

204 S. epidermidis 2 1 positiv 

 

 

Tabelle 40: KNS-Isolate mit fehlendem Wachstum im BD Phoenix™ 

 

Isolat Identifizierung  Oxacillin MHK  mecA PCR 

   Initial Retest 

 

56 S. cohnii Kein Wachstum  Kein Wachstum  negativ 

6 S. epidermidis Kein Wachstum 1 negativ 

164 S. epidermidis Kein Wachstum  4 positiv 

* Die Oxacillin MHK ist in µg/ml angegeben. 
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Eine zeitliche Auswertung zeigte, dass nach 9 Stunden das Ergebnis der Oxacillin MHK 

bei 41 % und nach 17 Stunden bei 98,5 % der KNS vorlag (Tabelle 41). Für wenige mecA-

positive KNS war der Test bereits nach 6 oder 7 Stunden abgeschlossen. 

Interessanterweise war das Verhältnis zwischen mecA-positiven und mecA-negativen KNS, 

für die eine MHK-Bestimmung nach 8 Stunden vorlag, ausgeglichen und der Anteil mecA-

negativer KNS überwog nach 9 Stunden mit 47,4 % sogar den Anteil mecA-positiver KNS 

von nur 36,3 % (Tabelle 41). 

 

Tabelle 41: Zeitverlauf der Oxacillin MHK Ergebnisse des BD Phoenix™ 

 

 5 h 6 h 7 h 8 h 9 h // 17 h 

 

alle KNS (n) 1* 8 21 37 81 // 197 

 (%) 0,5 4 10,5 18,5 40,5 // 98,5 

 

mecA-positive KNS (n) 1 8 18 24 45 // 123 

 (%) 0,8 6,5 14,5 19,4 36,3 // 99,2 

 

mecA-negative KNS (n) 0 0 3 13 36 // 74 

 (%) 0 0 3,9 17,1 47,4 // 97,4 

* Zahl der detektierten KNS-Isolate 
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5. DISKUSSION 

5.1. Nachweis des Penicillin-bindenden Protein 2a durch Latexagglutination 

Der Nachweis des PBP2a mit dem LA Test zeigte eine hohe Sensitivität und Spezifität. 

Bereits publizierte Studien an einer Stammsammlung von mehr als 60 verschiedenen KNS-

Isolaten, die sich mit der LA Test für den Nachweis von PBP2a bei KNS als Marker einer 

Methicillinresistenz beschäftigten, ergaben verschiedene grundsätzliche Schwierigkeiten 

der Durchführung und der Bewertung des LA Testes (Andrews et al., 2000; Hussain et al., 

2000a; Zbinden et al., 2001; Udo et al., 2000; Horstkotte et al., 2001). 

Das Problem einer geringen Sensitivität - nur 41 (32,8 %) von 125 mecA-positiven Isolaten 

wiesen innerhalb von 3 Minuten positive Resultate auf - wurde beschrieben (Hussain et al., 

2000a). Durch eine verlängerte Agglutinationszeit von 6 oder 15 Minuten konnten die 

Ergebnisse auf 58 von 125 (46,4 %) bzw. 72 von 125 (57,6 %) der mecA-positiven Isolate 

verbessert werden. Aber erst eine Induktion der PBP2a Synthese durch Auflegen von 

Testplättchen, die Oxacillin enthielten, führte zu einem befriedigenden Ergebnis (Hussain 

et al., 2000a). 

In einer anderen Untersuchung fand sich im Gegensatz dazu bei allen 60 mecA-positiven 

KNS-Isolaten nach 3 Minuten ein positives LA Ergebnis ohne vorangehende Induktion der 

PBP2a Expression (Zbinden et al., 2001). In meinen Untersuchungen wurde ein 

vergleichsweise hohes Inokulum eingesetzt, das mindestens einem McFarland 6 Standard 

entsprach. Auf eine Induktion wurde verzichtet (Horstkotte et al., 2001). 

Der Einsatz eines höheren Inokulum zur Steigerung der Sensitivität ist meines Erachtens 

einer zusätzlichen Verstärkung der PBP2a Expression durch eine Induktion mit Oxacillin 

vorzuziehen, da der Induktionschritt in vielen Fällen die weitere Subkultivierung der KNS 

erfordert und damit das definitive Ergebnis um weitere 24 Stunden verzögern kann. Bei 

primär sterilen Materialien kann der Einsatz von Oxacillin mit der erfolgreichen Anzucht 

der Bakterien interferieren. Eine verlängerte Agglutinationszeit, zur Verbesserung der 

Sensitivität (Hussain et al., 2000a), kann hingegen zu falsch-positiven Ergebnissen führen 

(Zbinden et al., 2001). 

Grundsätzlich ähnliche Schwierigkeiten ergaben sich auch bei der Anwendung des LA 

Testes auf S. aureus, wo der LA Test aber überzeugende Ergebnisse hinsichtlich der 

sensitiven und spezifischen Detektion von MRSA-Isolaten zeigte (Cavassini et al., 1999; 

Louie et al., 2000; Marriott et al., 1999; Nakatomi und Sugiyama, 1998; van Griethusen et 

al., 1999; van Leuwen et al., 1999). Es wurde berichtet, daß insbesondere im 
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Extraktionsprotokoll der Schritt des Erhitzens als kritisch zu sehen sei, um die Zahl der 

falsch-positiven LA Ergebnisse bei S. aureus zu reduzieren (Marriott et al., 1999). 

Probleme bezüglich der Sensitivität allein (Marriott et al., 1999) als auch bei Sensitivität 

und Spezifität (Cavassini et al., 1999; van Leuwen et al., 1999) wurden in drei Studien 

berichtet, die den LA Test an jeweils kleineren Zahlen von KNS-Isolaten untersuchten. 

Wie in der vorliegenden Arbeit, kam es auch bei anderen Untersuchern vereinzelt bei 

KNS-Isolaten zu schwach positiven LA Ergebnissen (Hussain et al., 2000a; Zbinden et al., 

2001; Horstkotte et al., 2001). In der vorliegenden Untersuchung wurde der Test bei allen 

KNS mit schwach-positivem LA Ergebnis wiederholt. Dies führte zu positiven LA 

Ergebnissen bei allen mecA-positiven Isolaten und zu negativen LA Ergebnissen bei 

nahezu allen mecA-negativen Isolaten. In meiner Untersuchung zeigten zwei mecA-

negative S. warneri Isolate ein falsch positives LA Ergebnis (Horstkotte et al., 2001). 

Andere Untersucher fanden ebenfalls falsch-positive LA Ergebnisse bei S. lugdunensis, S. 

simulans, S. hominis und S. warneri (Andrews et al., 2000; Hussain et al., 2000a; Udo et 

al., 2000; Zbinden et al., 2001). 

Wird der LA Test wiederholt und treten diskrepante Ergebnisse auf, kann die 

Speziesidentifizierung zu Rate gezogen werden, da alle falsch positiven Ergebnisse bei 

Nicht-S. epidermidis Isolaten beschrieben wurden. Alternativ kann eine unabhängige 

Referenzmethode durchgeführt werden, die aber weitere Zeit bis zum definitiven Ergebnis 

benötigt und die gezielte Antibiotikatherapie verzögert. 

Der LA Test schnitt beim Nachweis einer Methicillinresistenz bei klinischen KNS-

Isolaten, insbesondere bei der am häufigsten aus klinischem Material isolierten Spezies S. 

epidermidis, sehr erfolgreich ab. Falsch positive Ergebnisse traten vorwiegend bei anderen 

KNS Spezies auf. Aufgrund der raschen Durchführbarkeit des LA Testes, für den ca. 30 

Minuten zu veranschlagen sind, eignet sich der LA Test besonders für den Nachweis oder 

Ausschluss der Methicillinresistenz bei Koagulase-negativen Staphylokokken im klinisch-

mikrobiologischen Labor und hat das Potential andere phänotypische Nachweismethoden 

zu ersetzen. 

 

5. 2. VITEK®2 

In einer Reihe von Untersuchungen zeigte das VITEK®2 System seine Leistungsfähigkeit 

in der antimikrobiellen Resistenztestung und Speziesidentifizierung bei Enterokokken 

(Garcia-Garrote et al., 2000; van den Braak et al., 2001; Leclerq et al., 2001; Livermore et 
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al., 2002; Ligozzi et al., 2002), Streptococcus pneumoniae (Jorgensen et al., 2000; 

Livermore et al., 2002, Goessens et al., 2000; Ligozzi et al., 2002), Enterobacteriaceae 

(Funke et al., 1998; Jossart und Courcol, 1999; Sanders et al., 2000; Ling et al., 2001; 

Livermore et al., 2002; Perez-Vazquez et al., 2001; Canton et al., 2001; Leclerq et al., 

2001), Nonfermentern (Jossart und Courcol, 1999; Sanders et al., 2000; Joyannes et al., 

2001; Livermore et al., 2002) und Hefen (Graf et al., 2000). 

Vor kurzem wurden Ergebnisse des VITEK®2 zum Nachweis einer Methicillinresistenz 

bei S. aureus publiziert, die zeigten, dass dieses System mit sehr hoher Sensitivität und 

Spezifität diesen Resistenzmechanismus bei Methicillin-resistenten Staphylococcus aureus 

(MRSA) erkannte (Sakoulas et al., 2001; Ligozzi et al., 2002). Zum Nachweis der 

Methicillinresistenz bei KNS existieren bislang nur zwei Untersuchungen - mit jeweils nur 

einer kleinen Zahl von vorselektierten mecA-positiven S. epidermidis, S. hominis und S. 

warneri Isolaten - (Leclerq et al., 2001; Livermore et al., 2002) und eine Arbeit mit 100 

KNS von 11 verschiedenen Spezies (Ligozzi et al., 2002) in denen jeweils eine sehr gute 

Übereinstimmung mit den Ergebnissen der PCR für mecA gefunden wurde. In der 

letztgenannten Untersuchung wurde aber weder detailliert auf die Isolate mit diskrepanten 

Ergebnissen, noch auf den OR Test eingegangen. 

Der Nachweis einer Methicillinresistenz bei Staphylokokken beruhte bei der älteren 

Gerätegeneration Vitek® ausschließlich auf einer Bestimmung der Oxacillin MHK. In drei 

kürzlich erschienenen Studien wurde über eine hohe Sensitivität zwischen 95,7 % bis 100 

%, aber nur eine eingeschränkte Spezifität zwischen 61% bis 85,5 % berichtet (Louie et al., 

2001; Martinez et al., 2001; Yamazumi et al., 2001a). Eine weitere Untersuchung ergab 

eine ausgezeichnete Spezifität von 100 % und auch die Sensitivität lag bei 89,9 %. 

Andererseits war die Aussagekraft der letzteren Studie durch den Ausschluss von S. 

saprophyticus Isolaten eingeschränkt (Hussain et al., 1998). Falsch-positive Ergebnisse des 

Vitek® wurden vorwiegend bei mecA-negativen S. saprophyticus oder S. lugdunensis 

Isolaten mit einer Oxacillin MHK von 0,5 oder 1 µg/ml beobachtet (Louie et al., 2001; 

Hussain et al., 1998; Martinez et al., 2001; Yamazumi et al., 2001a). Diskrepanzen 

zwischen dem Ergebnis der PCR für mecA und der Oxacillin MHK des Vitek® wurden 

vereinzelt bei S. cohnii, S. sciuri und S. capitis Isolaten mitgeteilt (Martinez et al., 2001). 

Um die Spezifität des Vitek® anzuheben, wurde vorgeschlagen, von vornherein S. 

saprophyticus und S. lugdunensis Isolate von der Analyse des Oxacillin MHK Ergebnisses 

auszuschließen (Louie et al., 2001). Dieser Vorschlag steht in guter Übereinstimmung zu 
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den Ergebnissen einer Studie, die ausschließlich S. saprophyticus Isolate zur Frage der 

Oxacillin MHK untersuchte. Die untersuchte Stammsammlung umfasste 83 mecA-negative 

S. saprophyticus Isolate. Bei der Mehrzahl der Isolate (73 von 83) ergab sich eine 

Oxacillin MHK von 0,5 µg/ml (Ramotar et al., 2001). In dieser Studie kam es zu einer 

guten Übereinstimmung der Oxacillin MHK, die mit dem Vitek® oder der Mikrodilution 

bestimmt wurde. Unter Zugrundelegung des aktuellen Oxacillin MHK-Grenzwert der 

NCCLS hätten jedoch 81 von 83 bzw. 76 von 83 mecA-negativen Isolaten als resistent 

bewertet werden müssen (Ramotar et al., 2001). 

Um eine Methicillinresistenz bei Staphylokokken besser zu erkennen, wurde in der neuen 

Gerätegeneration, dem VITEK®2, ein Oxacillin Resistenz (OR) Test eingeführt. Dieser 

Test ist der Oxacillin Agar Platte nachempfunden, weicht aber laut Angaben des 

Herstellers bezüglich der Zusammensetzung des Mediums - insbesondere den gewählten 

Konzentrationen für NaCl und Oxacillin - ab und wird außerdem bei 37 °C inkubiert. 

Auf der Basis des aktuellen Oxacillin Grenzwertes der NCCLS (National Committee, 

2002) von ≥ 0,5 µg/ml klassifizierte das VITEK®2 119 von 124 mecA-positiven KNS-

Isolaten korrekterweise als resistent und erkannte eine Empfindlichkeit für Oxacillin bei 60 

der 76 mecA-negativen Isolate sowohl im OR Test und auch anhand der Oxacillin MHK-

Bestimmung (Tabelle 34 und 35) (Horstkotte et al., 2002). 

Betrachtet für den alten Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 

42) klassifizierte das VITEK®2 119 der 124 mecA-positiven KNS-Isolate als resistent und 

73 der 76 mecA-negativen Isolate als empfindlich. Dies resultierte in einer ausgezeichneten 

Sensitivität von 97,5 % sowie einer Spezifität von 97,3 %. Berechnungen auf der Basis 

von MHK-Grenzwerten von ≥ 1 µg/ml oder ≥ 2 µg/ml (DIN, 2000) ergaben eine 

Sensitivität von 98,4 % bzw. 97,5 % sowie eine Spezifität von 84 % bzw. 90,7 % (Tabelle 

35) (Horstkotte et al., 2002). 

Für die Erkennung der Methicillinresistenz bei KNS mit dem VITEK®2 war der OR Test 

der Oxacillin MHK-Bestimmung überlegen. Der OR Test des Gerätes erzielte eine 

Sensitivität von 97,5 % und eine Spezifität von 98,7 %. Bemerkenswerterweise waren 14 

der 16 Isolate, die eine Empfindlichkeit gegenüber Oxacillin im OR Test aufwiesen, aber 

eine Oxacillin MHK von ≥ 0,5 µg/ml hatten, Nicht-S. epidermidis Isolate. Diese spezielle 

Untergruppe bestand aus 6 S. saprophyticus, 4 S. lugdunensis, 2 S. cohnii, 1 S. xylosus und 

1 S. hominis Isolat, aber nur 2 S. epidermidis Isolaten. Auffällig war ein großer Anteil 

Novobiocin-resistenter KNS-Spezies (9 von 16 Isolaten). Nur zwei Isolate (1 S. 
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epidermidis und 1 S. hominis), die als indeterminiert klassifiziert wurden, waren 

tatsächlich mecA-positiv, doch 14 von 16 Isolaten waren mecA-negativ (Tabelle 34 und 35) 

(Horstkotte et al., 2002). 

Wenn die Resistenztestung von KNS-Isolaten im VITEK®2 widersprüchliche Ergebnisse 

liefert, ist zu empfehlen, dem Resultat des OR Test wegen seiner überlegenen Spezifität zu 

vertrauen. Eine andere Strategie wäre es, bei KNS-Isolaten mit indeterminierten 

Ergebnissen die Empfindlichkeit gegenüber Oxacillin von der Speziesidentifizierung oder 

zumindest der groben Einordnung durch Bestimmung der Novobiocinresistenz abhängig 

zu machen, da sich die überwiegende Mehrzahl der widersprüchlichen Ergebnisse bei 

mecA-negativen Isolaten aus der S. saprophyticus Gruppe und bei S. lugdunensis fanden 

(Tabelle 34 und 35). 

Das VITEK®2 zeigte in der Untersuchung, dass es sich bei dieser vollautomatisierten 

Methode mit der Detektion der Methicillinresistenz mittels OR Test und einer Oxacillin 

MHK-Bestimmung um ein hoch sensitives und spezifisches Verfahren handelt, das auch 

aufgrund seiner hohen Analysegeschwindigkeit in der Lage ist andere phänotypische 

Techniken zu ersetzen. 

 

5. 3. BD Phoenix™ 

Der aktuelle Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 0,5 µg/ml (Tabelle 42) ergab 

eine exzellente Sensitivität von 99,2 %, aber eine eher niedrige Spezifität von 64,9 %. 

Die niedrige Spezifität wurde durch falsch-positive Ergebnisse bei 26 mecA-negativen 

KNS-Isolaten - bestehend aus 11 S. epidermidis aber auch 15 Nicht-S. epidermidis Isolaten 

- mit einer Oxacillin MHK im Bereich zwischen 0,5 bis 2 µg/ml hervorgerufen (Tabelle 37 

und 38). 

Das Spektrum der 15 mecA-negativen Nicht-S. epidermidis Isolate umfasste 6 S. 

saprophyticus, 4 S. lugdunensis, 1 S. xylosus, 1 S. capitis, 1 S. haemolyticus, 1 S. kloosii, 

und 1 S. cohnii Isolat (Tabelle 38). 

Im Gegensatz dazu zeigte der alte Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 4 µg/ml 

(Tabelle 42) eine Sensitivität von 96,7 % und eine ausgezeichnete Spezifität von 100 % 

(Tabelle 37). 

Falsch-negative Ergebnisse fanden sich für den Grenzwert für Resistenz von ≥ 4 µg/ml bei 

4 mecA-positiven Isolaten, die zwei S. epidermidis und einem S. saprophyticus Isolat mit 
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jeweils einer Oxacillin MHK von 2 µg/ml und einem S. epidermidis Isolat mit einer 

Oxacillin MHK von ≤ 0,25 µg/ml entsprachen (Tabelle 39). 

Alternative Oxacillin MHK-Grenzwerte von ≥ 1 µg/ml oder ≥ 2 µg/ml (DIN) 

klassifizierten 62 der 76 bzw. 70 der 76 mecA-negativen Isolate als empfindlich, was zu 

einer Spezifität von 83,8 % bzw. 94,6 % führte (Tabelle 37, 38). 122 der 124 mecA-

positiven Isolate wurden jeweils als resistent detektiert, was jeweils eine Sensitivität von 

99,2 % ergab (Tabelle 37 und 39). 

Keines der untersuchten KNS-Isolate mit einer Oxacillin MHK von 0,5 oder 1 µg/ml war 

mecA positiv oder bildete PBP2a, während 3 der 7 Isolate mit einer Oxacillin MHK von 2 

µg/ml positiv für PBP2a und mecA waren. 

Die Ergebnisse zeigen die hohe Verlässlichkeit des BD PhoenixTM als phänotypische 

Testverfahren in der Detektion von mecA-positiven KNS-Isolaten, die resistent gegen 

Oxacillin sind. Die Spezifität des BD PhoenixTM hängt vom gewählten Oxacillin MHK-

Grenzwert ab. KNS-Isolate mit einer kritischen Oxacillin MHK von 2 µg/ml sollten 

bezüglich PBP2a oder dem mecA Gen nachuntersucht werden. 

 

5.4. Konventionelle phänotypische Nachweisverfahren 

Die Standardverfahren zum Nachweis einer Methicillinresistenz sind für KNS weniger 

präzise als bei MRSA (York et al., 1996). Die Oxacillin MHK liegt bei MRSE in der Regel 

niedriger als bei MRSA (Marshall et al., 1998; McDonald et al., 1995). 

Zahlreiche Untersuchungen, beschrieben eine Diskrepanz zwischen dem Nachweis von 

mecA und den Ergebnissen der Oxacillin MHK-Bestimmung (Cormican et al., 1996; 

Huang et al., 1993; Marshall et al., 1998; McDonald et al., 1995; Wallet et al., 1996; 

Tenover et al., 1999). 

Beides führte dazu, das die NCCLS 1999 den geltenden Oxacillin MHK-Grenzwert für 

KNS von ≥ 4 auf ≥ 0,5 µg/ml senkte (Jorgensen et al., 1999), um eine verbesserte 

Sensitivität bei der Detektion einer Methicillinresistenz von KNS, insbesondere bei der 

Spezies S. epidermidis, zu erreichen. 

In Deutschland gilt hingegen sowohl für KNS als auch für S. aureus unverändert der 

Grenzwert der DIN von ≥ 2 µg/ml (DIN, 2000). Dieser Grenzwert wurde unabhängig von 

der DIN auch in einer amerikanischen Studie als empfehlenswert vorgeschlagen (York et 

al., 1995). 
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Tabelle 42: Oxacillin MHK-Grenzwerte für Resistenz bestimmt durch Mikrodilution 

µg/ml Norm der Vorgeschlagen in Studien 

≥ 0,5 NCCLS, seit 1/1999 Tenover et al., 1999; Marshall et al., 1998 

≥ 1  McDonald et al., 1995; Cormican et al., 1996 

≥ 2 DIN York et al.,1995 

≥ 4 NCCLS, bis 12/1998 

 

Verschiedene Studien kamen zu zum Teil einander widersprechenden Befunden bezüglich 

der Empfindlichkeit und Verlässlichkeit der Oxacillin MHK-Bestimmung. Auch wurden 

Diskrepanzen bei KNS zwischen dem Agardiffusionstest für Oxacillin oder der Oxacillin-

Agar-Platte einerseits und dem Nachweis von mecA andererseits beschrieben (Cormican et 

al., 1996; Huang et al., 1993; Marshall et al., 1998; McDonald et al., 1995; Wallet et al., 

1996; Tenover et al., 1999, York et al., 1996). 

In dieser Arbeit war der derzeit geltende Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS von ≥ 0,5 

µg/ml - ermittelt durch Mikrodilution gemäß den Empfehlungen der NCCLS (Tabelle 3) 

für eigentlich alle KNS-Spezies von eingeschränkter Spezifität von nur 12 %, aber von 

einer maximalen Sensitivität von 100 % (Horstkotte et al., 2001). Ein großer Teil der 

verminderten Spezifität ist jedoch durch falsch-positive Ergebnisse bei mecA-negativen 

Staphylokokken verursacht, die nicht der Spezies S. epidermidis angehören. 

Von dem aktuell geltenden Oxacillin MHK-Grenzwert der NCCLS ausgehend, führte die 

Oxacillin MHK-Bestimmung mit der Mikrodilution in der untersuchten Stammsammlung 

zu einer Fehleinschätzung von 66 aller 75 mecA-negativer KNS-Isolate als resistent 

gegenüber Oxacillin. Dies betraf 32 der 40 mecA-negativen S. epidermidis Isolate und 34 

der 35 mecA-negativen Nicht-S. epidermidis Isolate. Unter Zugrundelegen des alten 

Oxacillin MHK-Grenzwertes der NCCLS von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) würde nur ein mecA-

positiver S. epidermidis als empfindlich interpretiert und ein mecA-negativer S. kloosii 

wäre fälschlich als resistent klassifiziert worden, was sowohl eine ausgezeichnete 

Sensitivität von 99,2 % als auch eine Spezifität von 99,3 % ergeben hätte. 

Bei der Durchführung der Mikrodilution entsprechend den von Wiedemann (Wiedemann, 

1992) empfohlenen Kautelen (Tabelle 3) und der Bewertung der Testergebnisse anhand 

des nach DIN empfohlenen Oxacillin MHK-Grenzwertes von ≥ 2 µg/ml (DIN, 2000) 

(Tabelle 42) wurde 1 mecA-positiver S. saprophyticus mit einer Oxacillin MHK von 

1 µg/ml fälschlicherweise als empfindlich gegenüber Oxacillin bewertet, während falsch-
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positive Ergebnisse bei 5 der 75 mecA-negativen KNS-Isolate beobachtet wurden. Hierbei 

handelte es sich um je 1 mecA-negativen S. saprophyticus, S. cohnii und S. kloosii sowie 2 

mecA-negative S. epidermidis mit einer Oxacillin MHK von 2 µg/ml. Es ergab sich somit 

eine Sensitivität von 99,2 % und eine Spezifität von 93,3 %. 

In den durchgeführten Untersuchungen bewährten sich die konventionellen 

phänotypischen Verfahren, wenngleich das Tempo bei der Detektion einer 

Methicillinresistenz keine schnelle Befundmitteilung erlaubt. Es fand sich ein 

Inokulumeffekt für die Screeningplatten, wobei die Standardplatte mit 4 % NaCl und 6 

µg/ml Oxacillin bei 35° C und einem hohen Inokulum am besten abschnitt und nach 18 

bzw. 24 Stunden eine Sensitivität von 86,5 % und nach 48 Stunden von 99,2 % aufwies, 

bei einer Spezifität von 98,7 % nach 18 bzw. 24 Stunden und von 96 % nach 48 Stunden. 

In einigen anderen Untersuchungen bewährte sich der neue Grenzwert der NCCLS, wenn 

das Augenmerk auf S. epidermidis Isolate, als am häufigsten isolierten Infektionserreger, 

sowie S. haemolyticus und S. hominis gelegt wurde (National Committee, 2002; Tenover et 

al., 1999; Gradelski et al., 2001; Hussain et al., 1998), war aber wenig präzise bei seiner 

Bewertung von Isolaten der Spezies S. saprophyticus, S. lugdunensis, S. cohnii, S. warneri 

und S. xylosus (Tenover et al., 1999; Hussain et al., 2000b; Gradelski et al., 2001; Louie et 

al., 2001). 

Auch der Agardiffusionstest mit einem 1 µg Oxacillinplättchen schnitt sehr erfolgreich ab 

und wies unter NaCl-Supplementierung des Agar eine Sensitivität von bis zu 99 % auf und 

war auch mit 80 % bis fast 90 % auch bei üblicherweise kritischen Spezies wie S. 

saprophyticus oder S. lugdunensis vergleichsweise spezifisch. Modifikationen des 

getesteten Antibiotikums im Agardiffusionstest waren nicht zusätzlich hilfreich. 

 

Tabelle 43: Grenzwerte für Resistenz gegenüber Oxacillin im Agardiffusionstest 

  resistent intermediär sensibel 

DIN KNS und S. aureus 15 mm  16 mm 

 

NCCLS für KNS, aktuell 17 mm  18 mm 

 für S. aureus  10 mm 11-12 mm 13 mm 

 (für KNS bis 12/1998) 
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Baker et al., untersuchte den Effekt eines NaCl Zusatzes zum Testmedium für die 

Mikrodilution, die Agardilution und den E-Test an 133 KNS von 8 Spezies. Die beste 

Übereinstimmung mit dem Nachweis von mecA fand sich bei einem Zusatz von 2 % NaCl 

und wurde daher für die phänotypischen Methoden empfohlen. Ohne NaCl-Zusatz ergab 

sich eine schlechtere Sensitivität, während der Zusatz von 4 % oder 5 % NaCl zu Lasten 

einer schlechteren Spezifität ging (Baker et al., 1994). 

Knapp et al., untersuchte 47 ausgesuchte S. epidermidis, die sowohl genetisch (in der 

Hybridisierung mecA-positiv) als auch phänotypisch (Wachstum auf der Oxacillin-Agar-

Platte und Resistenz in der Mikrodilution) als Methicillin-resistent charakterisiert waren 

im Agardiffusionstest. Getestet wurde auf Mueller-Hinton-Agar bei 35° C für 24 Stunden 

und anschließend für weitere 24 Stunden bei 22° C mit einem Inokulum von 107 KBE 

sowie einem erhöhten Inokulum von 109 KBE. Die Sensitivität lag mit dem Inokulum von 

107 KBE nach 24 Stunden bei nur 87 % und erreichte nach 48 Stunden 89 %, während ein 

höheres Inokulum bereits nach 24 Stunden zu einer Sensitivität von 100 % führte (Knapp 

et al., 1994). 

McDonald et al., berichtete über eine trimodale Verteilung der Oxacillin MHK bei S. 

epidermidis mit einem hohen Prozentsatz von 31 % der Isolate, die eine Oxacillin MHK 

zwischen 0,5 und 2 µg/ml aufwiesen. Im Gegensatz dazu fand er in Übereinstimmung mit 

anderen Untersuchungen eine distinkte Oxacillin MHK Verteilung bei S. aureus, eine 

Spezies die entweder sehr resistent (MHK ≥ 8 µg/ml) oder sehr sensibel (MHK ≤ 0,5 

µg/ml) ist (Archer und Pennell, 1990; Ubukata et al., 1992; McDonald et al., 1995). An 37 

ausgewählten S. epidermidis Isolaten wurde der mecA-Nachweis durch Hybridisierung mit 

der Oxacillin MHK-Bestimmung und dem Agardiffusionstest mit einem 1 µg 

Oxacillinplättchen verglichen. Ein Grenzwert von ≥ 1 µg/ml zeigte für die S. epidermidis 

Isolate eine Sensitivität von 85,7 % und eine Spezifität von 100 %, ein Grenzwert von 0,5 

µg/ml hingegen eine Sensitivität von 100 % bei einer Spezifität von 87,5 %. Am besten 

zwischen mecA-positiven und mecA-negativen Isolaten trennte ein Hemmhofdurchmesser 

von ≥ 18 mm = sensibel (McDonald et al., 1995). 

Wallet et al., verglich den Nachweis von mecA mittels PCR mit dem Agardiffusionstest 

bei 100 KNS von 7 verschiedenen Spezies, wobei S. epidermidis mit 81 von 100 Isolaten 

eindeutig überwog. Getestet wurde entsprechend der Empfehlungen der NCCLS (1 µg 

Oxacillin, 24 Stunden, 35° C, Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl), wobei der zugrunde 

gelegte, für S. aureus empfohlene Grenzwert von ≥ 13 mm = sensibel sowohl für alle KNS 
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und auch nur für S. epidermidis betrachtet eine Sensitivität von 91 % und eine Spezifität 

von 83 % erbrachte (Wallet et al., 1996). 

York et al., testete 142 KNS von 11 verschiedenen Spezies, wobei 32 % der Isolate, 

verteilt auf 4 Spezies, mecA-positiv waren. Der Vergleich umfasste die mecA-PCR als 

Goldstandard, den Agardiffusionstest mit einem 1 µg Oxacillin Plättchen (Grenzwert ≥ 17 

mm = sensibel), getestet auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl Zusatz, die Oxacillin MHK-

Bestimmung in der Mikrodilution unter Zusatz von 2 % NaCl zur Mueller-Hinton-

Bouillon und die Oxacillin-Agar-Platte. Alle phänotypischen Verfahren wurden bei 35° C 

für 24 und 48 Stunden inkubiert. Es ergab sich für den Agardiffusionstest nach 24 bzw. 48 

Stunden eine Sensitivität von 84 % bzw. 82 % und eine Spezifität von 89 % bzw. 81 %. 

Die schlechte Spezifität war weitestgehend auf als intermediär oder resistent bewertete 

mecA-negative S. saprophyticus ohne Wachstum auf der Oxacillin-Agar-Platte 

zurückzuführen. Die Oxacillin-Agar-Platte schnitt bei der verlängerten Inkubation besser 

ab. Nach 24 ergab sich zwar nur eine Sensitivität von 70 %, lag aber nach 48 Stunden bei 

100 %. Die Spezifität lag zu beiden Zeitpunkten bei 100 %. Hinsichtlich der Sensitivität 

war die Oxacillin MHK-Bestimmung sowohl für eine Grenzwert von ≥ 4 µg/ml (50 % 

bzw., 77 %) als auch ≥ 2 mg/ml (68 % bzw., 89 %) der Agardiffusion und der Oxacillin-

Agar-Platte unterlegen. Jedoch betrug die Spezifität nach 24 Stunden jeweils 100 % und 

war nach 48 Stunden mit 97 % und 100 % nur geringfügig schlechter. Aufgrund des 

günstigeren Abschneidens des niedrigeren Grenzwertes von ≥2 mg/ml wurde dieser als 

geänderter Standard inauguriert. Auf alternative noch niedrigere Oxacillin MHK-

Grenzwerte von ≥1 und ≥ 0,5 µg/ml wurde nicht eingegangen. Nach 24 Stunden hätte sich 

jedoch eine Sensitivität von 88,9 % bzw. 91,1 % und eine Spezifität von 91,8 % und 80, 4 

% errechnet (York et al., 1996). 

Jarløv et al., untersuchte verschiedene Varianten des Agardiffusionstest zum Nachweis 

einer Methicillinresistenz bei 359 KNS aus mindestens 7 Spezies, wobei für 58 Isolate 

keine abschließende Identifizierung erfolgte. Als Referenzmethode fungierte der mecA-

Nachweis durch Southern Blot bei 164 der 359 Isolate sowie eine anhand des mecA-

Nachweises abgeglichene Methode der MHK-Bestimmung von Methicillin in der 

Agardilution für die übrigen 155 Isolate. Für die Testung eines 1 µg Oxacillin Plättchen 

auf Mueller-Hinton-Agar (Grenzwert ≥ 18 mm = sensibel) bei 35° C fand sich für die S. 

epidermidis Isolate nach 18 Stunden eine Sensitivität für die 95,7 % und nach 44 Stunden 

von 96,8 %. Die Sensitivität bei Nicht-S. epidermidis Isolaten lag mit 84,1 % zu beiden 
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Zeitpunkten deutlich niedriger. Die Spezifität war nach 18 Stunden höher als nach 44 

Stunden und lag bei S. epidermidis Isolaten bei 96,4 % bzw. 93,7 %. Auch hinsichtlich der 

Spezifität schnitten Nicht-S. epidermidis Isolate mit 91,9 % nach 18 Stunden und nur 85,6 

% nach 44 Stunden schlechter ab (Jarløv et al., 1997). 

Frebourg et al., verglich bei 76 mecA-positiven KNS (keine Speziesdifferenzierung) die 

mecA-PCR mit der Oxacillin-Agar-Platte (Inkubation bei 35° C für 48 Stunden) und dem 

Agardiffusionstest mit einem 5 µg Oxacillin Testplättchen (Mueller-Hinton-Agar ohne 

NaCl, 30° C, 48 Stunden). Als Grenzwert für sensibel wurden ≥ 20 mm zugrunde gelegt. 

Mit der Oxacillin-Agar-Platte wurden 4 von 76 und mit dem Agardiffusionstest 7 von 76 

Isolaten nicht detektiert, was eine Sensitivität von 94,7 % bzw. 90,8 % ergab (Frebourg et 

al., 1998). 

Hussain et al., untersuchte in einer weiteren Arbeit den Nachweis der Methicillinresistenz 

an 181 KNS von 7 Spezies, wobei das Hauptaugenmerk wiederum auf S. epidermidis mit 

132 Isolaten lag. Neben zwei älteren automatisierten Verfahren der antimikrobiellen 

Resistenztestung (Vitek 1 und MicroScan) wurde ein 1 µg Oxacillin Plättchen im 

Agardiffusionstest auf Mueller-Hinton-Agar (Grenzwert ≥ 18 mm = sensibel) und die 

Oxacillin-Agar-Platte mit dem Ergebnis einer mecA-PCR verglichen. Die beiden 

konventionellen Verfahren wurden bei 35° C für 24 und 48 Stunden inkubiert. Die 

Spezifität der beiden Verfahren lag zu beiden Untersuchungszeitpunkten bei 100 %, jedoch 

war die Oxacillin-Agar-Platte aufgrund ihrer besseren Sensitivität mit 66,7 % nach 24 

Stunden und 89,9 % nach 48 Stunden dem Agardiffusionstest mit einer Sensitivität von nur 

41,4 % bzw. 77,7 % überlegen. Als Strategie, um eine bessere Sensitivität bei der 

Detektion mecA-positiver Isolate zu erreichen wurde eine Kombination von verschiedenen 

phänotypischen Verfahren empfohlen (Hussain et al., 1998). 

Kohner et al., berichtete von der Testung von 58 KNS-Isolaten ohne nähere 

Speziesidentifizierung, deren mecA-PCR Resultat mit den phänotypischen Verfahren 

Agardilution, Agardiffusion und der Oxacillin-Agar-Platte bei der Detektion einer 

Methicillinresistenz verglichen wurde (Kohner et al., 1999). Der Agardiffusionstest mit 

einem 1 µg Oxacillinplättchen wurde bei 35° C untersucht. Je nach untersuchtem 

Testmedium ergab sich nach 24 Stunden eine Sensitivität von 90 % bzw. 86,2 % und nach 

48 Stunden von 93 %. Die Spezifität lag nach 24 Stunden bei jeweils 74 ,1 % und lag 

abhängig vom Hersteller des Mediums nach 48 Stunden bei 66,7 % bzw. 70,4 %. Der 

Oxacillin-Agar-Platte (4 % NaCl, 6 µg/ml Oxacillin) wies unter den 12 verschiedenen 
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Modifikationen nahezu immer eine Spezifität von 100 % auf, während die Sensitivität nach 

24 Stunden zwischen 40 % bis 70 % und nach 48 Stunden zwischen 63,3 % und 96,3 % 

lag. Es fand sich kein klarer Vorteil zwischen der Inkubation bei 30° C oder 35° C. In der 

Agardilution zeigte sich ein klarer Vorteil bezüglich der Sensitivität, wenn der Mueller-

Hinton-Agar mit 2 %, besser noch mit 4 % NaCl supplementiert wurde (Kohner et al., 

1999). 

In einer Multicenterstudie von 11 Laboratorien von Tenover et al., wurden anhand von 50 

ausgewählten KNS-Isolaten von 8 Spezies Modifikationen des Agardiffusionstest, die 

Oxacillin MHK-Bestimmung in der Mikrodilution und der Oxacillin-Agar-Platte mit der 

mecA-PCR verglichen (Tenover et al., 1999). Durch die Wahl eines Oxacillin MHK-

Grenzwertes für resistent von ≥ 0,5µg/ml statt ≥ 4 µg/ml stieg die Sensitivität mecA-

positive Isolate zu detektieren von 26 % bis 62 % auf 84 % bis 94 % an, andererseits sank 

die Spezifität dieser Methode von 98 % bis 100 % auf 73 % bis 81 % (Tenover et al., 

1999). Falsch klassifizierte Stämme waren bei mecA-positiven Isolaten selten, das 

Hauptproblem lag in einer Reihe von falsch-positiven Resultaten bei mecA-negativen S. 

warneri, S. saprophyticus, S. lugdunensis und S. capitis Isolaten (Tenover et al., 1999). 

Mit der Intention, durch einen neuen Grenzwert mecA-positive S. epidermidis optimal 

aufzuspüren wurde eine Änderung des geltenden Grenzwertes vorgeschlagen (Tenover et 

al., 1999), der von der NCCLS auch übernommen wurde (Jorgensen et al., 1999; National 

Committee, 2002). 

Ein wichtiger Aspekt, der eine Reihe von Unterschieden zwischen den Studien erklären 

könnte, war der bemerkte Einfluss des Mediums auf die Ergebnisse der Oxacillin MHK. 

Während dieser Effekt für mecA-negative S. epidermidis vernachlässigbar war, zeigte sich 

eine signifikante Varianz bei allen mecA-positiven Isolaten, sowie den mecA-negativen 

Isolaten von anderen KNS-Spezies außer S. epidermidis. 

Als ein weiterer Faktor, der die Detektion der Methicillinresistenz bei KNS erschweren 

könnte, wurde beobachtet, dass viele teilnehmende Labore unabsichtlich ein niedrigeres 

Inokulum als empfohlen einsetzten. Vor dem Hintergrund der oftmals sehr heterogenen 

Expression der Methicillinresistenz bei KNS könnte dies eine Möglichkeit sein, die 

Sensitivität der Nachweisverfahren zu verbessern. Ein solcher Inokulumeffekt ließ sich 

auch in der vorliegenden Arbeit beim Vergleich der Oxacillin MHK-Bestimmung 

beobachten. 

Anhand der Ergebnisse der mecA-PCR und der Oxacillin MHK-Bestimmung - unter 



 113

Zugrundelegen des neuen Grenzwerts - wurde nach dem am besten korrelierenden 

Grenzwert für den Agardiffusionstest gesucht. Am günstigsten schnitt ein 

Hemmhofdurchmesser für sensibel von ≥ 18 mm sensibel ab. Auch dieser Vorschlag 

wurde von der NCCLS übernommen (National Committee, 2002; Jorgensen et al., 1999), 

wobei auch im Agardiffusionstest dieselben Spezies-abhängigen Probleme, wie für die 

Oxacillin MHK-Bestimmung beschrieben, auftraten (Tenover et al., 1999). 

Die Oxacillin-Agar-Platte - inkubiert bei 35° C - wies eine unbefriedigende Sensitivität 

nach 24 Stunden für S. epidermidis Isolate mit Werten zwischen 15,7 % und 62,6 % und 

für Nicht-S. epidermidis Isolate mit Werten zwischen 45 % und 59,2 % auf. Auch nach 48 

Stunden ließen sich eine maximale Sensitivität von nur 81,3 % bzw.73,3 % erreichen. Dies 

führte zu der Empfehlung generell keine Oxacillin-Agar-Platte bei KNS zu verwenden 

(Tenover et al., 1999). Im Gegensatz dazu schnitt die Oxacillin-Agar-Platte in einer Studie 

von York (York et al., 1996) und in meiner Untersuchung vorteilhaft ab. 

Hussain et. al. beobachtete, dass bei 70 von 74 mecA-negativen Isolaten der fünf Spezies 

S. saprophyticus, S. lugdunensis, S. cohnii, S. warneri und S. xylosus die mit dem 

Verfahren der Agardilution bestimmte Oxacillin MHK ≥ 0,5 µg/ml lag. Andererseits 

klassifizierte der neue NCCLS Grenzwert 147 mecA-negative sowie 233 mecA-positive 

Isolate der Spezies S. epidermidis, S. haemolyticus und S. hominis zu 100 % richtig. Auch 

bei den Spezies S. schleiferi, S. capitis und S. simulans wurden keine falsch-positiven 

Ergebnisse beobachtet. Es wurden allerdings nur 29 mecA-negative Isolate dieser drei 

letztgenannten Spezies untersucht (Hussain et al., 2000b). Wäre in dieser Arbeit der alte 

Grenzwert der NCCLS von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) angelegt worden, hätte dieses Vorgehen 

insbesondere die Sensitivität in der Detektion mecA-positiver S. epidermidis (17 von 164) 

und mecA-positive S. hominis (8 von 44) beeinträchtigt. Auch 2 mecA-positive S. 

saprophyticus und 1 mecA-positiver S. cohnii wäre nicht erkannt worden. Die Spezifität 

hätte jedoch bei den 493 KNS von insgesamt 11 Spezies 100 % betragen. Wäre der in 

Deutschland geltende Grenzwert von ≥ 2 µg/ml als Richtschnur dieser Untersuchung 

herangezogen worden, hätte sich eine Sensitivität 92,6 % und Spezifität von 96 % ergeben. 

Die beobachteten Fehler waren abhängig von der KNS-Spezies. Falsch-negative 

Ergebnisse hätten aus dem fehlenden Erkennen einer Methicillinresistenz bei 11 von 164 

mecA-positiven S. epidermidis und bei 5 von 44 mecA-positiven S. hominis resultiert. 

Falsch-positive Beurteilungen wären bei 9 mecA-negativen S. cohnii mit einer Oxacillin 

MHK von 2 µg/ml, sowie 1 mecA-negativer S. saprophyticus mit einer Oxacillin MHK 
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von 0,5 µg/ml aufgetreten (Hussain et al., 2000b). 

Graham et al., verglich die Detektion einer Methicillinresistenz durch den 

Agardiffusiontest sowie E-Test mit dem Nachweis des mecA Gens mittels PCR. 42 nicht 

näher identifizierte KNS (33 mecA-positive und 9 mecA-negative Isolate) wurden auf 

Columbia-Agar (ohne und mit 2 % NaCl) mit einem 1 µg Oxacillin Testplättchen, einem 5 

µg Methicillinplättchen und Methicillin E-Test untersucht. Für das 1 µg Oxacillin 

Testplättchen ergab sich unabhängig von einer Supplementierung des Agar mit NaCl 

sowohl nach 24 Stunden als auch nach 48 Stunden eine Sensitivität von 97 %, wenn ein 

Grenzwert von ≤ 15 mm = resistent gewählt wurde. Mit einem Grenzwert von ≤ 14 mm = 

resistent wies auch das 5 µg Methicillin Testplättchen eine Sensitivität von 97 % in der 

Mehrzahl der gewählten Untersuchungsbedingungen auf, wobei ohne NaCl-Zusatz im 

Columbia-Agar nach 24 Stunden nur eine Sensitivität von 78,8 % bestand. Für die 

Detektion einer Methicillinresistenz war der Methicillin E-Test dem Agardiffusiontest 

unterlegen, wobei der Effekt einer Supplementierung des Agar mit NaCl nicht untersucht 

wurde. Die Spezifität der drei Verfahren war vergleichbar und bewegte sich zwischen 

88,9 % nach 48 Stunden und ohne NaCl im Medium und 100 % nach 24 Stunden auf 

NaCl-supplementiertem Columbia-Agar (Graham et al., 2000). 

Gradelski et al., verglich den Nachweis von mecA mittels PCR mit der Bestimmung der 

Oxacillin MHK in der Agardilution bei 287 KNS von 9 Spezies. Der aktuelle Grenzwert 

der NCCLS von ≥ 0,5 µg/ml wies bei den 114 mecA-positiven Isolaten der Spezies S. 

epidermidis, S. haemolyticus, S. hominis, S. warneri, S. simulans und S. capitis eine 

Sensitivität von 100 % auf. Die Spezifität bei den 91 Isolaten dieser Spezies war nur bei S. 

epidermidis und S. haemolyticus mit 100 % sehr gut, während er bei den übrigen 4 Spezies 

zwischen 64 % und 35 % lag. Deutlich schlechter lag die Spezifität mit Ergebnissen 

zwischen 0 % und 16 % bei den 82 mecA-negativen Isolaten aus der S. saprophyticus-

Gruppe. Der ehemalige Grenzwert der NCCLS von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) hätte eine 

deutlich gesteigerte Spezifität ergeben, wobei diese für S. capitis (50 %) und S. cohnii (70 

%) noch nicht befriedigend gewesen wäre. Die übrigen Spezies wiesen eine Spezifität 

zwischen 94 % und 100 % auf. Als Nachteil dieses hohen Grenzwertes wären Abstriche in 

der Detektion mecA-positiver S. epidermidis und S. hominis mit einer Sensitivität von nur 

noch 87 % bzw. 61 % zu nennen. Bei Zugrundelegen des in Deutschland geltenden 

Grenzwertes von ≥ 2 µg/ml ließe sich die Sensitivität bei den aus klinischem Material 

häufig isolierten Spezies S. epidermidis und S. hominis auf 98,7 % bzw. 92,3 % anheben, 
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während die Spezifität im Vergleich zum Grenzwert von ≥ 4 µg/ml unverändert hoch 

bliebe (Gradelski et al., 2001). 

Louie et. al. untersuchte 200 KNS aus 12 verschiedenen Spezies, wobei auch eine größere 

Zahl von kritischen Spezies wie S. saprophyticus (n=37), S. capitis (n=10), S. warneri 

(n=10) und S. lugdunensis (n=3) in der Studienpopulation vorlag. Bei einer 

Inkubationstemperatur von 35° C wurden der Agardiffusionstest mit einem 1 µg Oxacillin 

Plättchen auf Mueller-Hinton-Agar (Grenzwert ≥ 18 mm = sensibel), die Oxacillin MHK-

Bestimmung in der Mikrodilution mit 2 % NaCl Zusatz sowie die Oxacillin-Agar-Platte 

nach 24 Stunden im Vergleich zum Ergebnis der mecA-PCR ausgewertet. Die Oxacillin-

Agar-Platte schnitt mit einer Sensitivität von 100 % und einer Spezifität von 99 % 

überlegen ab, während der Agardiffusionstest und die Oxacillin MHK mit einer 

Sensitivität von 98 % bzw. 100 %, aber einer Spezifität von 62 % und 60 % schlechtere 

Ergebnisse lieferte. Der Grenzwert der Oxacillin MHK-Bestimmung von ≥ 0,5 µg/ml 

zeitigte falsch-positive Ergebnisse bei allen mecA-negativen S. saprophyticus und S. 

lugdunensis, aber auch 2 S. capitis, 2 S. warneri und 1 S. xylosus. Als Ausweg wurde 

vorgeschlagen S. saprophyticus und S. lugdunensis Isolate bei der Bewertung von 

Oxacillin MHK Ergebnissen auszuklammern. Aus den Daten ließe sich jedoch noch ein 

weiterer Weg ableiten. Ein Grenzwert von ≥ 2 µg/ml hätte eine Sensitivität von 90,5 % 

und eine Spezifität von 98,3 % ergeben. 7 mecA-positive S. epidermidis und 1 mecA-

positiver S. sciuri wären nicht detektiert worden, wobei mecA bei allen S. sciuri zu 

detektieren, aber nie funktionell aktiv ist. Falsch-positive Resultate hätte der von der DIN 

empfohlene Grenzwert nur bei je einem mecA-negativen S. epidermidis und S. capitis 

erbracht (Louie et al., 2001). 

Martinez et al., beobachtete für den Agardiffusionstest eine Sensitivität von 97,6 % und 

eine Spezifität von 88,2 % bei der Detektion der Methicillinresistenz im Vergleich zur 

mecA-PCR. Getestet wurden 202 KNS-Isolate von 11 Spezies, wobei die Mehrheit mit 155 

Isolaten S. epidermidis, gefolgt von S. hominis (n=15) und S. haemolyticus (n=10) 

darstellte, mit einem 1 µg Oxacillin Plättchen auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl Zusatz 

bei 35° C für 24 Stunden. Zugrunde gelegt wurde entsprechend den Kriterien der NCCLS 

ein Grenzwert von ≥ 18 mm = sensibel. Falsch-positive Resultate fanden sich bei 9 der 76 

mecA-negativen Isolaten, nämlich Isolaten der Spezies S. saprophyticus, S. lugdunensis, S. 

cohnii, S. sciuri und S. capitis, während die drei nicht detektierten mecA-positiven Isolate 

den Spezies S.epidermidis und S. hominis angehörten (Martinez et al., 2001). 
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Yamazumi et al., verglich an 123 ausgewählten KNS, die 8 verschiedene Spezies 

umfassten, den Nachweis einer Methicillinresistenz mittels mecA-PCR mit der 

Bestimmung der Oxacillin MHK in der Mikrodilution. Alle 95 mecA-positiven Isolate 

wurden aufgrund eines Oxacillin MHK-Grenzwertes von ≥ 0,5 µg/ml korrekt als 

Methicillin-resistent beurteilt, während 6 mecA-negative Stämme (jeweils 2 S. 

saprophyticus, 2 S. lugdunensis und 2 S. warneri) mit einer Oxacillin MHK zwischen 0,5 

und 2 µg/ml fälschlich als resistent klassifiziert wurden. Dies resultierte in einer 

Sensitivität für den gewählten Grenzwert von 100 %, aber einer Spezifität von nur 78,5 %. 

Die Verteilung der Oxacillin MHK Ergebnisse wurde nicht detailliert dargestellt, so dass 

alternative Grenzwerte sich nicht berechnen ließen, aber mindestens 2 mecA-positive 

Isolate wiesen nur eine Oxacillin MHK von 1 µg/ml auf (Yamazumi et al., 2001a). 
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Tabelle 44: Untersuchungen zu phänotypischen Nachweisverfahren für die Methicillinresistenz bei Koagulase-negative Staphylokokken 

Autor Jahr Isolate untersuchte KNS Goldstandard verglichene Methode   

Baker 1994 133 8 Spezies mecA, Mikrodilution Mikrodilution, Agardilution, E-Test 

Knapp 1994 47 S. epidermidis mecA ,OAS*1, Populations- Vitek, Agardiffusion  

    Analyse, Mikrodilution (Inokulum 107 und 109 CFU) 

McDonald 1995 37 S. epidermidis mecA Mikrodilution 

Wallet 1996 100 7 Spezies mecA Agardiffusion, Agardilution 

York 1996 142 11 Spezies mecA Mikrodilution, Agardiffusion, OAS 

Jarløv 1997 359 KNS mecA Agardilution, Agardiffusion 

Frebourg 1998 76 KNS mecA OAS, E-Test, Agardiffusion, Vitek 

Hussain 1998 181 7 Spezies mecA Agardiffusion, OAS, Vitek 

Kohner 1999 58 KNS mecA Agardiffusion, Agardilution, OAS 

Tenover 1999 50 8 Spezies mecA Agardiffusion, Mikrodilution, OAS 

Hussain 2000b 454 11 Spezies mecA Agardilution 

Graham 2000 42 KNS mecA Agardiffusion, E-Test  

Gradelski 2001 287 9 Spezies mecA Agardilution 

Louie 2001 200 12 Spezies mecA Agardiffusion, Mikrodilution, OAS,  

     E-Test, PBP2a-Nachweis*2 

Martinez 2001 202 11 Spezies mecA Agardiffusion, Vitek 

Yamazumi 2001a 123 8 Spezies mecA Mikrodilution, Vitek, PBP2a-Nachweis 

*1 OAS = Oxacillin-Agar-Platte, *2 PBP2a-Nachweis mittels des Latexagglutinationstest
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Möglicherweise ist ein differenzierter, von der gefundenen KNS-Spezies abhängiger 

Oxacillin MHK-Grenzwerts geeigneter, der für S. saprophyticus und S. lugdunensis bei ≥ 2 

µg/ml (Hussain et al., 2000b; Tenover et al., 1999; York et al., 1996) und bei ≥ 0,5 µg/ml 

für S. epidermidis (National Committee, 2002; Marshall et al., 1998) liegen könnte. 

Diese Idee findet ihr Korrelat in den Ergebnissen von einer Stammsammlung von 83 S. 

saprophyticus Isolaten. Mittels Mikrodilution, Agardilution und auch Oxacillin MHK-

Bestimmung mit dem Vitek1® fand sich eine Oxacillin MHK von 0,5 µg/ml bei 73 von 83, 

77 von 83 oder 81 von 83 mecA-negativen Isolaten (Ramotar et al., 2001). Zwar gab es 

eine gute Korrelation zwischen den genannten Methoden, doch unter Zugrundelegen des 

aktuellen Oxacillin MHK-Grenzwert hätte die Mehrheit dieser mecA-negativen Isolate (81 

in der Agardilution oder dem Vitek1® und 76 in der Mikrodilution) als resistent eingestuft 

werden müssen (Ramotar et al., 2001). Ein Grenzwert von ≥ 2 µg/ml hingegen, wie ihn die 

DIN (DIN, 2000) vorsieht, hätte für die drei Verfahren eine Spezifität von jeweils 100 % 

ergeben. 

In der gleichen Untersuchung wurde auch das Abschneiden eines 1 µg Oxacillin Plättchens 

auf Mueller-Hinton-Agar ohne NaCl bei 35° C untersucht. Auch hier ergab sich eine sehr 

schlechte Spezifität. Ein Hemmhofdurchmesser von ≤ 17 mm = resistent bzw. von ≤ 12 

mm = nicht sensibel hätte 83 von 83 bzw. 71 von 83 der mecA-negativen Stämme 

fälschlicherweise als Methicillin-resistent klassifiziert. 

Dies deckt sich mit den Beobachtungen anderer Untersucher, die mit konventionellen als 

auch automatisierten Testverfahren wie dem Vitek1® - insbesondere mit den Spezies S. 

saprophyticus und S. lugdunensis - falsch-positive Resultate erhielten (Louie et al., 2001; 

Hussain et al., 1998; Martinez et al., 2001; Yamazumi et al., 2001a). Anderseits wurden 

beim Vitek1® auch abweichende Resultate zwischen der PCR für mecA und dem Vitek1® 

Ergebnis vereinzelt bei S. cohnii, S. sciuri und S. capitis Isolaten beobachtet (Martinez et 

al., 2001). 

Die Richtlinien der NCCLS empfehlen seit 2001 die routinemäßige 

Empfindlichkeitsprüfung von S. saprophyticus Stämmen gegenüber Oxacillin nicht mehr, 

weil unkomplizierte Harnwegsinfektionen in der Regel auf eine Therapie mit 

Trimethoprim/Sulfamethoxazole oder Fluorchinolonen gut ansprechen (National 

Committee, 2002). 

Aber weder der Ausschluss von S. saprophyticus und S. lugdunensis Isolaten von der 

Analyse, noch die vor kurzem publizierte Empfehlung der NCCLS alle KNS-Isolate, die 
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Nicht-S. epidermidis sind und schwere Infektionen verursachen, auf das Vorhandensein 

von PBP2a oder mecA zu testen, und alle diejenigen Isolate, denen diese Marker fehlen, als 

empfindlich für Oxacillin zu betrachten, beantworten die Frage nach dem optimalen 

Oxacillin MHK-Grenzwert. 

So gehörten in dieser Untersuchung bei der Evaluation des BD Phoenix™ 11 der 26 mecA-

negativen Isolate mit einer Oxacillin MHK von 0,5 bis 2 µg/ml zu der Spezies S. 

epidermidis, während der Latexagglutinationstest für PBP2a sowohl in der vorgelegten 

Untersuchung als auch in anderen Studien durch falsch-positive Resultate bei mecA-

negativen S. warneri, S. lugdunensis, S. simulans und S. hominis Isolaten, nicht jedoch bei 

S. epidermidis Isolaten, auffiel (Andrews et al., 2000; Horstkotte et al., 2001; Udo et al., 

2000; Zbinden et al., 2001; Hussain et al., 2000a). 

Die molekularen Grundlagen einer verminderten Empfindlichkeit gegenüber Oxacillin bei 

mecA-negativen KNS Stämmen wie z. B. bei S. lugdunensis oder S. saprophyticus liegen 

noch weitgehend im Dunkeln und bedürfen weitergehender Untersuchungen. Als ein 

Erklärungsansatz wurde eine Veränderung von anderen Penicillin-bindenden Proteine als 

PBP2a, wie für einzelne KNS-Isolate der Spezies S. haemolyticus und S. saprophyticus 

gezeigt, postuliert (Suzuki et al., 1992; Tenover et al., 1999). 

Es stellt sich daher erstens die Frage, ob bei dieser Konstellation eine Empfindlichkeit des 

entsprechenden Stammes für Oxacillin und andere Staphylokokken-wirksame 

Isooxazylpenicilline wirklich besteht und zweitens ist die Frage offen, ob Penicillinase-

feste Penicilline erfolgreich in der Therapie einer schweren Infektion, verursacht durch 

solche mecA-negativen KNS-Isolate mit einer Oxacillin MHK zwischen 0,5 bis 2 µg/ml, 

eingesetzt werden können (Tenover et al., 1999). 

Klinische Studien zur Frage der optimalen Therapie von S. lugdunensis Infektionen sind 

erforderlich. S. lugdunensis gilt mittlerweile als wichtiger Erreger bei der Endokarditis an 

nativen, wie auch an künstlichen Herzklappen (Mylonakis und Calderwood, 2001). Wie 

optimal eine komplizierte Harnwegsinfektion, eine Pyelonephritis oder eine Sepsis durch 

S. saprophyticus zu therapieren ist, wäre ebenfalls in klinischen Studien zu prüfen. 
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5. 5. Empfehlungen aufgrund der vorgelegten Arbeit 

Im Agardiffusionstest sollten Oxacillin [1 µg] und [5 µg] sowie Cefoxitin [30 µg] auf 

Mueller-Hinton-Agar mit Zusatz von 4 % NaCl bei 35 °C für 24 Stunden getestet werden. 

Als Grenzwerte für Resistenz sind ≤ 17 mm für Oxacillin 1 µg, ≤ 15 mm für Oxacillin 5 µg 

und ≤ 25 mm für Cefoxitin zu empfehlen. 

Die Testung mit Oxacillin [1 µg] wies eine Sensitivität von 99,2 % bei allen untersuchten 

KNS auf; die Spezifität war speziesabhängig. Bei S. epidermidis lag sie bei sehr guten 97,5 

%, aber bei anderen Spezies nur bei 80 %. 

Um dies Problem zu kompensieren wird die Testung mit Oxacillin [5 µg] und Cefoxitin 

[30 µg] parallel durchgeführt. Die Spezifität war mit 100 % bzw. 98,7 % bei allen KNS 

ausgezeichnet, aber die Sensitivität war speziesabhängig. Schlechte Resultate ergaben sich 

mit 75,5 % bzw. 82,4 % für S. epidermidis, lag aber für andere Spezies bei jeweils 100 %. 

 

Die Oxacillin-Agar-Platte (4 % NaCl, 6 µg/ml Oxacillin) sollte bei 35 °C statt 30 °C 

bebrütet werden. Zum Ausschluss einer Methicillinresistenz sollte bei der Spezies S. 

epidermidis für bis zu 48 Stunden bebrütet werden, da die Sensitivität nach 18 oder 24 

Stunden mit jeweils 84,3 % unbefriedigend war und erst nach 48 Stunden 99 % erreichte. 

Die Spezifität lag andererseits bei 97,5 %. Bei anderen Spezies lag die Sensitivität bereits 

nach 18 Stunden bei 95,8 % bei einer Spezifität von 100 %. 

 

Screeningplatten mit verschiedenen NaCl- und Oxacillinkonzentrationen, die durch 

„Spot” Inokulation beimpft und bei 35 °C bebrütet wurden, sind eine interessante 

Ergänzung zum Erkennen einer Methicillinresistenz bei Koagulase-negativen 

Staphylokokken. Am günstigsten schnitt Mueller-Hinton-Agar ab, der mit 4 % NaCl, aber 

nur 1 µg/ml Oxacillin supplementiert wurde. Zwar liegt das Inokulum niedriger als bei der 

Oxacillin-Agar-Platte mit 4 % NaCl und 6 µg/ml Oxacillin, aber bereits nach 18 Stunden 

wurden ca. 96 % der mecA-positiven Isolate erkannt bei einer Spezifität für S. epidermidis 

von 97,5 % und für andere Spezies von 91,4 %. 

 

Die Aussagekraft der minimalen Hemmkonzentration (MHK) für das Vorliegen einer 

Methicillinresistenz bei KNS hängt entscheidend von dem zugrunde gelegten, international 

divergierenden Grenzwert ab. 
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Für die Bewertung der minimalen Hemmkonzentration (MHK) sollte als Kriterium für 

Resistenz sollte ein Grenzwert von ≥ 4 µg/ml (Tabelle 42) gewählt werden. 

Unter diesen Bedingungen wies die MHK eine Sensitivität für 1. alle KNS-Isolate, 2. S. 

epidermidis Isolate oder 3. Nicht-S. epidermidis Isolate von 99,2 %, 99 % und 100 % auf, 

während die Spezifität bei 99,3 %, 100 % und 97,1 % lag. 

Bei der Testdurchführung mit einem geringeren Inokulum (Wiedemann, 1992) wies der 

von der DIN empfohlene Oxacillin MHK-Grenzwert für Resistenz von ≥ 2 µg/ml (DIN, 

2000) bei guter Spezifität die höchste Sensitivität auf, aber ein Grenzwert von ≥ 4 µg/ml 

schnitt insgesamt besser ab, wobei dieser eine ausgezeichnete Spezifität von 100 %, aber 

eine etwas schlechtere Sensitivität aufwies. 

 

VITEK®2 und BD Phoenix™ 

Ein Grenzwert von ≥ 4 µg/ml schnitt auch bei der Oxacillin MHK-Bestimmung des 

VITEK®2 mit einer Sensitivität von 97,5 % und einer Spezifität von 97,3 % am besten ab. 

Auch für das BD Phoenix™ lagen für diesen Grenzwert die Sensitivität und Spezifität mit 

96,7 % und 100 % hervorragend. Eine etwas bessere Sensitivität von 99,2 % bei einer 

verschlechterten Spezifität von 94,6 % ergab sich mit einem Grenzwert von ≥ 2 µg/ml.  

Die viel versprechenden Ergebnissen der beiden automatisierten Verfahren machen sie - 

insbesondere bei hohem Probenaufkommen - zu einer interessanten, aber im Vergleich zu 

den konventionellen phänotypischen Verfahren, teuren Option. Sie bieten jedoch den 

Vorteil einer sehr umfangreichen antimikrobiellen Resistenzbestimmung. Diese Geräte 

können darüber hinaus im Vergleich mit konventionellen phänotypischen Verfahren, die 

bis zu 48 Stunden benötigten, die mikrobiologische Diagnostik beschleunigen. 

Bezüglich der Analysegeschwindigkeit war das VITEK®2 dem BD Phoenix™ in der 

durchgeführten Untersuchung überlegen. Ersteres ermöglichte einige Stunden früher und 

in einem größeren Prozentsatz eine verlässliche Aussage, ob eine Methicillinresistenz 

vorliegt. So lieferte das VITEK®2 die Ergebnisse des OR Testes, aber auch der Oxacillin 

MHK-Bestimmung, sehr rasch, was eine Beurteilung nach nur 8 Stunden von ungefähr 

80% der Isolate bezüglich des Vorhandenseins einer Methicillinresistenz erlaubte. 

Mit den PMIC/ID6 Testkarten des BD Phoenix™ ist andererseits eine parallele 

Speziesidentifizierung möglich. 
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Der Nachweis des Penicillin-bindenden Proteins 2a durch den kommerziellen 

Latexagglutinationstest (MRSA-Screen, Denka Seiken, Niigata, Japan) sollte im klinisch-

mikrobiologisches Labor etabliert werden. 

Unter Einschluss auch schwach positiver Latexagglutinationsergebnisse wies der Test eine 

Sensitivität für 1. alle KNS-Isolate, 2. S. epidermidis Isolate oder 3. Nicht-S. epidermidis 

Isolate von 98,4 %, 98 % und 100 % und eine Spezifität von 89,3 %, 100 % und 77,1 % 

auf. 

Eine Induktion der KNS mit Oxacillin zur Steigerung der PBP2a Expression wird nicht 

empfohlen, hingegen die Verwendung eines hohen Inokulum (gut gefüllte Einmalöse, die 

Trübung der Suspension in Extraktionspuffer 1 entsprach mindestens McFarland 6). 

Im Vergleich ist die Information über das Vorliegen einer Methicillinresistenz am 

schnellsten, bei sehr hoher Verlässlichkeit, mit dem Latexagglutinationstest mit Nachweis 

von PBP2a zu erzielen. Nach spätestens 30 Minuten ist eine Aussage möglich. 

 

Eine Speziesidentifizierung von Koagulase-negativen Staphylokokken ist für die 

Einschätzung, ob eine Methicillinresistenz vorliegt sehr hilfreich. Insbesondere mecA-

negative Isolate der Spezies S. lugdunensis, S. saprophyticus, S. cohnii, S. warneri und S. 

xylosus weisen eine kritische Oxacillin MHK von 0,5 bis 2 µg/ml auf oder zeigen falsch-

positive Resultate beim Nachweis von PBP2a. Die Speziesidentifizierung ist auch wegen 

der unterschiedlichen Pathogenität der verschiedenen KNS-Spezies empfehlenswert. 

 

Als Goldstandard muss weiterhin der Nachweis von mecA gelten. Alle konventionellen 

phänotypischen Verfahren, automatisierten Systeme und auch der Nachweis von PBP2a 

weisen Limitationen auf. Anzustreben ist daher die Etablierung einer PCR für mecA im 

klinisch-mikrobiologischen Labor, wobei die Verwendung eines LightCyclers den 

Untersuchungsablauf deutlich beschleunigen würde. 
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6. ZUSAMMENFASSUNG 

Der Einsatz von aus polymeren Kunststoffen gefertigten Fremdkörpern in der modernen 

Medizin führte trotz der niedrigen Virulenz der meisten KNS-Spezies in den letzten Jahren 

zu einem massiven Anstieg der Inzidenz von nosokomialer Sepsis und Fremdkörper-

assoziierten Infektionen. Heute gehören KNS zu den fünf am häufigsten gefundenen 

Erregern nosokomialer Infektionen. 

Der wichtigste Resistenzmechanismus der KNS ist die Methicillinresistenz, die bei der 

Mehrzahl (60-70 %) der klinischen KNS-Isolate vorliegt. Die Methicillinresistenz wird 

durch mecA, das strukturelle Gen für die Synthese des Penicillin-bindenden Proteins 2a 

vermittelt und führt zu einer Resistenz gegenüber allen ß-Laktam-Antibiotika. Der 

sensitive und spezifische Nachweis einer Methicillinresistenz ist daher unverzichtbar, um 

eine gezielte antibiotische Therapie von Infektionen durch Koagulase-negative 

Staphylokokken durchzuführen. 

Die phänotypische Detektion der Methicillinresistenz bei KNS ist wegen der heterogenen 

Expression von mecA schwierig und beruht auf modifizierten Kulturbedingungen, wie dem 

Zusatz von NaCl, um die Expression der Methicillinresistenz zu erhöhen. An einem 

Kollektiv von klinischen Isolaten Koagulase-negativer Staphylokokken wurde die 

Empfindlichkeit und Verlässlichkeit der konventionellen phänotypischen 

Nachweisverfahren Oxacillin-Agar-Platte, der Agardiffusionstest und die MHK-

Bestimmung durch Mikrodilution, mit modernen automatisierten Systemen zur 

antimikrobiellen Resistenztestung, wie sie zunehmend in die klinisch-mikrobiologische 

Diagnostik Einzug halten, und dem immunologischen Nachweis des Penicillin-bindenden 

Proteins 2a (PBP2a) als Marker für das Vorliegen einer Methicillinresistenz verglichen. 

Als Referenzmethode diente die genotypische Charakterisierung der Isolate mittels der 

Polymerasekettenreaktion (PCR) für das Vorliegen des die Methicillinresistenz 

kodierenden mecA Gens. 

Aus der vergleichenden Untersuchung der verschiedenen Nachweismethoden sowie ihren 

möglichen Modifikationen ergaben sich optimale Testbedingungen für den Nachweis einer 

Methicillinresistenz bei Koagulase-negativen Staphylokokken. Die Empfehlungen (siehe 

5.5.) für das klinisch-mikrobiologischen Labor sind im Rahmen der Diskussion dargestellt. 

Ebenso wurden Schwachpunkte der Nachweisverfahren sowie der für die Bewertung 

zugrunde gelegten Kriterien wie MHK-Grenzwerte und Hemmhofdurchmesser aufgezeigt. 
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