
 
 

 
 

Aus dem Institut für Tier- und Umwelthygiene 
des Fachbereichs Veterinärmedizin 

der Freien Universität Berlin 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Induktion von Desinfektionsmittelresistenzen und 

Co-Induktion von Antibiotikaresistenzen bei Escherichia coli 

und Enterococcus spp. aus Nutztierhaltungen 

 
 
 
 
 
 

 
 
 

Inaugural-Dissertation 
zur Erlangung des Grades eines 
Doktors der Veterinärmedizin 

an der 
Freien Universität Berlin 

 
 
 
 
 
 

vorgelegt von 
Katrin Zimmermann (geb. Lohmann) 

Tierärztin 
aus Berlin 

 
 
 

Berlin, 2012 
 
 
 

Journal-Nr.: 3625 



Gedruckt mit Genehmigung des Fachbereichs Veterinärmedizin 

der Freien Universität Berlin 

 
 
Dekan:   Univ.-Prof. Dr. Jürgen Zentek 

Erster Gutachter:  Univ.-Prof. Dr. Uwe Rösler 

Zweiter Gutachter:   Univ.-Prof. Dr. Thomas Alter 

Dritter Gutachter:  PD Dr. Rüdiger Hauck 

 
 
Deskriptoren (nach CAB-Thesaurus):  
disinfectants, resistance, Escherichia coli, Enterococcus, antibiotics, drug resistance 
 
 
Tag der Promotion: 26.06.2013 
 

 

 

 

Bibliografische Information der Deutschen Nationalbibliothek 
Die Deutsche Nationalbibliothek verzeichnet diese Publikation in der Deutschen 
Nationalbibliografie; detaillierte bibliografische Daten sind im Internet über 
<http://dnb.ddb.de> abrufbar. 
 

ISBN:   978-3-86387-335-6 
Zugl.: Berlin, Freie Univ., Diss., 2012 
Dissertation, Freie Universität Berlin 
D 188 

 

Dieses Werk ist urheberrechtlich geschützt. 
Alle Rechte, auch die der Übersetzung, des Nachdruckes und der Vervielfältigung des Buches, oder 
Teilen daraus, vorbehalten. Kein Teil des Werkes darf ohne schriftliche Genehmigung des Verlages in 
irgendeiner Form reproduziert oder unter Verwendung elektronischer Systeme verarbeitet, 
vervielfältigt oder verbreitet werden. 
 

Die Wiedergabe von Gebrauchsnamen, Warenbezeichnungen, usw. in diesem Werk berechtigt auch 
ohne besondere Kennzeichnung nicht zu der Annahme, dass solche Namen im Sinne der 
Warenzeichen- und Markenschutz-Gesetzgebung als frei zu betrachten wären und daher von 
jedermann benutzt werden dürfen. 
 

This document is protected by copyright law. 
No part of this document may be reproduced in any form by any means without prior written 
authorization of the publisher.  

 
Alle Rechte vorbehalten  |  all rights reserved 
© Mensch und Buch Verlag 2013 Choriner Str. 85 - 10119 Berlin 

 verlag@menschundbuch.de – www.menschundbuch.de



 
 

Inhalt 

Inhalt 3 

Tabellenverzeichnis 5 

Abkürzungsverzeichnis 7 

1. Einleitung 9 

2. Literaturübersicht 11 

2.1 Desinfektion in der Tierhaltung 11 
2.1.1 Definitionen 11 
2.1.2 Rechtliche Grundlagen 12 
2.1.3 Praktische Durchführung 13 
2.1.4 Wirkungsweise von Desinfektionsmitteln 14 

2.1.4.1 Peressigsäure 15 
2.1.4.2 Glutaraldehyd 16 
2.1.4.3 Ameisensäure 17 

2.1.5 Einflussfaktoren auf die Wirkung von Desinfektionsmitteln 18 

2.2 Resistenzen gegen Desinfektionsmittel 21 
2.2.1 Definitionen 21 
2.2.2 Resistenzmechanismen 22 
2.2.3 Kreuzresistenzen zwischen Antibiotika und Desinfektionsmitteln 24 
2.2.4 Epidemiologie von Desinfektionsmittelresistenzen 27 

2.2.4.1 Humanmedizin 28 
2.2.4.2 Tierhaltung 29 

2.3 Epidemiologie von Resistenzen der untersuchten Erreger 31 
2.3.1 Enterococcus spp. 31 
2.3.2 Escherichia coli 32 

3. Material und Methoden 35 

3.1 Allgemeiner Versuchsaufbau 35 

3.2 Bakterien 37 
3.2.1 Verwendete Keime 37 
3.2.2 Isolierung der Keime aus Kotproben 37 
3.2.3 Identifikation der Isolate 38 
3.2.4 ESBL-Multiplex-PCR 38 
3.2.5 Asservierung der Isolate 39 

3.3 Desinfektionsmittel 40 
3.3.1 Verwendete Desinfektionsmittel 40 
3.3.2 Wasser standardisierter Härte 40 
3.3.3 Verdünnungsstufen der Desinfektionsmittel 41 

3.4 Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration der Desinfektionsmittel 42 

3.5 Passagen der Bakterien bei subinhibitorischen Desinfektionsmitteldosen 44 

3.6 Passagen ohne Zusatz von Desinfektionsmittel (Stabilitätspassagen) 46 

3.7 Agardiffusionstest mit ausgewählten Antibiotika 47 



 
 

3.7.1 Enterococcus spp. 47 
3.7.2 E. coli 48 
3.7.3 Durchführung 49 

3.8 Statistische Auswertung 51 

4. Ergebnisse 52 

4.1 Verwendete Isolate 52 
4.1.1 Identifizierung der Bakterien-Spezies 52 
4.1.2 Untersuchung der E. coli-Isolate mittels PCR 53 

4.2 Toleranzinduktion gegen Peressigsäure 54 
4.2.1 MHK vor den Passagen 54 
4.2.2 MHK nach den Passagen 54 
4.2.3 MHK nach den Stabilitätspassagen ohne Peressigsäurezusatz 55 

4.3 Toleranzinduktion gegen Glutaraldehyd 58 
4.3.1 MHK vor den Passagen 58 
4.3.2 MHK nach den Passagen 58 
4.3.3 MHK nach den Stabiliätspassagen ohne Glutaraldehydzusatz 59 

4.4 Toleranzinduktion gegen Ameisensäure 60 
4.4.1 MHK vor den Passagen 60 
4.4.2 MHK nach den Passagen 60 
4.4.3 MHK nach den Stabilitätspassagen ohne Ameisensäurezusatz 61 

4.5 Agardiffusionstest mit ausgewählten Antibiotika 62 
4.5.1 Enterococcus spp. 62 
4.5.2 E. coli 63 
4.5.3 ESBL-bildende E. coli 64 

5. Diskussion 66 

5.1 Resistenzentwicklung der Testkeime gegen die verschiedenen Desinfektionsmittel 67 
5.1.1 Peressigsäure 68 
5.1.2 Glutaraldehyd 69 
5.1.3 Ameisensäure 71 
5.1.4 Gegenüberstellung der verschiedenen Bakterienisolate und Desinfektionsmittel 72 
5.1.5 Betrachtung der Methodik 73 

5.2 Verhalten der Testkeime gegen Antibiotika 76 

5.3 Praktische Relevanz für Tierhaltung 78 

6. Zusammenfassung 81 

7. Summary 83 

8. Literaturverzeichnis 85 

9. Anhang 95 

Danksagung 107 

Eigenständigkeitserklärung 108 



 
 

Tabellenverzeichnis 

Tabelle 1: Bakterielle Resistenzmechanismen gegen Desinfektionsmittel [21] 24 

Tabelle 2: Beispiele von Kreuzresistenzen zwischen Desinfektionsmitteln und Antibiotika 26 

Tabelle 3: Pipettierschema für die ESBL-Multiplex-PCR nach Monstein et al. [138] 38 

Tabelle 4: Wirkstoffe und Wirkstoffkonzentrationen der verwendeten Desinfektionsmittel 40 

Tabelle 5: Bestandteile von Wasser standardisierter Härte 41 

Tabelle 6: Desinfektionsmittelkonzentrationen für die MHK-Bestimmung 41 

Tabelle 7: Gegen Enterococcus spp. getestete Antibiotika 48 

Tabelle 8: Gegen E. coli getestete Antibiotika 49 

Tabelle 9: Übersicht über die isolierten und anschließend in den Versuchen verwendeten 
Enterococcus spp. 52 

Tabelle 10: ESBL-Genfamilien der verwendeten ESBL-bildenden E. coli-Isolate 53 

Tabelle 11: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Wofasteril® E400 54 

Tabelle 12: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Wofasteril® E400 56 

Tabelle 13: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Wofasteril® E400 56 

Tabelle 14: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Wofasteril® 
E400 57 

Tabelle 15: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Permanent Neu® 58 

Tabelle 16: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Permanent Neu® 59 

Tabelle 17: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Organosept Neu® 60 

Tabelle 18: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Organosept Neu® 61 

Tabelle 19: Hemmhofdurchmesser ausgewählter Enterococcus-Isolate vor und nach den 
Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 63 

Tabelle 20: Hemmhofdurchmesser ausgewählter E. coli-Isolate vor und nach den Passagen 
mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 64 

Tabelle 21: Hemmhofdurchmesser ausgewählter ESBL-bildender E. coli-Isolate vor und
 nach den Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 65 

Tabelle 22: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Permanent Neu® 95 

Tabelle 23: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Permanent 
Neu® 95 

Tabelle 24: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Organosept Neu® 95 

Tabelle 25: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Organosept 
Neu® 96 

Tabelle 26: Hemmhofdurchmesser für den zur Kontrolle des Agardiffusionstests 
 ATCC 25923 mitgeführten S. aureus 96 

Tabelle 27: Hemmhofdurchmesser für den zur Kontrolle des Agardiffusionstests
 coli ATCC 25922 mitgeführten E. 97 

Tabelle 28: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. faecium DSM 2918
 vor und nach den Passagen 98 

Tabelle 29: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. hirae (Bestand 2) 
 vor und nach den Passagen 99 

Tabelle 30: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. faecium (Bestand 9)
vor und nach den Passagen 100 

Tabelle 31: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli DSM 682 vor
und nach den Passagen 101 

Tabelle 32: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli aus Bestand 1 
vor und nach den Passagen 102 

Tabelle 33: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli aus Bestand 2 
 vor und nach den Passagen 103 



 
 

Tabelle 34: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli 
09E915 vor und nach den Passagen 104 

Tabelle 35: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli
aus Bestand 1 vor und nach den Passagen 105 

Tabelle 36: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli
aus Bestand 2 vor und nach den Passagen 106 

 



 
 

Abkürzungsverzeichnis 

 
A. dest. destilliertes Wasser (Aqua destillata) 

AMC Amoxicillin/Clavulansäure 

AMP Ampicillin 

ATCC American Type Culture Collection 

B Bacitracin 

C Chloramphenicol 

CEN europäisches Komitee für Normung (Comité Européen de 

Normalisation) 

CEN/TC technisches Komitee (technical committee) des CEN 

CIP Ciprofloxacin 

CLSI Clinical and Laboratory Standards Institute 

CN Gentamicin 

CT Colistin 

CTX Cefotaxim 

Da Dalton 

DIN Deutsches Institut für Normung 

DLG Deutsche Landwirtschaftsgesellschaft 

DNA Desoxyribonukleinsäure (desoxyribonucleic acid)  

DSM Deutsche Sammlung von Mikroorganismen 

DVG Deutsche Veterinärmedizinische Gesellschaft 

E Erythromycin 

E. coli Escherichia coli 

E. faecium Enterococcus faecium 

E. hirae Enterococcus hirae 

EG Europäische Gemeinschaft 

EHEC enterohämorrhagische Escherichia coli 

EN Europäische Norm 

ENR Enrofloxacin 

ESBL Beta-Laktamasen mit erweiterten Wirkungsspektrum (Extended 

Spectrum Beta-Lactamase) 

ETEC enterotoxische Escherichia coli 

EU Europäische Union 



 
 

G Gramm 

H Stunde 

HHD Hemmhofdurchmesser 

KbE Koloniebildende Einheiten 

MHK Minimale Hemmkonzentration 

Min Minute 

Ml Milliliter 

Mm Millimeter 

NA Nalidixinsäure 

NaCl Natriumchlorid 

Nm Nanometer 

PBS phosphatgepufferte Kochsalzlösung (phosphate buffered saline) 

PCR Polymerasekettenreaktion (polymerase chain reaction) 

RL Richtlinie 

RNA Ribonukleinsäure (ribonucleic acid)  

S Streptomycin 

S. aureus Staphylococcus aureus  

sp. eine Spezies 

spp. mehrere Spezies (species pluralis) 

STEC shigatoxinbildende Escherichia coli 

SXT Sulphamethoxazole/Trimethoprim 

TE Tetrazyklin 

TEC Teicoplanin 

TSB Trypton-Soja-Bouillon 

VA Vancomycin 

VRE vancomycinresistente Enterococcus spp. 

WG Arbeitsgruppe (working group) 

WSH Wasser standardisierter Härte 

µl Mikroliter 

µm Mikrometer 

 
 



9 
 

1. Einleitung 

Mikroorganismen passen sich kontinuierlich an wechselnde Gegebenheiten an. So postu-
liert Chapman (1998), dass keine antimikrobielle bzw. chemische Substanz existiert, gegen 
die nicht über kurz oder lang eine Resistenzentwicklung stattfindet [1]. Dies beinhaltet 
auch Desinfektionsmittel, welche eine herausragende Rolle bei der Bekämpfung und Pro-
phylaxe von Infektionen spielen. So gehen etwa White et al. (2001) davon aus, dass, wenn 
bekanntermaßen der Einsatz von Antibiotika zur Resistenzentwicklung gegen diese führt, 
die Verwendung von Desinfektionsmitteln Desinfektionsmittelresistenzen zur Folge haben 
muss [2]. In der Tierhaltung birgt dabei die Entstehung von Desinfektionsmittelresistenzen 
die beiden großen potentiellen Gefahren der Beeinträchtigung der Herdenproduktivität 
durch vermehrte klinische und subklinische Infektionen der Tiere und einer Gefährdung 
des Menschen [3]. Diese könnte sowohl durch die Übertragung pathogener resistenter Bak-
terien z.B. entlang der Lebensmittelkette auf den Menschen oder durch den Transfer von 
Resistenzgenen apathogener Bakterien aus Lebensmitteln auf pathogene Bakterien des 
Menschen erfolgen [4]. 

Bezugnehmend auf die Problematik der Resistenzentwicklung von Bakterien gegen 
Desinfektionsmittel wirft Russel (2002) verschiedene Fragen auf:  

1. Bleiben antibiotikaresistente Bakterien empfindlich gegen Desinfektionsmittel?  
2. Sind desinfektionsmittelresistente Bakterien ebenfalls gegen Antibiotika resistent?  
3. Können Desinfektionsmittel für Antibiotikaresistenzen bei Bakterien selektieren?  
4. Kann dies Probleme im klinischen Alltag erzeugen? [5]  

Da die verschiedenen Mikroorganismen sich den unterschiedlichen Desinfektionsmit-
teln gegenüber keinesfalls einheitlich verhalten, müssen diese Fragen für den jeweiligen 
Einzelfall immer wieder neu untersucht werden. 

Ein Ausbruch mit einem chlorhexidinresistenten Proteus mirabilis-Stamm in einem 
Krankenhaus Anfang der 1980er Jahre, an welchem 90 Patienten erkrankten von denen 
zwei in der Folge verstarben, verdeutlicht zwei Probleme: so können einerseits desinfekti-
onsmittelresistente Bakterien zugleich eine Vielzahl von Antibiotikaresistenzen aufweisen 
und andererseits können sie Ausbrüche signifikanter Morbidität verursachen [6]. Es gibt 
inzwischen zahlreiche Berichte über Desinfektionsmittelresistenzen bei verschiedenen 
Wirkstoffen, von denen viele zudem mit Kreuzresistenzen gegen dritte Substanzen, wie 
Antibiotika, einhergehen [5, 7]. Dabei wurde insbesondere in der Krankenhausumgebung 
wiederholt von Toleranzentwicklungen verschiedener Bakterien gegen unterschiedliche 
Desinfektionsmittel berichtet [8, 9].  

Neben der gut untersuchten Krankenhausumgebung finden jedoch Desinfektionsmittel 
auch in anderen Bereichen, wie z.B. der Nutztierhaltung, routinemäßig Anwendung. Für 
die Beantwortung der Frage, inwieweit von Desinfektionsmitteln mit den in der Tierhal-
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tung weit verbreiteten Wirkstoffen Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure ein 
ähnliches Risiko ausgeht, soll diese Arbeit einen Beitrag leisten. Dafür wurden Feldisolate 
und die entsprechenden Referenzstämme aus der Desinfektionsmittelprüfung von Escheri-
chia coli (E. coli) und Enterococcus-Spezies als ubiquitäre Bakterien aus Nutztierhaltun-
gen auf ihr Potential, Resistenzen gegen die untersuchten Wirkstoffe zu entwickeln, unter-
sucht. Dabei soll für diese Mikroorganismen ebenfalls ermittelt werden, inwieweit sich 
vorhandene Antibiotikaresistenzen auf die Desinfektionsmittelsensibilität der Bakterien 
auswirken bzw. ob induzierte Empfindlichkeitsverluste gegen diese Desinfektionsmittel 
die Wirksamkeit von Antibiotika beeinträchtigen können. 
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2. Literaturübersicht 

2.1 Desinfektion in der Tierhaltung 

In der modernen Intensivtierhaltung, bei der eine hohe Tierzahl auf relativ geringem Raum 
gehalten wird, kommt der Gesunderhaltung des Bestandes ein herausragender Stellenwert 
zu. Neben einer guten Nährstoffversorgung sind auch die Umweltbedingungen von beson-
derer Wichtigkeit. Pathogene Mikroorganismen können sich bei der hohen Tierdichte in 
der modernen Intensivtierhaltung mit erheblicher Geschwindigkeit ausbreiten und die Leis-
tung der Tiere lange vor dem Auftreten erster Krankheitssymptome maßgeblich beein-
trächtigen. Deshalb spielt die Prävention von Erkrankungen eine übergeordnete Rolle, wo-
bei insbesondere die Hygiene, d.h. die Reinigung und Desinfektion, ein wichtiges Mittel 
darstellt [10].  

Neben der direkten Übertragung durch Tier-zu-Tier-Kontakt ist die indirekte Übertra-
gung einer der Haupttransmissionswege von Mikroorganismen. Pathogene und apathogene 
Mikroorgansimen können in der Umwelt zum Teil sehr lange persistieren. Oberflächen 
dienen pathogenen Mikroorganismen dabei als Reservoir mit dem Potential der Ausbrei-
tung von Krankheiten [11]. Bei der Desinfektion in der Tierhaltung handelt es sich somit 
um eine Prophylaxemaßnahme mit dem Ziel, den Infektionsdruck in der Tierumgebung zu 
senken und die Notwendigkeit von Behandlungen zu minimieren [12]. 

Während der Stallbelegung können sich große Mengen von Mikroorganismen akku-
mulieren, so dass diese durch gründliche Reinigungs- und Desinfektionsmaßnahmen, vor 
beispielsweise dem nächsten Mastdurchgang, entfernt werden müssen [10]. Die Desinfek-
tion von Oberflächen ist somit ein wichtiges Mittel zur Unterbrechung von Infektionsket-
ten [11]. Dabei steht bei der Desinfektion in der Tierhaltung neben der Gesundheit der Tie-
re auch der vorbeugende Verbraucherschutz im Fokus [13]. Zusätzlich zur Infektionspro-
phylaxe kommt der Desinfektion gleichermaßen im Seuchenfall eine herausragende Be-
deutung zu [14, 15]. 

2.1.1 Definitionen 

Als Desinfektion bezeichnet man einen Prozess, der vermehrungsfähige Mikroorganismen 
auf einem Gegenstand oder in einem Bereich dergestalt hemmt oder abtötet, dass keine 
Infektionsgefährdung mehr von ihm ausgehen kann [2, 16]. Dies führt zu einer Reduktion 
des Keimgehaltes um mindestens fünf Größenordnungen [17], wobei Cerf et al. (2010) 
betonen, dass man, im Gegensatz zur Sterilisation, bei desinfizierten Gegenständen nicht 
davon ausgehen darf, dass sie vollständig frei von lebenden Mikroorganismen sind [18]. 

Die Begriffe der Antiseptik und der Sterilisation müssen von dem der Desinfektion ab-
gegrenzt werden. So benennt man Maßnahmen als Antiseptik, welche eine derartige Keim-
reduktion an oder im lebenden Gewebe durchführen [19]. Hingegen bezeichnet man als 



12 
 

Sterilisation einen Prozess, welcher jegliche Form lebensfähiger Mikroorganismen voll-
ständig entfernt oder zerstört [18, 20]. 

Desinfektionsmittel sind dementsprechend Produkte zur Anwendung auf unbelebten 
Objekten oder Oberflächen, welche Bakterien zerstören oder ihr Wachstum hemmen. An-
tibiotika sind indessen Substanzen synthetischer oder natürlicher Herkunft, welche genutzt 
werden um bakterielle Infektionen bei Menschen und Tieren zu bekämpfen [21]. Sie sind 
darauf ausgerichtet in sehr niedrigen Konzentrationen gegen eine limitierte Anzahl ver-
schiedener Organismen in oder auf lebendem Gewebe zu wirken [2]. Die Intention bei der 
Verwendung von Desinfektionsmitteln und Antibiotika ist jedoch dieselbe, obwohl sich 
ihre Wirkmechanismen deutlich unterscheiden: die Zerstörung oder Hemmung pathogener 
bzw. unerwünschter Mikroorganismen [2]. 

2.1.2 Rechtliche Grundlagen 

In der Europäischen Union (EU) ist durch die Richtlinie 98/8/EG eine Regulation des Des-
infektionsmitteleinsatzes durch die Mitgliedsstaaten vorgegeben, mit dem Ziel maximale 
Sicherheit für Mensch und Umwelt zu gewährleisten. Für die Umsetzung der Bestrebungen 
innerhalb der EU, die gegenseitige Anerkennung von Zulassungen zu erreichen, soll eine 
gemeinsame Liste von zugelassenen Wirkstoffen geschaffen werden [22]. 

Die meisten europäischen Länder verfügen bereits über eine Regelung zur Prüfung von 
Desinfektionsmitteln, welche es für das Ziel der gegenseitigen Anerkennung von Zulas-
sungen und somit für einen funktionierenden Binnenmarkt zu vereinheitlichen gilt [23]. 
Aus diesem Grund wurde zur Ergänzung der Richtlinie 98/8/EG durch das Europäische 
Komitee für Normung (CEN) die Norm CEN/TC 216 geschaffen, welche in verschiedenen 
Arbeitsgruppen (WG) Materialen, Methoden und Vorgehen bei der Desinfektionsmittel-
prüfung innerhalb der EU vereinheitlichen soll. Die WG 2 ist als veterinärmedizinische Ar-
beitsgruppe dafür zuständig, einheitliche Normen für den veterinärmedizinischen Bereich 
zu erstellen [23]. 

Die nationale Umsetzung dieser europäischen Normen erfolgt in Deutschland gemäß 
den Richtlinien der Deutschen Veterinärmedizinischen Gesellschaft (DVG), welche die 
Wirksamkeit für Desinfektionsmittel der Tierhaltung und im Lebensmittelbereich nach 
einheitlichen, über die europäischen Vorgaben hinausgehenden Richtlinien prüft [13, 24]. 
Diejenigen Desinfektionsmittel, welche von der DVG erfolgreich getestet wurden, sind 
zusammen mit den Anwendungsempfehlungen den Desinfektionsmittellisten der DVG 
entnehmbar [25]. Neben einer Prüfung auf Wirksamkeit werden die Desinfektionsmittel 
zusätzlich auf Materialverträglichkeit und Anwendbarkeit begutachtet, was jedoch nicht 
durch die DVG, sondern durch die Deutsche Landwirtschaftsgesellschaft (DLG) vorge-
nommen wird.  
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Sowohl die europäischen als auch die Deutschen Richtlinien unterliegen kontinuier-
lichen Veränderungen, da sie fortwährend neuen wissenschaftlichen Erkenntnissen ange-
passt und weiterentwickelt werden [13, 23]. 

2.1.3 Praktische Durchführung 

In der Tierhaltung spielt die Desinfektion in vier unterschiedlichen Bereichen eine wichti-
ge Rolle. So nimmt die Reinigung und Desinfektion von Gebäuden, z.B. zwischen aufein-
anderfolgenden Mastdurchgängen, eine wichtige Stellung ein. Des Weiteren wird die Des-
infektion zur Bildung von Barrieren eingesetzt, wie beispielsweise Desinfektionswannen 
vor Gebäuden oder bei der Desinfektion von Fahrzeugen. Ein dritter Bereich von Desin-
fektionsmaßnahmen stellt die Keimreduktion direkt auf Oberflächen von Tieren dar, wofür 
das Zitzendippen im Anschluss an den Melkprozess ein typisches Beispiel ist. Schließlich 
finden Desinfektionsmittel auch bei der Konservierung bestimmter tierischer Produkte, wie 
Eier oder Sperma, Anwendung [21]. 

Auch wenn für eine Desinfektion grundsätzlich die drei großen Gruppen der physikali-
schen, biologischen und chemischen Desinfektionsverfahren zur Verfügung stehen, so 
wird aus Gründen der Materialverträglichkeit und der Praktikabilität in der Tierhaltung, 
wie auch in vielen anderen Bereichen, nahezu ausschließlich die chemische Desinfektion 
durchgeführt. 

Reinigung und Desinfektion sind in der Tierhaltung untrennbar miteinander verbunden 
[12]. Als Reinigung bezeichnet man sowohl die physikalische als auch chemische Entfer-
nung von Verunreinigungen, damit das Desinfektionsmittel unmittelbar auf der Oberfläche 
wirken kann. Der Prozess der Reinigung erfolgt, ebenso wie die anschließende Desinfekti-
on, in mehreren Arbeitsschritten. So unterteilen sich die Arbeitsschritte der Reinigung in 
Vorreinigung, Einweichen, Reinigung und Trocknung [26]. Dabei bedient man sich in der 
Tierhaltung häufig der Hochdruckreinigung, die allerdings mit dem Nachteil einer ver-
mehrten Aerosolbildung einhergeht, was insbesondere bei bekanntem Krankheitsausbruch 
oder bei Vorhandensein von Zoonoseerregern ein Problem darstellt [12].  

Für die Ausbringung von chemischen Desinfektionsmitteln auf Oberflächen unter-
scheidet man Gieß-, Sprüh-, Feinsprüh- und Aerosolverfahren. Wichtig dabei ist, dass die 
Oberflächen während der Einwirkzeit nicht abtrocknen, was vor allem bei unebenen Ober-
flächen und porösen Materialen problematisch sein kann, denn gerade in der Tierhaltung 
sind auch viele potentiell schwer zu desinfizierende Materialen wie Beton oder Holz im 
Einsatz. Zusätzlich wird dabei die Desinfektion stellenweise trotz vorher erfolgter Reini-
gung durch eine hohe Belastung mit organischen Verunreinigungen und durch niedrige 
Temperaturen erschwert. Weitere Schwierigkeiten entstehen, wenn im Falle eines Seu-
chenausbruchs die Gülle- bzw. Mistdesinfektion notwendig wird, aber auch bei der Reini-
gung und Desinfektion von Transportfahrzeugen [12]. 
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2.1.4 Wirkungsweise von Desinfektionsmitteln 

Denyer et al. (1998) unterteilen die Angriffsstellen vegetativer Bakterien für Biozid-Inter-
aktionen in die drei unterschiedlichen Regionen Zellwand, Zytoplasmamembran und Zyto-
plasma [27], wobei sich die Haupttargets meist im Zellinneren befinden [28, 29]. Auf dem 
Weg des Biozids zum Target trifft es auf eine Vielzahl intervenierender Strukturen, die je 
nach Ausgeprägtheit die Empfindlichkeit eines Mikroorganismus bestimmen. So stellt bei-
spielsweise die Lipopolysaccharidschicht gramnegativer Bakterien eine zusätzliche Pene-
trationsbarriere für antimikrobielle Substanzen dar, was deren geringere Sensibilität im 
Gegensatz zu grampositiven Bakterien bedingt [30].  

Um die Haupttargets im Bakterieninneren zu erreichen, muss das Desinfektionsmittel 
zunächst nach der Adsorption an der Zelloberfläche mit der äußere Zellschicht in Interakti-
on treten bis es zur Aufnahme in die Zelle kommt. Im Zytoplasma erfolgt daraufhin die 
Passage des Desinfektionsmittels zu einem bzw. mehreren zellulären Targets und die Kon-
zentration an diesen, bevor es zur Schädigung des Bakteriums kommt [28, 30].  

Das Agieren der mikrobiellen Zelloberfläche als Aufnahmehindernis ist ein typischer 
Mechanismus, welcher die Sensibilität eines Mikroorganismus maßgeblich mitbestimmt 
[28]. Je nach Substanzeigenschaften gibt es drei verschiedene Aufnahmewege in die Zelle. 
Kleine, hydrophile Moleküle (< 600 Da) können wassergefüllte Porine passieren, während 
hydrophobe Moleküle, durch lokal destabilisierende Effekte assistiert, die Membran 
durchdringen. Für andere Wirkstoffe, wie z.B. Chlorhexidin, besteht durch Schädigung der 
äußeren Zellmembran die Möglichkeit der selbst-vermittelten Aufnahme in die Zelle [27, 
29]. 

Vor Eintritt der bakteriziden Wirkung von Desinfektionsmitteln, welche durch irrever-
sible Schädigungen lebenswichtiger zellulärer Strukturen und Funktionen ausgelöst wird, 
kommt es zunächst zur Bakteriostase. Diese entsteht durch die Störung metabolischer Pro-
zesse, welche zunächst noch reversibel ist. Der Eintritt der Biozidwirkung ist also nie au-
genblicklich und es besteht stets noch eine kurze Zeitspanne in der diese noch reversibel ist 
[30]. 

Die Wirkmechanismen von Bioziden können dabei nach verschiedenen Kriterien ein-
geteilt werden. So kann man Substanzen, welche chemische (kovalente) oder physikalische 
(ionische) Bindungen mit den Zielzellen eingehen, voneinander abgrenzen. Die ersteren 
sind weitgehend konzentrationsunabhängig, zu ihnen gehören u.a. oxidierenden Desinfek-
tionsmittel und Aminogruppen-Reaktoren. Die letzteren verlieren dagegen bei Verdünnung 
sehr schnell ihre Wirksamkeit, zu ihnen zählen z.B. Alkohole und Phenole [27, 31]. 

Die Wirkung von Desinfektionsmitteln unterscheidet sich grundlegend von der von 
Antibiotika, welche pharmakologisch präzise wirken, d.h. sie greifen genau ein spezifi-
sches zelluläres Target, oft nur eines bestimmten Organismus, an, welches vom Wirt nicht 
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geteilt wird [32]. Desinfektionsmittel wirken im Gegensatz zu Antibiotika häufig gegen 
eine Vielzahl verschiedener Mikroorganismen, trotz derer oftmals fundamentaler Unter-
schiede in Zellstruktur, Physiologie und Replikation [33]. Dies beruht darauf, dass sie nicht 
nur ein einzelnes, sondern eine große Anzahl unterschiedlicher zellulärer Targets angrei-
fen. Es ist also keine fehlende Targetspezifität, sondern das Vorhandensein einer Vielzahl 
unterschiedlicher spezifischer zellulärer Targets, welche die unselektive Toxizität der Des-
infektionsmittel begründet [34]. 

2.1.4.1 Peressigsäure 

Peressigsäure ist seit ca. 1955 als Desinfektionsmittel in Gebrauch [5]. Aufgrund ihrer 
zahlreichen Vorteile ist Peressigsäure mittlerweile in vielfältigen Anwendungsbereichen 
der Human-, Veterinär- und Militärmedizin, aber auch in anderen Bereichen wie z.B. der 
Abwasserdesinfektion im Einsatz [35, 36]. 

Neben ihrer Wirkung als organische Säure, wobei vor allem die Zellmembran ange-
griffen wird (siehe Abschnitt 2.1.4.3), verfügt Peressigsäure zusätzlich über oxidierende 
Eigenschaften, welche in der Freisetzung von Hydroxylradikalen resultiert. Diese denatu-
rieren durch Oxidation von Thiolgruppen Enzyme und andere Proteine. Zusätzlich kommt 
es zur Zerteilung der 70S-Ribosomen in ihre Untereinheiten, sowie zur Veränderung der 
Zelloberfläche und zur Zerstörung der DNA. Ein klassisches Angriffsziel für Peroxide sind 
überdies die ungesättigten Fettsäuren der Zellmembranen [28]. Die Hemmung zytoplasma-
tischer Enzyme und die Interaktion mit funktionellen Biomolekülen führen somit zur 
Hemmung katabolischer und anabolischer Prozesse der Zelle [30]. 

Mit ihren sehr guten bakteriziden, fungiziden, viruziden und sporiziden Eigenschaften 
verfügt Peressigsäure über ein breites Anwendungsspektrum und ist damit gegen nahezu 
alle für Mensch und Tier relevanten Erreger, mit Ausnahme der Prionen, wirksam [37, 38]. 
Zudem verfügt sie über eine sehr schnelle Wirksamkeit, welche sich auch durch niedrige 
Temperaturen nicht maßgeblich beeinträchtigen lässt. Weiterhin ist Peressigsäure ausge-
sprochen umweltfreundlich, da sie in sichere Nebenprodukte (Essigsäure, Wasser und Sau-
erstoff) zerfällt, welche ohnehin in der Umwelt vorkommen [39-42]. Ein weiterer Vorteil 
von Peressigsäure gegenüber anderen Desinfektionsmitteln ist, dass von ihr keine Aller-
giegefahr ausgeht, da ihr die Kopplungsfähigkeit an Proteine fehlt und sie somit nicht als 
Antigen wirken kann [35]. 

Nachteilig bei der Anwendung von Peressigsäure, vor allem bei der Verwendung in 
geschlossenen Räumen, sind potentiell starke Geruchsbelastungen und damit einhergehend 
Schleimhautreizungen [35, 38]. Zudem weist Peressigsäure besonders bei unedlen Metal-
len eine hohe Korrosivität auf [35]. Für ihre Anwendung in der Tierhaltung sind besonders 
ihr schlechtes Eindringvermögen und damit ihre schlechte Wirksamkeit auf porösen Ober-
flächen und ihre starke Beeinflussbarkeit durch organische Verschmutzungen von Bedeu-
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tung [35, 38]. Die hohe Reaktivität von Peressigsäure resultiert in einer starken Interaktion 
mit der bakteriellen Glykokalyx, was einen massiven Wirkungsverlust Biofilmen gegen-
über zur Folge hat [43]. Ebenso lässt sich die Wirkung von Peressigsäure durch den pH-
Wert beeinflussen, so ist ihre Effektivität ab einem pH-Wert von 8 bereits deutlich redu-
ziert [37]. Zudem ist ihre relativ hohe Instabilität und damit verringerte Lagerfähigkeit ein 
Problem für die praktische Anwendung [35, 44]. 

Vielen der Nachteile von Peressigsäure kann man mit bestimmten Produktformulie-
rungen, insbesondere der Alkalisierung, begegnen. So lassen sich etwa ihre Lagerfähigkeit 
und ihre Korrosivität durch bestimmte Formulierungen verbessern [38, 44]. Ebenso kann 
man die Geruchsbelastung durch Alkalisierung senken und zusätzlich eine bessere Benet-
zung von Flächen erreichen. Allerdings werden dadurch auch die notwendige Konzentrati-
onen und Einwirkzeiten erhöht und der Temperaturfehler steigt, wobei er gleichwohl ge-
ringer bleibt, als der anderer Desinfektionsmittel [35]. 

2.1.4.2 Glutaraldehyd 

Glutaraldehyd ist weltweit eines der am häufigsten eingesetzten Desinfektionsmittel, wobei 
es in der Tierhaltung seit vielen Jahren beispielsweise in Brütereien Verwendung findet 
[45]. Wegen seiner guten mikrobioziden Wirksamkeit wird es nicht nur als Desinfektions-
mittel sondern auch als chemisches Sterilisationsmittel z.B. für Endoskope angewendet 
[46, 47]. Neben Glutaraldehyd sind auch andere Aldehyde, wie Formaldehyd, Orthophthal-
aldehyd oder Succinaldehyd als Desinfektionsmittel im Einsatz [46]. 

Die Wirkung von Glutaraldehyd basiert auf verschiedenen Mechanismen. Glutaralde-
hyd bildet Bindungen mit unprotonierten Aminen der äußeren Zellwand, so dass es zur 
Bildung von starken Querverbindungen unter den Aminogruppen in Zellwand bzw. Spo-
renhülle kommt. Da dies durch das vermehrte Vorliegen unprotonierter Aminogruppen bei 
basischen pH-Werten begünstigt wird, resultiert daraus die starke pH-Abhängigkeit der 
Desinfektionswirkung von Aldehyden [20, 33]. Im Zellinneren verursacht Glutaraldehyd 
u.a. die Denaturierung von Proteinen, die Hemmung von Enzymen und die Hemmung der 
DNA-, RNA- und Proteinsynthese [20, 48]. 

Glutaraldehyd verfügt über ein breites Wirkungsspektrum und eine schnelle Aktivität 
[44, 48]. Mit Einschränkungen für hohe Konzentrationen bakterieller Sporen, hat es eine 
gute mikrobiozide Wirkung gegen alle Gruppen von Mikroorganismen [46, 47]. Die gerin-
ge Korrosivität und damit gute Materialverträglichkeit gehört zu den weiteren Vorteilen 
von Glutaraldehyd [46, 47]. Für die Anwendung in der Tierhaltung ist seine hohe Unemp-
findlichkeit gegenüber interferierenden organischen Verschmutzungen von Bedeutung [44, 
46]. Sowohl in der Tierhaltung als auch in anderen Bereichen spielt Glutaraldehyd bei der 
Bekämpfung von Biofilmen eine wichtige Rolle, da es einerseits diese gut penetrieren und 



17 
 

die Mikroorganismen abtöten und sie andererseits sogar aus den Biofilmen herauslösen 
kann [48]. 

Die Wirkung von Glutaraldehyd unterliegt denselben Einflussfaktoren, welche die 
Wirkung aller Desinfektionsmittel beeinträchtigen, wobei die Auswirkung unterschiedli-
cher pH-Werte besonders deutlich ausgeprägt ist [48]. Ebenso lässt sich die Wirkung von 
Glutaraldehyd durch Temperaturveränderungen stark beeinflussen. Bei steigenden Tempe-
raturen hat Glutaraldehyd eine deutlich verbesserte Wirksamkeit, was im Umkehrschluss 
einen raschen Wirkungsverlust bei sinkenden Temperaturen zur Folge hat [48]. So erfor-
dert ein Temperaturabfall von 20°C auf 10°C für eine gleichbleibende Wirksamkeit von 
Glutaraldehyd eine Verdreifachung der Konzentration. Gerade bei der Desinfektion in der 
Tierhaltung ist dies von großer Bedeutung, so stellt beispielsweise die Reinigung und Des-
infektion von Transportfahrzeugen im Winter ein großes Problem dar [12]. Ein weiterer 
erheblicher Nachteil von Glutaraldehyd sind seine hohe Toxizität, seine sensibilisierenden 
Eigenschaften und seine potentiell mutagene und karzinogene Wirkung, wobei diese aber 
deutlich geringer als die von Formaldehyd sind [44, 47, 49]. 

2.1.4.3 Ameisensäure 

Ameisensäure ist in die Gruppe der organischen Säuren einzuordnen. Nachdem diese ur-
sprünglich als Konservierungsmittel und in der Lebensmittelherstellung sowie -verarbei-
tung eingesetzt wurden, macht man sich ihre guten mikrobioziden Eigenschaften inzwi-
schen auch in Desinfektionsmitteln zunutze [50].  

Als membranaktive Biozide greifen organische Säuren entweder die Integrität oder die 
Funktion der Zytoplasmamembran an [51]. Laut Chapman (2003) kommt es durch Interka-
lation in diese zur Destabilisierung der Phospholipiddoppelmembran, so dass die Fähigkeit 
der Zellmembran, das genaue pH-Gleichgewicht aufrecht zu erhalten, gestört wird und es 
zur Ansäuerung des Zellinneren kommt [51]. Damit geht der Verlust des elektrochemi-
schen Protonengradientens einher und darüber die Hemmung von Transportprozessen [33]. 
Das Resultat ist der Verlust der metabolischen Speicher und der Belastbarkeit der Zelle 
[30]. Durch den sauren pH-Wert im Zellinneren kommt es zudem zur Denaturierung säu-
reempfindlicher Proteine und der DNA [28, 50]. 

Ameisensäure gehört zu den wenigen zur Desinfektion eingesetzten Wirkstoffen, wel-
che neben einer hohen Wirksamkeit gegen Bakterien, Viren, Sporen und Pilze auch eine 
gute Effektivität gegen Prionen aufweisen [52]. Neben ihrem breiten Wirkungsspektrum 
zählen ihre geringe Toxizität für Mensch und Tier, ihre gute Umweltverträglichkeit und 
ihre niedrige Korrosivität zu den Vorteilen beim Einsatz von Ameisensäure. 

Nachteile bei der Anwendung von organischen Säuren zur Desinfektion sind ihre hohe 
Abhängigkeit vom pH-Wert und von den Temperaturen. So kommt es beim Absinken der 
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Temperaturen von 20° auf 10°C bereits zu einem Wirkungsverlust von 50% bei organi-
schen Säuren. Bereits unterhalb von 10°C ist die Wirkung von Ameisensäure für eine Des-
infektion unzureichend [12]. 

2.1.5 Einflussfaktoren auf die Wirkung von Desinfektionsmitteln 

Es existiert ein komplexes Geflecht aus Faktoren, welche den Erfolg einer Desinfektion 
beeinflussen. Diese lassen sich in drei große Gruppen unterteilen, welche jedoch untrenn-
bar miteinander verwoben sind. So spielen sowohl das Desinfektionsmittel, die zu inakti-
vierenden Mikroorganismen, als auch die Umwelt eine entscheidende Rolle. 

Gerade die Gruppe der Umwelteinflüsse unterliegt in der Tierhaltung einer enormen 
Variationsbreite, so sind etwa je nach Jahreszeit und Haltungsform sehr unterschiedliche 
Temperaturen vorherrschend, bei denen eine Desinfektion durchgeführt wird. Auch muss 
in der Tierhaltung teilweise von der Anwesenheit großer Mengen organischer Verschmut-
zungen ausgegangen werden, welche die Wirkung chemischer Desinfektionsmittel massiv 
beeinträchtigen können, wie beispielsweise in Desinfektionswannen zur Stiefeldesinfektion 
[18, 53, 54]. Aber auch pH-Wert und der mechanische und chemische Einfluss einer vo-
rangegangenen Reinigung können einen Desinfektionserfolg stark beeinflussen [53, 54]. 

Die Wirkung verschiedener Desinfektionsmittel kann unter dem Einfluss der vielfälti-
gen Umweltfaktoren sehr stark beeinträchtigt werden [45], so zeigt z.B. die Gruppe der 
Aldehyde bei sinkenden Temperaturen einen deutlichen Wirkungsverlust [12, 48]. Je nach 
vorherrschendem pH-Wert, welcher in der Tierhaltung u.a. stark durch die zur vorange-
gangenen Reinigung eingesetzten Detergenzien beeinflusst werden kann, kann ebenfalls 
die Wirkung der eingesetzten Desinfektionsmittel vermindert oder begünstigt werden. So 
wirken beispielsweise organische Säuren in einem sauren Milieu besser als in einem alkali-
schen [28], welches wiederum die Wirkung von Aldehyden begünstigen würde [20, 48]. 
Kontaktzeit mit der zu desinfizierenden Oberfläche und die Konzentration des verwende-
ten Desinfektionsmittels sind zudem von entscheidender Bedeutung für eine erfolgreiche 
Desinfektion. So kommt es überall dort zur Verdünnung des Desinfektionsmittels, wo z.B. 
aufgrund der Oberflächenbeschaffenheit Flächen im Anschluss an die Reinigung nicht 
komplett abgetrocknet sind [18]. 

Darüber hinaus muss für eine erfolgreiche Desinfektion bedacht werden, dass die ver-
schiedenen Gruppen von Mikroorganismen sehr unterschiedliche Toleranzen gegenüber 
den hemmenden Einflüssen von Desinfektionsmitteln aufweisen. So sind Mykoplasmen 
und behüllte Viren am sensibelsten, gefolgt von den meisten vegetativen Bakterien, wobei 
die grampositiven in der Regel empfindlicher sind als die gramnegativen. Unbehüllte Vi-
ren, säurefeste Bakterien und Bakteriensporen weisen hingegen eine hohe Stabilität gegen-
über widrigen Bedingungen auf [2, 29, 33]. Jedoch existieren auch innerhalb dieser Grup-
pen noch deutliche Differenzierungen, so sind Enterococcus spp. signifikant unempfindli-
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cher als Staphylococcus spp., obwohl es sich bei beiden um Vertreter grampositiver Kok-
ken handelt [55]. Ausnahmen davon sowie eine aufgetretene Toleranzentwicklung von 
Mikroorganismen gegen bestimmte Desinfektionsmittel, dürfen keinesfalls unberücksich-
tigt bleiben [31, 56]. Neben der Art der Mikroorganismen spielt auch ihre Anzahl für den 
Desinfektionserfolg eine Rolle. Des Weiteren hat auch das Alter bzw. das Entwicklungs-
stadium der Mikroorganismen Einfluss auf ihre Empfindlichkeit. So beobachteten Brown 
et al. (1990), dass Bakterien, welche sich in der stationären Phase befinden, erheblich ro-
buster gegenüber widrigen Einflüssen sind als Bakterien, welche sich in einer exponentiel-
len Wachstumsphase befinden [57]. Ferner ist die Lebensform einer Bakterienpopulation 
entscheidend für ihre Empfindlichkeit. So ist gezeigt worden, dass Bakterien, welche an 
Oberflächen angeheftet sind, 100- bis 1000-fach höheren Desinfektionsmittelkonzentrati-
onen standhalten können, als planktonische Zellen [12, 34]. Als Sonderform des Bakteri-
enwachstums stellen Biofilme besondere Anforderungen an eine erfolgreiche Desinfektion. 

Gerade in der Tierhaltung gibt es viele Flächen, auf denen immer wieder für längere 
Zeiträume Feuchtigkeit steht, so dass dort die Bildung von Biofilmen begünstigt ist, insbe-
sondere wenn Reinigung und Desinfektion nur in großen zeitlichen Abständen zueinander 
erfolgen, wie etwa zwischen aufeinanderfolgenden Mastdurchgängen. Dabei bezeichnet 
Biofilm eine funktionale Vereinigung unterschiedlicher Zellen innerhallb einer exopoly-
meren Matrix, welche eine wesentlich höhere Resistenz aufweist als die einzelnen Mikro-
organismen, aus denen sie besteht [32, 58]. Ein Schutzmechanismus von Biofilmen ist die 
stark beeinträchtigte Penetration von antimikrobiellen Substanzen in sein Inneres, was Re-
sultat von verminderter Diffusion, Absorption und Reaktion von Bestandteilen der exo-
polymeren Matrix mit dem Desinfektionsmittel ist [59]. Die Matrix wirkt dabei sowohl als 
Adsorbant als auch als Reaktant [60] und kann zusätzlich vielfältige Enzyme, wie z.B. 
Aldehydlyasen oder Aldehyddehydrogenasen enthalten, welche das eingesetzte Desinfek-
tionsmittel deaktivieren können [58, 61]. 

Die Empfindlichkeit von Bakterien gegenüber Antibiotika und Desinfektionsmitteln 
reflektiert ihren physiologischen Status [58]. So verhalten sich Bakterien je unempfindli-
cher gegenüber feindlichen Einflüssen, desto niedriger ihre Wachstumsrate ist [45, 54, 57]. 
Diese kann, bedingt durch eine Limitierung des Nährstoffangebots oder des Gasaus-
tausches, wie es beispielsweise im Inneren eines Biofilms der Fall ist, widrige Temperatu-
ren oder die Anwesenheit antimikrobieller Substanzen, bis auf nahezu null absinken [57]. 
Daraus resultiert eine physiologische phänotypische Veränderung, welche mit einem star-
ken Verlust der bakteriellen Empfindlichkeit einhergeht [57, 60, 62]. 

Verschiedene Ursachen können zur Exprimierung von im Bakteriengenom enthaltenen 
Resistenzgenen führen. So kann z.B. die Adhäsion von Bakterien an Oberflächen [60] oder 
Stress, u.a. durch die Limitierung von Nährstoffen, wie sie im Inneren von Biofilmen auf-
tritt, in der vermehrten Expression von Efflux-Pumpen resultieren [63, 64].  
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Bei den vielfältigen Faktoren, welche eine optimale Desinfektion in der Tierhaltung 
beeinträchtigen können, darf jedoch nicht vergessen werden, dass sich selbst bei einer 
bestmöglichen Desinfektion immer sowohl ein zeitlicher als auch ein räumlicher Gradient 
des Desinfektionsmittels zwischen der Wirkkonzentration und null bildet. Entlang diesem 
wird theoretisch für jeden Mikroorganismus irgendwann eine Konzentration erreicht, bei 
der das Desinfektionsmittel nicht mehr letal wirkt und somit einen Selektionsdruck ausübt 
[65]. 
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2.2 Resistenzen gegen Desinfektionsmittel 

Die Relevanz und die Prävalenz vom Auftreten von Desinfektionsmittelresistenzen von 
Bakterien werden immer wieder diskutiert [46, 65-68]. Auch wenn aktuell der Bildung von 
Resistenzen gegen Desinfektionsmittel nicht der herausragende Stellenwert wie der Anti-
biotikaresistenzentwicklung zukommt [2], so handelt es sich doch um ein bedeutendes kli-
nisches Phänomen [46]. 

Die steigende Prävalenz und Verbreitung von Bakterien mit Resistenzen gegen anti-
mikrobielle Substanzen ist die natürliche Folge der genetischen bakteriellen Evolution. Je 
mehr ein antimikrobieller Wirkstoff Verwendung findet, desto höher ist die Wahrschein-
lichkeit einer Resistenzbildung dagegen [2]. Auch wenn innerhalb der EU bzw. innerhalb 
Deutschlands nicht erfasst wird in welchem Umfang Desinfektionsmittel eingesetzt wer-
den, so kann man jedoch davon ausgehen, dass jährlich erhebliche Mengen nicht nur in der 
Tierhaltung Verwendung finden [21]. Bedenken bezüglich der Desinfektionsmittelresis-
tenzbildung entstehen nicht nur unmittelbar durch ihren Einsatz, sondern ebenfalls durch 
den ungeklärten Einfluss ihrer Rückstände [5]. 

1994 gaben bei einer Umfrage 21,2% der befragten Institutionen (u.a. Medizinalunter-
suchungsämter, Universitätsinstitute und Desinfektionsmittelhersteller) an, Probleme mit 
desinfektionsmittelresistenten Bakterien zu haben, wobei besonders Resistenzen gegen 
Aldehyde und quaternäre Ammoniumverbindungen als problematisch angesprochen wur-
den [66]. Unter der Annahme, dass das vermehrte Marktwachstum von Bioziden von 4-5% 
jährlich ihrem Einsatz entspricht [21], so kann für das Vorkommen desinfektionsmittelre-
sistenter Bakterien ebenfalls ein deutlicher Anstieg postuliert werden. 

2.2.1 Definitionen 

Allgemein beschreibt Resistenz die relative Empfindlichkeit eines Mikroorganismus gegen 
eine bestimmte Behandlung unter klar definierten Bedingungen [67]. 

Im Zusammenhang des Antibiotikaeinsatzes spricht man von einer Resistenz, sobald 
keine Antibiotikakonzentration im Organismus mehr erreicht werden kann, gegen die die 
betrachteten Bakterien empfindlich sind [65]. 

Im Gegensatz dazu ist es schwer abzugrenzen, ab wann man bei einem Desinfektions-
mittel von einer Resistenz sprechen kann, da keine Grenzwerte für die Empfindlichkeit von 
Bioziden existieren [55]. Resistenz im Zusammenhang mit Desinfektionsmitteln ist ein 
relativer Begriff, da er oft auf Vergleichen basiert, wie mit anderen Mikroorganismen, an-
deren Stämmen desselben Mikroorganismus oder anderen Desinfektionsmitteln [18]. So 
spricht Russell (1999) von einer Desinfektionsmittelresistenz eines Stammes wenn dieser 
entweder unempfindlich gegen die Gebrauchskonzentration ist oder von einer Desinfekti-
onsmittelkonzentration nicht mehr inaktiviert wird, welche die Mehrheit der Stämme die-
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ses Organismus inaktivieren würde [29]. Die Beeinträchtigung des Behandlungs- bzw. 
Desinfektionserfolges erscheint somit als sinnvolles Kriterium für die Bildung einer Desin-
fektionsmittelresistenz [67]. 

Je nach Ursprung unterscheidet man intrinsische und erworbene Resistenzen. Dabei 
bezeichnet man als intrinsische Resistenz die natürliche, chromosomal codierte Fähigkeit, 
antimikrobiellen Substanzen zu widerstehen [69]. Als phänotypische Resistenz, welche der 
intrinsischen Resistenz zuzuordnen ist, bezeichnet man die transiente verminderte Emp-
findlichkeit, die entsteht, wenn Bakterien unter nicht optimalen Wachstumsbedingungen 
kultiviert werden, wie sie beispielsweise im Inneren eines Biofilms entstehen [69, 70]. Im 
Gegensatz dazu bezeichnet man als erworbene Resistenz die Fähigkeit von Mikroorganis-
men Resistenzen über Mutationen oder über die Aufnahme transferabler genetischer Ele-
mente zu erwerben [69]. 

Eine Kreuzresistenz mit anderen antimikrobiellen Substanzen kann dabei auftreten, 
wenn verschiedene Wirkstoffe am selben zellulären Target angreifen oder einen gemein-
samen Zugang zum Angriffsort in der Zelle teilen. Im Gegensatz dazu spricht man bei der 
Assoziation multipler Resistenzgene auf einem einzelnen beweglichen Element von einer 
Co-Resistenz [70, 71]. Das Resultat, dass die Resistenzentwicklung gegen eine antimikro-
bielle Substanz vom Auftreten von Resistenzen gegen andere Agentien begleitet wird, wie 
z.B. zwischen Substanzen verschiedener Antibiotikagruppen, ist jedoch das gleiche [70]. 

Um die Aktivität von antibakteriellen Wirkstoffen zu quantifizieren wird sich häufig 
der Minimalen Hemmkonzentration (MHK) bedient. Bei der MHK handelt es sich dabei 
um die niedrigste Konzentration eines antimikrobiellen Wirkstoffes, die ausreichend ist, 
um das Wachstum des Zielorganismus zu unterbinden [67]. 

2.2.2 Resistenzmechanismen 

Desinfektionsmittelresistenzen bei Bakterien können unterschiedlicher Herkunft sein, wo-
bei zwischen intrinsischen und erworbenen Resistenzmechanismen unterschieden wird. Im 
Gegensatz zu Antibiotikaresistenzen, wo erworbene Resistenzmechanismen vorherrschend 
sind, dominieren bei den Desinfektionsmitteln die intrinsischen Resistenzen [2]. Dabei 
spielt etwa die Barrierefunktion der äußeren Zellhülle eine wichtige Rolle. Vor allem die 
relative Unempfindlichkeit von Sporen und Mykobakterien ist Folge einer verminderten 
zellulären Permeabilität, aber auch die Resistenz gramnegativer Bakterien ist oftmals das 
Resultat des zusätzlichen Schutzes der äußeren Zellmembran [20, 55]. Neben dem Per-
meabilitätsverlust, welcher der bedeutendste intrinsische Resistenzmechanismus ist, spie-
len auch Efflux oder der enzymatische Abbau von antimikrobiellen Wirkstoffen eine Rolle 
[55].  
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Entsteht eine Resistenz auf Grundlage einer genetischen Veränderung des Bakteriums, 
spricht man von einer erworbenen oder extrinsischen Resistenz [29]. Diese kann infolge 
einer Mutation oder durch die Aufnahme fremder Resistenzgene zustande kommen, sofern 
zwei Bedingungen erfüllt sind: das genetische Potential des betreffenden Mikroorganismus 
und ein Selektionsdruck müssen vorhanden sein [72]. Mutationen können z.B. dadurch 
induziert werden, dass Bakterien an steigende Konzentrationen von Desinfektionsmitteln 
gewöhnt werden [29]. Mutationen sind die langwierigsten Veränderungen des Bakterien-
genoms, da sie zufällig erfolgen und häufig einen für das Bakterium letalen Ausgang ha-
ben. Ein Gentransfer, wie bei dem Erwerb extrachromosomaler Genelemente in Form von 
Transposons oder Plasmiden, kann dagegen innerhalb einiger Stunden erfolgen [55, 73]. 
Tattawasart et al. (1999) beschrieben bislang einmalig auch die Resistenzbildung durch 
Transformation [74]. 

Genetische Veränderungen, welche zur Resistenzbildung bei Bakterien führen, können 
ganz unterschiedliche Auswirkungen haben. So können dieselben Mechanismen, welche 
intrinsisch agieren, auch durch die Aufnahme von Resistenzgenen erworben werden. Zu-
dem kann es zu Mutationen eines spezifischen zellulären Targets kommen, wobei es un-
wahrscheinlich ist, dass einzelne Target-Mutationen für hochgradige Desinfektionsmittel-
resistenzen verantwortlich sind, da Desinfektionsmittel meist eine Vielzahl zellulärer Tar-
gets attackieren und damit eine Reihe von Mutationen notwendig wäre um einen bedeuten-
den Wirkungsverlust zu erreichen [32, 75]. In dieser Hinsicht sind Desinfektionsmittel den 
Antibiotika überlegen [33]. Die verschiedenen Resistenzmechanismen, welche zur Bildung 
von Desinfektionsmittelresistenzen führen können, sind in der folgenden Tabelle 1 darge-
stellt [21]. 
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Tabelle 1: Bakterielle Resistenzmechanismen gegen Desinfektionsmittel [21] 

Mechanismus Art des Resistenzme-
chanismus 

Beeinflussung der 
Wirksamkeit anderer 
Desinfektionsmittel 

Kreuzresistenzen 
gegen andere 
antimikrobielle 
Wirkstoffe 

Permeabilität intrinsisch 
(erworben) 

nein  ja  

Efflux intrinsisch/  
erworben 

reduziert ja  

Degradierung erworben/  
intrinsisch 

reduziert nein  

Target-Mutation  erworben reduziert nein (Ausnah-
men) 

phänotypische Ver-
änderungen 

nach Exposition reduziert ja  

2.2.3 Kreuzresistenzen zwischen Antibiotika und Desinfektionsmitteln 

Die Meinungen zu der Bedeutung von Desinfektionsmitteln als Auslöser für Antibiotikare-
sistenzen gehen sehr weit auseinander. Dabei muss jedoch bedacht werden, dass die 
Hauptursache für Antibiotikaresistenzen beim Antibiotikaeinsatz selbst zu suchen ist [76]. 
Werden Antibiotika eingesetzt, so wirken sie nicht nur gegen die pathogenen Zielbakterien 
am Infektionsort sondern auch gegen die kommensale Flora, was zur Folge hat, dass jede 
Behandlung mit Antibiotika somit auch unweigerlich zur Selektion von Antibiotikaresis-
tenzen führt [18]. Dass auch der Einsatz von Desinfektionsmitteln zur Selektion von Anti-
biotikaresistenzen beitragen kann, ist inzwischen bekannt, auch wenn umstritten ist, wie 
viel Bedeutung dem beizumessen ist [5, 34].  

Aufgrund ähnlicher Resistenzmechanismen von Antibiotika und Desinfektionsmitteln 
kann ein Zusammenhang zwischen Resistenzen von beiden Substanzgruppen vermutet 
werden, wobei diese Mechanismen zwar ähnlich aber nicht zwangsläufig identisch sind 
[46, 77]. 

Es wird immer wieder betont, dass es zu einer Beeinträchtigung der Antibiotikaemp-
findlichkeit kommen kann, obwohl die Desinfektionsmittelsensibilität kaum beeinträchtigt 
ist [34]. Werden Desinfektionsmittel in so geringen Konzentrationen wie der MHK einge-
setzt, so wird nur noch das empfindlichste zelluläre Target der Mikroorganismen ange-
sprochen. Kommt es daraufhin zu Veränderungen dieses Targets, kann dies zu Kreuzresis-
tenzen gegen Antibiotika führen, die dieses Target teilen, wohingegen die Wirkung des 
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Desinfektionsmittels kaum beeinträchtigt wird, da dieses noch andere zelluläre Targets 
attackiert [32]. Eine MHK-Erhöhung eines Desinfektionsmittels führt somit meist nicht zur 
Unwirksamkeit dieses, sondern ist ein Indikator für die Veränderung mindestens eines zel-
lulären Targets oder für die Induktion von Efflux-Pumpen. Beide Mechanismen bergen das 
Potential einer Resistenzinduktion gegen andere Substanzen, wie beispielsweise Antibioti-
ka [76]. Dabei kann jedoch davon ausgegangen werden, dass sowohl die Ausbildung von 
Resistenzen als auch von Kreuzresistenzen zwischen den verschiedenen Bakterien nicht 
einheitlich, sondern sehr speziesspezifisch stattfindet [78]. 

Inzwischen ist bekannt, dass Resistenzentwicklungen gegen Desinfektionsmittel mit 
den Wirkstoffen Triclosan, Chlorhexidin und quaternäre Ammoniumverbindungen mit der 
Ausbildung von Kreuzresistenzen gegen Antibiotika einhergehen kann [5]. Eine Übersicht 
dieser ist in der folgenden Tabelle 2 dargestellt. 
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Tabelle 2: Beispiele von Kreuzresistenzen zwischen Desinfektionsmitteln und Antibio-
tika 

 Triclosan Chlorhexidin Quaternäre Ammo-
niumverbindungen 

E. coli Amoxicillin, Chlor-
amphenicol, Ery-
thromycin, Imipe-
nem, Tetrazyklin, 
Trimethoprim, Am-
picillin, Fluorchino-
lone, Ciprofloxacin 
[7, 79-81] 

Gentamicin, Strep-
tomycin [82] 

Amoxicillin, Chloram-
phenicol, Imipenem, 
Tetrazyklin, Trimetho-
prim, Gentamicin, 
Tobramycin, Amikacin, 
Neomycin, Kanamycin, 
Ciprofloxacin, 
Ceftazidim, Polymy-
xin B [79, 83] 

Salmonella 
spp. 

Ampicillin, Tetra-
zyklin, Chloram-
phenicol [7] 

Tetrazyklin [79]  Amoxicillin, Chloram-
phenicol, Imipenem, 
Trimethoprim [79] 

Pseudomonas 
spp. 

Ciprofloxacin, 
Polymyxin B, Gen-
tamicin, Nalidixin-
säure, Erythromy-
cin, Ampicillin [56, 
84] 

Polymyxin B, Gen-
tamicin, Ampicillin, 
Nalidixinsäure, 
Rifampicin, Ery-
thromycin, 
Norfloxacin, Tetra-
zyklin, Chloramphe-
nicol, Streptomycin, 
Carbenicillin [56, 74, 
85-87]  

Norfloxacin, Tetrazy-
klin, Chloramphenicol, 
Streptomycin, Erythro-
mycin, Carbenicillin, 
Polymyxin B, Gentami-
cin, Nalidixinsäure, 
Ampicillin [56, 86, 87] 

Staphylococ-
cus spp. 

 Gentamicin, Kana-
mycin, Tobramycin 
Trimethoprim, 
Amikacin [2, 88] 

β-Laktamantibiotika: 
Cloxacillin, 
Moxalactam, Flomoxef, 
Cefmetazol, Oxacillin, 
Ofloxacin, Trimetho-
prim, Gentamicin, Ka-
namycin, Tobramycin 
[70, 88, 89] 

Mycobac-
terium spp. 

Isoniazid [80, 81]   

Wobei es auch bei anderen Desinfektionswirkstoffen Berichte über Kreuzresistenzen 
zu Antibiotika gibt. So beobachteten Moken et al. (1997), dass der Einsatz von Kiefernöl 
zu Resistenzen gegen die antibiotischen Wirkstoffe Tetrazyklin, Ampicillin, Chloram-
phenicol und Nalidixinsäure führte [90]. 

Es ist nicht möglich, allgemeingültige Aussagen zu dem Potential von Desinfektions-
mitteln, Kreuzresistenzen gegen Antibiotika auszulösen, zu treffen, da die verschiedenen 
Bakterienspezies eine große Variabilität in ihrem Verhalten antimikrobiellen Wirkstoffen 
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gegenüber zeigen. Eine mögliche Ursache dafür könnten unterschiedliche Targets in den 
verschiedenen Bakterienspezies sein [91]. Nichtsdestotrotz gibt es eine Reihe von Antibio-
tikaresistenzen, welche durch Desinfektionsmittel induziert werden können, und es ist zu 
vermuten, dass diese nicht nur im Labor, sondern auch in der Umwelt vorkommen [92]. 

2.2.4 Epidemiologie von Desinfektionsmittelresistenzen  

Je häufiger ein antimikrobieller Wirkstoff Verwendung findet, desto höher ist die Wahr-
scheinlichkeit der Resistenzentwicklung von Mikroorganismen dagegen. Wenn der Einsatz 
von Antibiotika zur Bildung von Antibiotikaresistenzen führt, so ist zu erwarten, dass der 
Einsatz von Desinfektionsmitteln zur Resistenzinduktion gegen diese führt [2]. Des Weite-
ren wird vermutet, dass eine Zelle, die einmal eine Resistenz erworben hat diese auch bei-
behalten wird, da ihr kein Nachteil daraus entsteht, solange der Erwerb der Resistenzfakto-
ren nicht mit ihren normalen physiologischen Wachstumsprozessen interferiert [75]. Bei 
Abwesenheit des Selektionsdrucks kann es zwar zum Absinken von Resistenzen in der 
Bakterienpopulation kommen, wobei aber ein Reservoir resistenter Stämme erhalten bleibt, 
welches bei wiedereinsetzendem Selektionsdruck schnell dominierend wird [73]. Auch 
wenn Desinfektionsmittelresistenzen bei Bakterien bislang kein massives Problem in der 
Praxis darstellen, kann sich dies jederzeit ändern, gerade in Anbetracht der Tatsache, dass 
es Berichte über eine beträchtliche Anzahl von Desinfektionsmittelresistenzen bei Bakteri-
enisolaten aus der Umwelt gibt [66, 93, 94]. 

Die Ausbreitung von Desinfektionsmittelresistenzen ist ebenso wie die von Antibioti-
karesistenzen vertikal und horizontal möglich. So können Resistenzen, welche auf Chro-
mosomen codiert sind, nur an Tochterzellen weitergegeben werden [4, 72]. Im Gegensatz 
dazu können Resistenzen, welche auf transmissiblen DNA-Elementen codiert sind, zudem 
über horizontalen Gentransfer eine weite Verbreitung auch zwischen unterschiedlichen 
Bakterienspezies finden [4]. So geht Salyers (2002) davon aus, dass, wenn einmal eine 
Resistenz auf einem beweglichen Genelement aufgetaucht ist, sich diese auch zwischen 
anderen Bakterien verbreiten wird [73]. Beispielsweise verfügen Staphylococcus aureus 
(S. aureus) und einige koagulasenegative Streptokokken über einen gemeinsamen Pool an 
Resistenzdeterminanten, welche u.a. auch Resistenzen gegen quaternäre Ammoniumver-
bindungen codieren [95]. Potentiell problematisch ist dabei die Übertragung von Resis-
tenzgenen von harmlosen auf pathogene Bakterien [96]. Gerade an Orten hoher Bakterien-
dichte, wie z.B. im Gastrointestinaltrakt oder auf der Haut von Tieren oder Menschen, ha-
ben die Bakterien Zugang zu einem großen Genpool aus welchem sie Resistenzen über-
nehmen können [71, 97]. Dabei sind die Lokalisation der Resistenzgene auf mobilen gene-
tischen Elementen und der enge Kontakt zwischen unterschiedlichen Bakterien in einer 
polymikrobiellen Umwelt Schlüsselfaktoren für eine schnelle Verbreitung von Resistenzen 
[71].  
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Bei einer Resistenzverbreitung zwischen verschiedenen Wirtsspezies, entweder durch 
direkten oder indirekten Kontakt mit kontaminiertem Material, kommt es zur Kolonisation 
und Infektion oder nur zum kurzfristigen Verbleib der Bakterien in der neuen Umgebung. 
In jedem Fall kann es zum Genaustausch mit Bakterien aus der neuen Umwelt kommen. 
Bislang sind nur wenige antibiotikaresistente Zoonoseerreger (Salmonella, Campylobacter 
und Enterococcus) zweifelsfrei nachgewiesen worden, wobei noch eine weitaus größere 
Anzahl wahrscheinlich ist [71]. 

Resistenzen gegen kationische Agentien, wie quaternäre Ammoniumverbindungen 
oder Chlorhexidin, und gegen Metalle bzw. Metallsalze werden häufig durch Plasmide 
codiert und können mittels Konjugation oder Transduktion auch zwischen verschiedenen 
Bakterienspezies transferiert werden [20, 29]. Dabei zeigt Benzalkoniumchlorid, als Ver-
treter der quaternären Ammoniumverbindungen, bei verschiedenen Bakterienisolaten aus 
Klinik, Lebensmittelbereich und Tierhaltungen sehr unterschiedlich gute Wirksamkeiten, 
wobei S. aureus- und E. faecalis-Isolate die unempfindlichsten der untersuchten Bakterien-
spezies waren [69]. Aber auch gegen andere Vertreter der quaternären Ammoniumverbin-
dungen kommt es nach Exposition von subinhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentra-
tionen zu Wirksamkeitsverlusten, wobei die Effektivität der Gebrauchskonzentration noch 
nicht beeinträchtigt ist [98].  

Die oftmals beobachtete Co-Inzidenz von Glutaraldehyd- und Formaldehydresistenz 
legt die Vermutung nahe, dass diese auf einem ähnlichen Wirkmechanismus beruhen, wo-
bei man jedoch weiß, dass eine Resistenz gegen Glutaraldehyd bei verschiedenen Spezies 
auf unterschiedlichen Mechanismen basiert [66, 70]. Auch für den Schutz gegen oxidie-
renden Stress, wie er beispielsweise durch Wasserstoffperoxid oder Peressigsäure hervor-
gerufen wird, gibt es unterschiedliche und einander ergänzende Mechanismen. So erfolgt 
bei E. coli die Adaptation an oxidativen Stress über die Hochregulation vielfältiger Prote-
ine mit antioxidativer Wirkung, die das intrazelluläre Level toxischer Substanzen niedrig 
halten, und einer Endonuklease, welche radikalinduzierte Schäden repariert [99]. 

2.2.4.1 Humanmedizin 

In der Humanmedizin spielen desinfektionsmittelresistente Bakterien vor allem in der 
Krankenhausumgebung eine bedeutende Rolle. So verstarben in Folge eines Ausbruchs mit 
einem chlorhexidinresistenten Proteus mirabilis-Stamm in einem Krankenhaus Anfang der 
1980er Jahre sogar zwei Menschen [6].  

Gerade die Fähigkeit von Chlorhexidin Kreuzresistenzen gegen Antibiotika auszulö-
sen, wird in der Krankenhausumgebung stark gefürchtet. So beobachtete Stickler (1983), 
dass mindestens fünf unterschiedliche Antibiotikaresistenzen bei Bakterien aus Harnwegs-
infektionen auf den übermäßigen Gebrauch von Chlorhexidin zurückzuführen waren [8]. 
Aber auch bei der Fluorchinolonresistenz von E. coli-Krankenhausisolaten wird eine Ver-
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bindung zu einer Cyclohexantoleranz vermutet [9]. Dabei wurde mehrfach beobachtet, 
dass sich Krankenhausisolate unempfindlicher gegen Desinfektionsmittel verhalten als ihre 
Äquivalente aus der Umwelt [5]. 

Massive Besorgnis verursacht zudem die Isolierung von Mycobacterium chelonae-
Isolaten aus Endoskopreinigungsanlagen, bei denen sich eine 60-minütige Desinfektion mit 
2% Glutaraldehyd als unzureichend herausgestellt hat [100]. 

Die Bedeutung der Resistenzselektion durch den Einsatz verschiedener Desinfekti-
onsmittel in Privathaushalten ist anhand einer Studie als sehr gering eingestuft worden. 
Dabei sind in Bakterienanzahl und Vorkommen von Resistenzen sowohl gegen Desinfekti-
onsmittel als auch gegen Antibiotika in Haushalten mit und ohne täglichen Desinfektions-
mitteleinsatz verglichen worden, wobei keine Unterschiede in der Prävalenz von Resis-
tenzen der untersuchten Bakterien feststellbar waren [101]. Im Gegensatz dazu gehen an-
dere Untersuchungen davon aus, dass Anwendungsfehler bei der Verwendung von Triclo-
san für eine umfassendere Resistenzselektion u.a. bei Pseudomonas aeruginosa, Escheri-
chia coli und Salmonella enterica verantwortlich sind [78]. 

2.2.4.2 Tierhaltung 

Berichte über das Vorkommen desinfektionsmittelresistenter Bakterien in Tierhaltungen 
sind schlecht vergleichbar, was darauf zurückzuführen ist, dass die Abgrenzung von 
Empfindlichkeitsverlusten und Resistenzen gegen Desinfektionsmittel häufig nicht einheit-
lich erfolgt. 

43,8% ß-hämolytisierender E. coli-Isolate aus neonatalen Schweinen mit Diarrhoe 
zeigten verminderte Empfindlichkeiten gegen das Desinfektionsmittel Chlorhexidin, häufig 
einhergehend mit Antibiotikaresistenzen gegen Gentamicin und Streptomycin [82]. Diese 
Zahl aus den USA entspricht nahezu den 46,5% verminderter Chlorhexidinempfindlichkeit 
von Salmonella-Isolaten aus Schweine- und Geflügelhaltungen in Thailand, wobei jedoch 
nur 3,2% dieser Isolate tatsächlich eine Chlorhexidinresistenz aufwiesen [84].  

Eine Cyclohexanresistenz, welche mit dem Empfindlichkeitsverlust gegen zahlreiche 
Antibiotika und Desinfektionsmittel über die Expression verschiedener Resistenzgene as-
soziiert wird [102], konnte in E. coli-Isolaten aus Geflügelställen nur in einem von 389 
Fällen festgestellt werden [103]. Zuvor wurden Salmonella-Isolate aus der Umwelt auf ihre 
Cyclohexanempfindlichkeit untersucht. Dabei wurde beobachtet, dass von Tieren stam-
mende cyclohexanresistente Stämme mit 1-5% eine geringere Prävalenz hatten, als die 
Gesamtheit der Salmonella-Isolate mit 10,6%, welche zu großen Anteilen der humanen 
Umgebung entstammten [102]. 
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Trotz 75,8% Empfindlichkeitsverlusten gegen Benzalkoniumchlorid bei Salmonella-
Isolaten aus Geflügel- und Schweinehaltungen, haben Chuanchuen et al. (2008) keine Re-
sistenzen gegen dieses gefunden [84]. Im Gegensatz dazu stehen Berichte von einer hohen 
Prävalenz von Resistenzen gegen die Gruppe der quaternären Ammoniumverbindungen in 
Geflügel-Schlachthäusern, welche möglicherweise auch auf den übermäßigen Einsatz die-
ser Desinfektionsmittel in der Lebensmittelindustrie zurückgeführt werden könnte [104]. In 
Sammelmilchproben bei Milchrindern und Milchziegen aus Norwegen hat man bei 21,2% 
der Rinder und 10% der Ziegen Staphylococcus-Isolate gefunden, welche eine effluxba-
sierte Resistenz gegen quaternäre Ammoniumverbindungen aufweisen, die häufig in Zu-
sammenhang mit einer Penicillinresistenz stehen, was auf die weite Verbreitung von Benz-
alkoniumchlorid und Cetyltrimethylammoniumbromid als Zitzendip zurückgeführt wird 
[105]. 

Die Wirksamkeit 18 verschiedener Desinfektionsmittel aus der Geflügelindustrie ge-
gen verschiedene S. aureus-Isolate von Wirtschaftsgeflügel war bei Abwesenheit von or-
ganischen Verunreinigungen ausnahmslos gegeben, ließ sich jedoch durch organische Ver-
schmutzungen stark beeinträchtigen. So verloren fünf der 18 Desinfektionsmittel bei An-
wesenheit von organischem Material trotz Einsatz gemäß Herstellerangaben ihre Wirk-
samkeit, wovon besonders chlorhaltige Desinfektionsmittel und amphoterische Verbindung 
betroffen waren [104]. In einer anderen Studie von Willinghan et al. (1996) wird von 8% 
desinfektionsmittelresistenten Bakterienisolaten aus Brütereien berichtet, welche u.a. Re-
sistenzen gegen Glutaraldehyd zeigten [45]. Wiederum bei anderen aus Brütereien isolier-
ten Bakterienstämmen fiel auf, dass deren Empfindlichkeit gegen unterschiedliche kom-
merzielle Desinfektionsmittel sehr unterschiedliche Toleranzen gegen diese hatten, obwohl 
sie teilweise demselben Genus oder derselben Spezies angehört haben [3]. 

Campylobacter-Spezies, welche aus Geflügelschlachthäusern vor und nach der Reini-
gung und Desinfektion isoliert wurden, zeigten keinerlei Unterschiede ihrer Sensibilität 
Antibiotika und Desinfektionsmitteln gegenüber. Betont werden muss aber, dass auch die 
Prävalenz von Campylobacter jejuni bzw. Campylobacter coli nach der Reinigung und 
Desinfektion ebenfalls identisch waren [106]. 
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2.3 Epidemiologie von Resistenzen der untersuchten Erreger 

2.3.1 Enterococcus spp. 

Der Genus Enterococcus, als Mitglied der Familie Enterococcaceae, umfasst zahlreiche 
Spezies, u.a. Enterococcus faecium (E. faecium), Enterococcus hirae (E. hirae) und Ente-
rococcus faecalis, welches der häufigste Vertreter ist. Enterokokken sind bis 2,5 µm große, 
runde bis ovoide Zellen, welche in Flüssigkeit paarweise oder im Verbund kurzer Ketten 
vorliegen. Es handelt sich um grampositive, fakultativ anaerobe Bakterien, von denen eini-
ge Spezies bedingt durch Flagellen mobil sind. Enterokokken sind Kommensale im Gas-
trointestinaltrakt von Warmblütern und einigen anderen Tieren, und finden über deren 
Ausscheidungen in der Umwelt eine weite Verbreitung [107].  

Enterococcus spp. weisen eine sehr hohe Tenazität auf. So können sie sich bei einer 
Salzkonzentration von 6,5%, bei 40% Galle oder bei pH-Werten bis 9,6 vermehren. Des 
Weiteren sind sie sehr resistent gegen Austrocknung und hohe Temperaturen [107], wobei 
sie kurzzeitig bis zu 80°C standhalten können, was insbesondere für ihre Ausbreitung ent-
lang der Lebensmittelkette von Bedeutung ist [17]. Zudem können die verschiedenen Ente-
rococcus spp. eine große Vielzahl von Plasmiden und Transposons als Träger zahlreicher 
Resistenzen und Virulenzfaktoren besitzen [107, 108]. Dies und ihre Fähigkeit widrigen 
Umwelteinflüssen zu trotzen, lässt eine hohe Widerstandskraft gegen die physischen und 
chemischen Einflüsse einer Desinfektion erwarten. Mutanten mit verringerten Empfind-
lichkeiten gegen die Wirkstoffe Triclosan, Chlorhexidin und Benzalkoniumchlorid können 
in vitro unschwer generiert werden, jedoch existieren bislang keine Berichte über ausge-
prägte Desinfektionsmittelresistenzen bei Enterococcus spp. aus der Umwelt [46]. 

Über den Erwerb extrachromosomaler DNA können Enterococcus spp. neben ihren in-
trinsischen Resistenzen noch eine Vielzahl weiterer Antibiotikaresistenzen erwerben. Da-
bei kommt besonders der Vancomycinresistenz aus der Gruppe der Glykopeptidantibiotika 
eine besondere Bedeutung zu, welche ein weltweites Problem darstellt [46]. Sie unterliegt 
einer großen phänotypischen und genotypischen Heterogenität [109], wobei sowohl plas-
midvermittelte induzierbare als auch chromosomal codierte konstitutiv transkribierte Re-
sistenzen von Bedeutung sind [110]. Die Übertragung von plasmidgetragenen Resistenz-
genen auf andere Spezies, wie etwa S. aureus, ist möglich [109, 111], wobei dies unter 
suboptimalen Bedingungen in der Umwelt um bis zu sechs Größenordnungen seltener der 
Fall ist als in vitro [112]. 

Die Ursache der hohen Prävalenz vancomycinresistenter Enterococcus spp. (VRE) in 
Europa kann auf den langjährigen Einsatz subtherapeutischer Dosen des Antibiotikums 
Avoparcin als Wachstumsförderer in der Tierhaltung zurückgeführt werden. Die Ausbil-
dung von Resistenzen gegen dieses ging mit der Entstehung von Kreuzresistenzen gegen 
die verwandten Antibiotika Vancomycin und Teicoplanin einher. Seit dem Verbot des Ein-
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satzes von Antibiotika als Leistungsförderer in der Landwirtschaft ist die Prävalenz von 
VRE in der gesunden Bevölkerung signifikant zurück gegangen [72, 113, 114]. 

Auch wenn die Enterococcus spp. normalerweise nur eine geringe Pathogenität auf-
weisen [115], so kommt ihnen doch als einer der wenigen antibiotikaresistenten bakteriel-
len Zoonoseerreger, bei denen eine Übertragung vom Tier auf den Menschen nachgewie-
sen wurde, Bedeutung zu [71]. Die Transmission antibiotikaresistenter Bakterien auf den 
Menschen kann dabei nicht nur durch die Verbreitung individueller resistenter Enterococ-
cus-Klone erfolgen, sondern auch durch den Transfer beweglicher genetischer Elemente 
auf andere Bakterien [116]. Enterococcus spp. sind vor allem Verursacher von Harnwegs-
infektionen, Wundinfektionen oder Sepsis [108, 115], jedoch führte 1998 in China ein 
Ausbruch mit einem glykopeptidresistenten E. faecium-Stamm zum Verenden tausender 
Schweine an hämorrhagischen Schock, sowie zur Erkrankung 40 lokaler Bauern, von de-
nen zwölf verstarben [72]. 

Obwohl bei VRE-Isolaten aus der Umwelt häufig ein deutlicher Sensibilitätsverlust 
dem Desinfektionsmittel Triclosan gegenüber beobachtet wurde [117], konnte bislang kein 
Zusammenhang zwischen Antibiotika- und Desinfektionsmittelresistenzen bei Enterococ-
cus spp. nachgewiesen werden, wie er beispielsweise von Staphylococcus spp. bekannt ist 
[17, 118, 119]. 

2.3.2 Escherichia coli 

Von dem Genus Escherichia, welcher der Familie der Enterobacteriaceae zuzuordnen ist, 
hat die Spezies E. coli die weitaus größte Bedeutung. Die gramnegativen stäbchenförmigen 
Bakterien erreichen eine maximale Länge von 6 µm und sind aufgrund peritricher Flagel-
len meist beweglich. Das fakultativ anaerobe Bakterium verfügt über eine hohe Tenazität, 
was ihm eine lange Überdauerung in der Umwelt ermöglicht, wo es ubiquitär vorkommt, 
da E. coli mit dem Fäzes nahezu aller Warmblüter ausgeschieden wird. Als kommensales 
Darmbakterium gehört E. coli der Normalflora des Intestinaltraktes von Mensch und Tier 
an, ist aber zudem auch ein wichtiger Krankheitserreger für diese [120, 121].  

Eine Serotypisierung anhand verschiedener Antigengruppen dient der Charakterisie-
rung der vielzähligen E. coli-Stämme, welche große Unterschiede in Virulenz und epide-
miologischer Bedeutung aufweisen. Adhäsionsfaktoren und Endo-, Entero- und Zytotoxine 
determinieren die pathogene Wirkung der einzelnen Stämme von E. coli. Diese können 
sowohl septikämische als auch lokale Infektionen hervorrufen, wobei bei letzteren enteral 
und extraintestinal differenziert werden. Dabei kann eine weitere Unterteilung der darmpa-
thogenen E. coli in sieben Gruppen erfolgen, von denen beispielsweise die enterotoxischen 
E. coli (ETEC) u.a. die neonatale Diarrhö bei Kälbern und Ferkeln auslösen, oder shiga-
toxinbildende E. coli (STEC) u.a. die Ödemkrankheit der Schweine verursachen. Von den 
extraintestinalen Erkrankungen sind z.B. Septikämien verschiedenster Tierarten oder die 
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Colimastitis der Rinder von großer Bedeutung. Ebenso wie Tiere kann auch der Mensch an 
zahlreichen enteralen und extraintestinalen E. coli-Infektionen erkranken, wobei bislang 
nur die STEC, welche auch als enterohämorrhagische E. coli (EHEC) bezeichnet werden, 
als Zoonoseerreger nachgewiesen wurden [120]. 

Durch ihre zum Teil sehr hohe Pathogenität und weite Verbreitung kommt der Sensibi-
lität von E. coli antimikrobiellen Wirkstoffen gegenüber eine große Bedeutung zu. Ver-
gleicht man die Resistenzsituation von Bakterienisolaten aus Schweinehaltungen, so fällt 
eine sehr heterogene Verteilung der Effektivität der einzelnen Antibiotika auf, welche nicht 
nur national, sondern bereits regional sichtbar ist. Insbesondere bei enterischen Bakterien 
wie E. coli gab es Fälle, bei denen kein einziger antibiotischer Wirkstoff mehr gefunden 
werden konnte, der gegen die untersuchten Bakterien wirksam gewesen wäre [122]. 

Von den zahllosen Antibiotikaresistenzen, welche E. coli ausbilden können, spielt die 
Bildung von Beta-Laktamasen mit erweitertem Wirkungsspektrum, den sogenannten Ex-
tended-Spectrum β-Laktamasen (ESBL), eine herausragende Rolle. Der fortwährende Ein-
satz von β-Laktam-Antibiotika resultiert in einer kontinuierlichen und dynamischen Pro-
duktion von β-Laktamasen, die durch substratspektrumerweiternde Mutationen auch 
Cephalosporine der dritten oder vierten Generation hydrolysieren können. Die Anzahl 
identifizierter ESBL-Varianten, welche sich evolutionär in neun Familien unterteilen las-
sen, von denen TEM, SHV und CTX, die bedeutendsten sind, nimmt kontinuierlich zu. 
Dabei treten ESBL nicht nur bei E. coli, sondern bei vielen gramnegativen Pathogenen, 
insbesondere Mitgliedern der Familie der Enterobacteriaceae, auf. Durch ihre häufige Lo-
kalisation auf Plasmiden kommt es nicht nur zur klonalen Verbreitung von ESBL-bil-
denden Bakterien, sondern zudem zum horizontalen Transfer ESBL-codierender Plasmide 
auch zwischen verschiedenen Bakterienspezies. Bedingt durch die durch ESBL-bildende 
Bakterien hervorgerufene starke Limitierung der therapeutischen Optionen und deren weite 
Verbreitung, haben diese bereits eine große Bedeutung erlangt [123, 124]. 

Dass ESBL-bildende E. coli auch jenseits der Krankenhausumgebung eine Gefahr dar-
stellen, wurde durch den jüngsten Ausbruch mit ESBL-bildenden EHEC deutlich, bei dem 
im vergangenen Jahr in Norddeutschland mehr als 3800 Personen an enterohämor-
rhagischer Colitis oder dem hämolytisch-urämischen Syndrom erkrankten, von denen 53 in 
Folge der Erkrankung verstarben [125]. Auch wenn sie meist nicht zu Beschwerden füh-
ren, werden immer häufiger ESBL-bildende E. coli in Tierhaltungen Lebensmittel liefern-
der Tiere nachgewiesen [126, 127]. In einer aktuellen Studie wurden in Deutschland 
Prävalenzen ESBL-verdächtiger E. coli von 88% in Schweine- und 100% der Geflügelhal-
tungen ermittelt [128]. Dabei können nicht nur in der Nutztierhaltung, sondern auch bei 
den Begleittieren [129] und zu geringeren Anteilen auch in der Wildtierpopulation ESBL-
bildende E. coli nachgewiesen werden [130-132]. 
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E. coli kann aber nicht nur gegen Antibiotika, sondern auch gegen Desinfektionsmittel 
Resistenzen entwickeln. So ist es möglich, bereits durch eine viermalige Unterdosierung 
von Triclosan eine hochgradige Resistenz gegen dieses zu induzieren [78, 79]. Triclosan 
wirkt dabei u.a. auf das Enzym Enoyl-Reduktase, welches essentiell für die Fettsäurebio-
synthese der Bakterienzelle ist. Diese Wirkung kann von E. coli entweder durch eine 
Überexpression von fabI, welche das Enzym reguliert, oder durch die Expression von 
Multidrug-Efflux-Pumpen über acrAC, marA oder soxS, welche zudem die Kreuzresisten-
zen induzieren, umgangen werden [81, 133]. Der Mechanismus, mit dem E. coli einer Des-
infektion mit Kiefernöl trotzen kann, ist ebenfalls über die Überexpression von marA 
(soxS, robA), welches über acrAB eine protonenabhängige Multidrug-Efflux-Pumpe eine 
Vielzahl lipophiler Substanzen aus der Zelle transportiert [90]. 

Eine Formaldehydresistenz bei E. coli und anderen Vertretern der Enterobacteriaceae 
kann durch eine plasmidgetragene Formaldehyddehydrogenase hervorgerufen werden 
[134]. Die Mechanismen welche E. coli helfen oxidativen Stress zu widerstehen, sind im 
Gegensatz dazu wesentlich komplexer. Bei Anwesenheit nicht-toxischer Konzentrationen 
superoxiderzeugender redoxzyklischer Substanzen zeigen E. coli eine gravierende Verän-
derung ihrer Proteinzusammensetzung, bedingt durch zwei voneinander unabhängige 
Multigen Responses. Dabei führt die Exprimierung des oxyR-Gens zur Synthese zahlrei-
cher Proteine, u.a. der Katalasehydroperoxidase oder der Alkylhydroperoxidase-Reduk-
tase, welche u.a. zur Hemmung der spontanen Mutagenese unter aeroben Bedingungen 
führen [135]. Des Weiteren reguliert der Genlokus soxR zusätzliche Proteine mit antioxida-
tiver Wirkung. So sorgt die Superoxid-Dismutase für die Zerstörung von Superoxidradika-
len, und Endonuklease IV repariert radikalinduzierte DNA-Schäden [99, 135]. Dabei be-
steht eine starke Abhängigkeit der zellulären Reaktion auf oxidativen Stress und der 
Wachstumsphase der Bakterien. Werden E. coli während ihrer exponentiellen Wachstums-
phase Wasserstoffperoxid ausgesetzt, so sorgen auf Grundlage von oxyR verschiedene Pro-
teine wie Katalasen oder Reduktasen für die zelluläre Abwehr, hingegen werden während 
der stationären Wachstumsphase eher schützende Proteine induziert [136]. 
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3. Material und Methoden 

3.1 Allgemeiner Versuchsaufbau 

In den hier durchgeführten Untersuchungen sollten drei typische, zur Desinfektion in der 
Tierhaltung eingesetzte Wirkstoffe auf ihr Potential Resistenzen bei Bakterien auszulösen 
untersucht werden. Da aus der Humanmedizin bekannt ist, dass einige Desinfektionsmittel 
bei verschiedenen Bakterien Wirkungsverluste gegen bestimmte Wirkstoffe, sowie Resis-
tenzen gegen andere Substanzen, wie z.B. Antibiotika, induzieren können, sollte in dieser 
Arbeit ermittelt werden, inwieweit dieses Risiko für die Wirkstoffe Peressigsäure, Amei-
sensäure und Glutaraldehyd als klassische Desinfektionsmittel der Tierhaltung ebenfalls 
bestehen könnte. 

Die Versuche wurden mit Erregern der Spezies E. faecium, E. hirae und E. coli durch-
geführt, welche ubiquitär in Tierhaltungen vorkommen. Dabei ist von E. coli bekannt, dass 
sich durch verschiedene andere Desinfektionsmittel, wie beispielsweise Triclosan oder 
Chlorhexidin, sowohl Resistenzen gegen diese Desinfektionsmittel als auch Kreuzresisten-
zen gegen unterschiedliche Antibiotika induzieren lassen. Mit der Wahl dieser beiden Bak-
teriengruppen wurde sowohl ein grampositiver als auch ein gramnegativer Keim in die 
Untersuchung einbezogen, wobei zusätzlich das Verhalten ESBL-bildender E. coli betrach-
tet wurde. Damit ist eine Vergleichsmöglichkeit zwischen E. coli, welche bereits multiple 
Resistenzgene exprimieren, und ihren sensibleren Pendants gegeben. Aus jeder Keimgrup-
pe, Enterokokken, E. coli und ESBL-bildende E. coli, wurden sowohl Umweltisolate aus 
konventionellen Tierhaltungen als auch die Referenzstämme aus der Desinfektionsmittel-
prüfung nach DIN- und EN-Normen bzw. DVG-Richtlinien untersucht.  

In Anlehnung an die Richtlinien der Desinfektionsmittelprüfung der DVG [137] wurde 
die Sensibilität aller Keime gegen die verschiedenen Desinfektionsmittel anhand der MHK 
ermittelt. Im Anschluss wurden sie an zehn aufeinanderfolgenden Tagen subinhibitori-
schen Desinfektionsmittelkonzentrationen ausgesetzt und eine erneute MHK-Bestimmung 
angeschlossen. Sofern die Bakterien nach den zehn Desinfektionsmittelpassagen eine ver-
ringerte Empfindlichkeit gegenüber dem Desinfektionsmittel zeigten, wurden weitere Pas-
sagen ohne Desinfektionsmittelzusatz durchgeführt woraufhin anhand einer weiteren 
MHK-Bestimmung ermittelt wurde, inwieweit ein dauerhafter Wirkungsverlust des Desin-
fektionsmittels eingetreten ist. Alle Versuche wurden im Doppelansatz durchgeführt. 

Um zu ermitteln, inwieweit sich die Empfindlichkeit der Bakterien gegenüber ver-
schiedenen Antibiotika verändert, wurde mit den Testkeimen sowohl vor als auch nach den 
Passagen ein Agardiffusionstest durchgeführt. Dies erfolgte jedoch nicht mit allen Bakteri-
en und allen Desinfektionsmitteln, sondern stichprobenartig mit jeweils dem Referenzkeim 
und einigen ausgewählten Feldisolaten, vorzugsweise welchen, bei denen sich zuvor eine 
Desinfektionsmittelresistenz induzieren ließ. Der Agardiffusionstest diente zur Beurtei-
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lung, ob sich die Empfindlichkeit der Bakterien vor und nach den Passagen gegenüber An-
tibiotika unterschiedlicher Wirkstoffgruppen verändert. 
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3.2 Bakterien 

3.2.1 Verwendete Keime 

Ziel der Untersuchung war es, ausgewählte Desinfektionsmittel gegen Bakterien zu testen, 
um zu ermitteln inwieweit sie die Fähigkeit besitzen Resistenzen gegen die untersuchten 
Desinfektionsmittel bzw. eine Auswahl von Antibiotika auszubilden. Dabei sollte es sich 
um Bakterienspezies handeln, welche eine hohe Relevanz in Tierhaltungen haben. Des 
Weiteren sollten grampositive und gramnegative Keime vergleichend untersucht werden. 
Dafür wurden Vertreter der Gattungen Enterococcus und Escherichia ausgewählt. Von der 
Gattung Enterococcus fanden die beiden Spezies E. hirae und E. faecium Verwendung, aus 
der Gattung Escherichia die Spezies E. coli. Dabei wurden für letztere sowohl eine Gruppe 
mit phänotypisch und genotypisch ESBL-bildenden E. coli-Stämmen, als auch eine mit 
ihren ESBL-negativen Äquivalenten verglichen. 

Für die Versuche wurden Feldisolate, welche aus Kotproben mehrerer konventioneller 
Schweinehaltungen isoliert wurden, verwendet. Zusätzlich wurden die entsprechenden 
Referenzkeime, E. faecium DSM 2918 und E. coli DSM 682, aus der Desinfektionsmittel-
prüfung nach DIN-/EN-Normen und DVG-Richtlinien mitgeführt. Da in der Desinfek-
tionsmittelprüfung kein ESBL-bildender E. coli Verwendung findet, wurde alternativ auf 
den ESBL-bildenden E. coli 09E 915 (Herkunft: Bundesinstitut für Risikobewertung) als 
Referenzstamm zurückgegriffen.  

3.2.2 Isolierung der Keime aus Kotproben 

Ausgangsbasis für die Isolierung der gesuchten Bakterien waren Sammelkotproben aus 25 
verschiedenen konventionellen Schweinezucht- und -mastbetrieben.  

Für deren Isolierung wurde zuerst eine Voranreicherung der in den Kotproben enthal-
tenen Keime durchgeführt. Dazu wurden jeweils 10 g Sammelkot aus jedem Schweinebe-
stand mit 90 ml Peptonwasser (Merck KGaA, Darmstadt) 2 min highspeed im Stomacher 
(Stomacher® 400 Circulator, Seward, Sussex, England) durchmischt und anschließend 24 h 
bei 37°C im Brutschrank (Thermo Scientific®, Waltham, England) aerob inkubiert. Nach 
der Inkubation wurde eine dekadische Verdünnungsreihe der Kotsuspension mit 0,9% 
NaCl-Lösung angelegt. Von den Verdünnungsstufen 10-3 und 10-5 wurden jeweils 100 μl 

auf ChromoCult® Enterokokken Agar (Merck KGaA, Darmstadt), ChromoCult® Coli Agar 
(Merck KGaA, Darmstadt) und ESBL Chromagar™ (Mast Diagnostica GmbH, Reinfeld) 
ausgespatelt und weitere 24 h aerob bei 37°C inkubiert.  

Es wurden die Bestände ausgewählt, deren Probe auf allen drei Selektivagarböden ein 
Bakterienwachstum zeigte. Zur Gewinnung von Reinkulturen wurden anschließend ver-
dächtige Kolonien der E. coli und Enterococcus spp. auf Columbia Agar mit Schafsblutzu-
satz (Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) transferiert woraufhin eine aerobe Inkubation 
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über 24 h bei 37°C folgte. Die ursprünglich vom ChromoCult® Coli Agar stammenden 
Isolate wurden dann auf ESBL Chromagar® überimpft, um zusätzlich zu den ESBL-
bildenden Stämmen E. coli-Isolate zu finden, welche auf diesem kein Wachstum, und so-
mit nicht den ESBL-Phänotyp zeigen. 

Ziel war es, aus jedem Bestand je einen E. hirae- oder E. faecium-, einen ESBL-nega-
tiven E. coli- und einen ESBL-bildenden E. coli-Stamm zu isolieren. 

3.2.3 Identifikation der Isolate 

Eine Identifizierung der Isolate wurde anhand von Kolonien von frisch überimpften und 
bebrüteten Columbia Agarplatten mit Schafsblutzusatz mittels MALDI-TOF (microflex™ 
LT, Bruker Daltonics, Bremen) nach dem Protokoll des Herstellers durchgeführt. 

3.2.4 ESBL-Multiplex-PCR 

Alle isolierten Stämme von E. coli, welche den ESBL-Phänotyp exprimierten, wurden mit 
Hilfe einer Multiplex-PCR auf die ESBL-Resistenzgene blaSHV, blaTEM und blaCTX-M 
untersucht. E. coli-Isolate, welche sowohl den ESBL-Phänotyp als auch den Genotyp zeig-
ten, wurden als ESBL-bildende E. coli für die weiteren Versuche verwendet. Die Multi-
plex-PCR wurde mit dem Mastermix und den Primern der Firma biomers.net GmbH 
(Ulm), wie von Monstein et al. [138] beschrieben, nach dem in Tabelle 3 aufgeführten Pi-
pettierschema durchgeführt.  

Tabelle 3: Pipettierschema für die ESBL-Multiplex-PCR nach Monstein et al. [138] 

Ansatzvolumen 25 μl 

Mastermix  18 μl 

Forward Primer 
- blaSHV 
- blaTEM 
- blaCTX-M 

 
1 μl 
1 μl 
1 μl 

Reverse Primer 
- blaSHV 
- blaTEM 
- blaCTX-M 

 
1 μl 
1 μl 
1 μl 

DNA 1 μl 
 

Die der PCR vorausgegangene DNA-Extraktion der verschiedenen Bakterienisolate er-
folgte jeweils mit Hilfe des Genomic DNA Isolation Kit for Bacteria (Biozym Scientific 
GmbH, Oldenburg), nach dem vom Hersteller beigefügten Protokoll.  



39 
 

3.2.5 Asservierung der Isolate 

Sowohl die isolierten, identifizierten Keime als auch zu späteren Zeitpunkten die passa-
gierten Keime wurden mithilfe einer Cryobank™ (Mast Diagnostica GmbH, Reinfeld) bei 
Temperaturen von -80°C aufbewahrt. Gemäß der Gebrauchsinformation des Herstellers 
wurden die Bakterien in den Kryoröhrchen in der mit Borosilikatglasperlen versetzten 
Konservierungslösung suspendiert. Im Anschluss wurde die Flüssigkeit mit Hilfe einer 
sterilen Pipette entfernt und das Röhrchen mit den enthaltenen Borosilikatglasperlen bei 
-80°C gelagert. Die Rekultivierung der Bakterien erfolgte jeweils durch Ausstreichen einer 
Perle auf einer Trypton-Soja-Agarplatte (Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) mit anschlie-
ßender aerober Inkubation bei 37°C. 
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3.3 Desinfektionsmittel 

3.3.1 Verwendete Desinfektionsmittel 

Die Versuche wurden mit den Wirkstoffen Peressigsäure, Ameisensäure und Glutaralde-
hyd durchgeführt. Die Wahl fiel dabei auf gebrauchsfertige Desinfektionsmittellösungen 
und nicht auf die ausgewählten Reinsubstanzen. Es wurden dabei ausschließlich Präparate 
ausgewählt, welche in der Liste der nach den Richtlinien der DVG geprüften und als wirk-
sam befundenen Desinfektionsmittel für die Tierhaltung enthalten sind [25].  

Als peressigsäurehaltiges Präparat wurde Wofasteril® E 400 (Kesla Pharma Wolfen 
GmbH, Bitterfeld-Wolfen) gewählt. Des Weiteren fand das Produkt Permanent Neu® 
(H. Wilhelm Schaumann GmbH, Pinneberg), welches Glutaraldehyd als Wirkstoff enthält 
und als ameisensäurehaltiges Präparat das Desinfektionsmittel Organosept Neu® 
(H. Wilhelm Schaumann GmbH, Pinneberg) Verwendung. Die Wirkstoffkonzentrationen 
und die laut Hersteller ausgewiesenen Gebrauchskonzentrationen sind Tabelle 4 zu ent-
nehmen.  

Tabelle 4: Wirkstoffe und Wirkstoffkonzentrationen der verwendeten Desinfekti-
onsmittel 

Desinfektionsmittel Wirkstoffkonzentration (pro 
100 g) 

Gebrauchskonzentration 
laut Hersteller 

Wofasteril® E 400 40 g Peroxyessigsäure, Was-
serstoffperoxid, Essigsäure 

0,5 % 

Permanent Neu® 20 Glutaraldehyd,  
12 g oligomeres 
Pentaerythritose-Kondensat 

1 % 

Organosept Neu® 55 g Ameisensäure 1 % 

 

3.3.2 Wasser standardisierter Härte 

Den DVG-Richtlinien entsprechend wurde für die Verdünnung der eingesetzten Desinfek-
tionsmittel Wasser standardisierter Härte (WSH) verwendet [137]. Diese wurde unmittel-
bar vor der Verwendung aus den beiden Lösungen A und B und destilliertem Wasser 
(A. dest.) hergestellt.  

Wie in Tabelle 5 beschrieben, wurden für Lösung A MgCl2 und CaCl2 in A. dest. ge-
löst und durch Autoklavieren sterilisiert, wohingegen Lösung B nach dem Lösen von 
NaHCO3 mittels eines Membranfilters (Rotilabo®-Spritzenfilter, Porengröße 0,22 µm, Carl 
Roth GmbH + Co.KG, Karlsruhe) sterilisiert wurde. 



41 
 

Tabelle 5: Bestandteile von Wasser standardisierter Härte 

 Lösung A Lösung B 

in 1000 ml A. dest. gelöst 
 

19,84 g MgCl2 
46,24 g CaCl2 

35,02 g NaHCO3 

Sterilisationsmethode Autoklavieren Sterilfiltration (0,22 μm) 

Maximale Verwendbar-
keit bei 2-8°C 

1 Monat 1 Woche 

 
Für die Herstellung von WSH wurden 6,0 ml Lösung A und 8,0 ml Lösung B mit 

A. dest. auf 1000 ml aufgefüllt. Das so hergestellte WSH durfte maximal 12 h Verwen-
dung finden. 

3.3.3 Verdünnungsstufen der Desinfektionsmittel 

Die Festlegung der verschiedenen Konzentrationsabstufungen für die MHK-Bestimmung 
erfolgte empirisch. Ausgehend von der Gebrauchskonzentration der Desinfektionsmittel 
wurden Verdünnungsstufen gewählt, welche die maximale Genauigkeit des Verfahrens 
berücksichtigen bei der sich einerseits reproduzierbare Resultate erzielen ließen und die 
andererseits eine möglichst präzise Aussage ermöglichten.  

Es wurden die in Tabelle 6 gezeigten Konzentrationsabstufungen der verschiedenen 
Wirkstoffe gewählt. 

Tabelle 6: Desinfektionsmittelkonzentrationen für die MHK-Bestimmung 

Wirkstoff Peressigsäure Glutaraldehyd Ameisensäure 

Gebrauchskonzentration 0,500% 1,000% 1,000% 

Konzentrationsabstufungen für 
die MHK-Bestimmung 

0,500% 2,000% 0,500% 
0,250% 1,000% 0,250% 
0,100% 0,500% 0,100% 
0,050% 0,250% 0,050% 
0,010% 0,100% 0,010% 
0,005% 0,050% 0,005% 

 
Da bekannt ist, dass die Wirkung von Desinfektionsmitteln temperaturabhängig sein 

kann, und dies insbesondere bei dem Wirkstoff Glutaraldehyd eine bedeutende Rolle 
spielt, sind die Desinfektionsmittel prinzipiell bei Raumtemperatur aufbewahrt und ver-
wendet worden. Alle eingesetzten Desinfektionsmittel wurden vor Verwendung jeweils auf 
dem Vortexer (lab dancer, IKA®-Werke GmbH & Co.KG) intensiv durchmischt und damit 
homogenisiert. 
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3.4 Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration der Desinfekti-

onsmittel 

Die Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration der verschiedenen Desinfektionsmit-
tel wurde gemäß den von der DVG definierten „Methoden zur Bestimmung der minimal 
hemmenden Konzentration von chemischen Desinfektionsmitteln“ durchgeführt [137]. 

Alle verwendeten Keime wurden bei -80°C aufbewahrt und vor Gebrauch auf Trypton-
Soja-Agarplatten rekultiviert. Gemäß den DVG-Richtlinien wurde für die Versuche jeweils 
die zweite oder dritte Subkultur, ebenfalls auf Trypton-Soja-Agar, genutzt. Da die Emp-
findlichkeit von Bakterien je nach Wachstumsphase variieren kann, wurden die Ge-
brauchskulturen stets genau 21 h bei 37°C aerob bebrütet. Nach der Inkubation wurde mit 
Trypton-NaCl-Lösung (Trypton, Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) eine Testkeimsuspen-
sion hergestellt, welche photometrisch (BioPhotometer, Eppendorf® AG, Wesseling-
Berzdorf) auf die geforderte Keimzahl von 1 x 108 bis 1 x 109 pro ml eingestellt wurde. 
Dabei lag der OD-Wert bei einer Wellenlänge von 595 nm bei 0,1. Die Testkeimsuspensi-
on fand unmittelbar nach Einstellung der Keimzahl Anwendung. 

Die verschiedenen Verdünnungsstufen der zu testenden Desinfektionsmittel wurden 
zuvor mit WSH angefertigt. Dafür wurde das jeweilige Desinfektionsmittel auf die doppel-
ten Konzentrationen der gewünschten Endkonzentrationen verdünnt. Daraufhin wurden je 
5 ml der jeweiligen Verdünnungsstufe des Desinfektionsmittels zu 5 ml doppelt konzen-
trierter Trypton-Soja-Bouillon (TSB, Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) gegeben. Als Po-
sitivkontrolle und damit zur Überprüfung des Keimwachstums wurde für jeden Testkeim 
zudem jeweils 5 ml WSH zu 5 ml doppelt konzentrierter TSB gegeben. Zu diesen vorbe-
reiteten Nährbouillon-Desinfektionsmittel-Mischungen und zu der Wachstumskontrolle 
wurden jeweils 100 µl der frisch eingestellten Testkeimsuspension hinzugefügt und auf 
dem Vortexer gründlich durchmischt. Hierauf folgte eine 72-stündige aerobe Inkubation 
bei 37°C. 

Zusätzlich wurden bei jedem Versuchsansatz zwei Sterilitätskontrollen mitgeführt. Da-
für wurden je 5 ml doppelt konzentrierte TSB mit 5 ml WSH bzw. mit 5 ml Trypton-NaCl-
Lösung versetzt, durchmischt und gemeinsam mit den anderen Proben 72 h bei 37°C aerob 
inkubiert. Sofern sich in mindestens einer der beiden Sterilitätskontrollen nach der Bebrü-
tung eine Trübung zeigte, wurde von einer Kontamination ausgegangen und der jeweilige 
Versuchsansatz vollständig wiederholt. 

Das Ablesen der MHK erfolgte nach dreitägiger Inkubation visuell anhand der Trü-
bung. Diese diente als Indikator für ein erfolgtes Bakterienwachstum. So wurde visuell 
ermittelt, bis zu welcher Desinfektionsmittelkonzentration eine Trübung des Nährbouillon-
Desinfektionsmittel-Gemisches erkennbar war. Dabei entsprach die letzte Konzentration 
bei der keine Trübung des Bouillongemisches und somit kein Bakterienwachstum mehr 
erkennbar war der MHK des jeweiligen Desinfektionsmittels für dieses Isolat. 
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Für alle MHK-Werte wurde eine Doppelbestimmung vorgenommen. In Fällen wo die 
MHK-Bestimmung der Ausgangs-MHK voneinander abweichende Resultate erzielte, wur-
de sie ein zusätzliches Mal wiederholt. 
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3.5  Passagen der Bakterien bei subinhibitorischen Desinfektions-

mitteldosen 

Ziel war es, die verschiedenen Testkeime über einen längeren Zeitraum Desinfektionsmit-
telkonzentrationen auszusetzen, welche unterhalb des inhibitorischen Bereichs liegen, um 
auf diese Art einen Selektionsdruck auf die Bakterien auszuüben. So sollte ermittelt wer-
den, inwieweit das Risiko besteht, dass bei zu geringen Dosierungen der untersuchten Des-
infektionsmittel es zu einer Desinfektionsmittelresistenzentwicklung oder gar zur Indukti-
on von Kreuzresistenzen gegen andere Substanzen, wie beispielsweise Antibiotika, kommt.  

Der Zeitraum, über den die Bakterien den subinhibitorischen Desinfektionsmittelkon-
zentrationen ausgesetzt wurden, wurde auf zehn aufeinanderfolgende Tage festgelegt. Die 
Konzentration der Desinfektionsmittel dafür wurde auf eine Verdünnungsstufe unterhalb 
der ermittelten MHK festgelegt und somit immer auf die letzte Konzentration, bei der noch 
ein Bakterienwachstum, und somit eine Trübung des Nährbouillon-Desinfektionsmittel-
Gemisches, zu beobachten war. Dabei stellte sich jedoch heraus, dass bei Glutaraldehyd, 
im Gegensatz zu den Wirkstoffen Peressigsäure und Ameisensäure, nach einigen Tagen 
Passage keine Trübung mehr zu erkennen war. Die Bakterien starben trotz einer Glutaral-
dehydkonzentration, welche unterhalb der ermittelten MHK lag, nach ca. drei bis fünf Ta-
gen ab. Somit war es für Glutaraldehyd erforderlich, abweichend zu Peressigsäure und 
Ameisensäure, die Konzentration für die Passagen auf zwei Verdünnungsstufen unterhalb 
der ermittelten MHK festzulegen. 

Das Vorgehen für die Passagen wurde möglichst ähnlich dem der MHK-Bestimmung 
gehalten. Es wurden 5 ml doppelt konzentrierter TSB mit 5 ml der festgelegten Desinfekti-
onsmittelverdünnung, welche ebenfalls doppelt konzentriert war, gemischt. Für die erste 
Passage wurde die Keimsuspension identisch zu der für die MHK-Bestimmung hergestellt: 
von 21 h bebrüteten Trypton-Soja-Agarplatten wurde mit einer Trypton-NaCl-Lösung eine 
Keimsuspension mit einer Keimdichte von 1 x 108 bis 1 x 109 pro ml eingestellt. Von die-
ser wurden wieder unmittelbar nach der Herstellung 100 µl zu der TSB-Desinfektionsmit-
tel-Mischung gegeben und nach gründlicher Durchmischung 24 h bei 37°C aerob inku-
biert. Anschließend erfolgte die nächste Passage. Die Passagen zwei bis neun wurden ge-
nauso wie die erste durchgeführt, wobei jedoch anstelle der ursprünglichen Testkeimsus-
pension 100 µl der Suspension der vorausgegangenen Passage zu dem Nährbouillon-
Desinfektionsmittel-Gemisch gegeben wurden. Als Sterilitätskontrolle wurde stets eine 
Mischung aus TSB und WSH mitgeführt. 

Die zehnte und letzte Desinfektionsmittelpassage wurde davon abweichend auf festem 
Nährmedium durchgeführt, um eine erneute Bestimmung der MHK analog der ursprüngli-
chen MHK-Bestimmung und eine Kryokonservierung der passagierten Keime ohne eine 
Abweichung vom festgelegten Vorgehen zu ermöglichen. Dafür wurden Trypton-Soja-
Agarplatten, welche die gewünschte Desinfektionsmittelkonzentration aufwiesen, verwen-
det. Hierfür wurde das Agarmedium nach den Vorgaben des Herstellers angefertigt und 
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autoklaviert. Nach Abkühlen auf 50°C wurde vor dem Gießen der Agarplatten die entspre-
chende Desinfektionsmittelmenge hinzugegeben und gründlich durchmischt. Dasjenige 
Volumen, welches als Desinfektionsmittel dem Trypton-Soja-Agar zugesetzt wurde, wurde 
vorher bei Herstellung des Agarmediums dem Wasservolumen abgezogen. Dass Peressig-
säure als Peroxidverbindung eine gewisse Hitzelabilität aufweist, wurde berücksichtig und 
bei Herstellung der Nährböden durch eine empirisch ermittelte Konzentrationserhöhung 
um 20% Desinfektionsmittel ausgeglichen. 

Zur zehnten Passage wurden die vorher gut durchmischten Suspensionen der neunten 
Passage jeweils mit einer Einmalimpföse auf einer Trypton-Soja-Agarplatte mit Desinfek-
tionsmittelzusatz fraktioniert ausgestrichen. Die anschließende aerobe Inkubation bei 37°C 
erfolgte wiederum nur für 21 h, um die Vergleichbarkeit der Ergebnisse der anschließen-
den MHK-Bestimmung zu gewährleisten. Die so passagierten Keime wurden abschlie-
ßend, wie unter Abschnitt 3.2.5 beschrieben, kryokonserviert.  
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3.6 Passagen ohne Zusatz von Desinfektionsmittel (Stabilitätspassa-

gen) 

Es war vorgesehen, im Anschluss an die zehn Desinfektionsmittelpassagen zehn weitere 
Passagen ohne Desinfektionsmittelzusatz zur TSB-Nährbouillon durchzuführen, um mittels 
einer erneuten MHK-Bestimmung im Anschluss zu bestimmen, inwieweit die aufgetrete-
nen MHK-Erhöhungen stabil sind. Dabei wurde zusätzlich nach der ersten und dritten Pas-
sage ohne Desinfektionsmittel je eine MHK-Bestimmung durchgeführt und abhängig vom 
Ergebnis die weiteren Rückpassagen fortgeführt. 

Die Stabilitätspassagen wurden auf Trypton-Soja-Agarplatten durchgeführt, so dass 
nach 21-stündiger aerober Inkubation bei 37°C unmittelbar eine MHK-Bestimmung ange-
schlossen werden konnte. Von einer Kryoasservierung der rückpassagierten Keime wurde 
abgesehen. 
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3.7 Agardiffusionstest mit ausgewählten Antibiotika 

Der Agardiffusionstest wurde gemäß der CLSI-Richtlinie M02-A10 durchgeführt [139]. 
Dabei wurden aus den Testkeimgruppen jeweils der Referenzkeim der Desinfektionsmit-
telprüfung und zwei Feldisolate, bei welchen nach Möglichkeit im Anschluss an die Passa-
gen eine MHK-Erhöhung zu beobachten war, auf eine potentiell veränderte Antibiotika-
empfindlichkeit geprüft, um eine eventuell ebenfalls induzierte Antibiotikaresistenz abzu-
klären. Im Doppelansatz wurde jedes der ausgewählten Bakterienisolate sowohl im un-
passagierten Zustand als auch jeweils nach zehn Passagen mit Peressigsäure, Glutaralde-
hyd und Ameisensäure untersucht.  

Die Auswahl der Antibiotika erfolgte in der Abwägung verschiedener Kriterien. Es 
sollte möglichst die Empfindlichkeit gegen Antibiotika untersucht werden, welche auch in 
der Praxis Anwendung gegen die entsprechenden Bakterienspezies finden. Zudem wurde 
versucht, antibiotische Wirkstoffe zu wählen, von welchen bekannt ist, dass die entspre-
chenden Bakterienspezies gegen diese in der Lage sind, Resistenzen zu bilden. Sofern es 
Kenntnisse zu gegen andere Desinfektionsmittel gebildeten Kreuzresistenzen gab, wurde 
versucht, die betreffenden antibiotischen Wirkstoffe ebenfalls einzubeziehen. Unter Be-
rücksichtigung dieser Kriterien sollten dabei möglichst zahlreiche Antibiotikaklassen mit 
verschiedenen Wirkmechanismen getestet werden.  

Zusätzlich wurde als Negativkontrolle jeweils ein Antibiotikum mitgeführt, gegen 
welches die betreffenden Bakterienspezies eine intrinsische Resistenz aufweisen. Damit 
wurde die Wirksamkeit der ausgewählten Bakterien im Agardiffusionstest jeweils gegen 
zwölf Antibiotika getestet, wovon eines als Negativkontrolle diente. 

3.7.1 Enterococcus spp. 

Aus der Gruppe der Enterokokken wurde der Referenzstamm E. faecium DSM 2918 aus 
der Desinfektionsmittelprüfung und von den Feldisolaten jeweils ein Vertreter der Spezies 
E. hirae und einer der Spezies E. faecium getestet (Enterococcus-Isolate 2 und 9). Mit die-
sen beiden Feldisolaten wurde jeweils ein Vertreter der beiden untersuchten Enterococcus-
Spezies gewählt, welche zuvor nach den Desinfektionsmittelpassagen gegen alle drei ge-
testeten Präparate einen temporären Empfindlichkeitsverlust gezeigt hatten. Diese wurden 
jeweils im unpassagierten Zustand und nach zehn Passagen mit Peressigsäure, Glutaralde-
hyd und Ameisensäure verglichen. 

Zusätzlich wurde gemäß den CLSI-Vorgaben S. aureus ATCC 25923 zur Validierung 
eines korrekt durchgeführten Versuchs mitgeführt. 

Die dabei getesteten Antibiotika (alle Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) sind aus der 
nachfolgenden Tabelle 7 zu entnehmen. 
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Tabelle 7: Gegen Enterococcus spp. getestete Antibiotika 

Antibiotikum Wirkstoffmenge Wirkstoffklasse 

Amoxicillin/Clavulansäure (AMC) 20/10 µg ß-Laktame 

Ampicillin (AMP) 10 µg ß-Laktame 

Bacitracin (B) 10 µg Polypeptide 

Chloramphenicol (C) 30 µg Phenicole 

Enrofloxacin (ENR) 5 µg Fluorchinolone 

Erythromycin (E) 15 µg Makrolide 

Gentamicin (CN) 10 µg Aminoglykoside 

Sulphamethoxazol/Trimethoprim (SXT) 23,75/1,25 µg Sulfonamide/ 
Folsäureinhibitor 

Teicoplanin (TEC) 30 µg Glykopeptide 

Tetrazyklin (TE) 30 µg Tetrazykline 

Vancomycin (VA) 30 µg Glykopeptide 

Colistin (CT) (Negativkontrolle) 10 µg Polymyxine 

3.7.2 E. coli 

Bei den beiden E. coli-Gruppen wurde analog zu den Enterococcus spp. verfahren: Jeweils 
der Referenzstamm und zwei Feldisolate der E. coli-Gruppe und der ESBL-bildenden 
E. coli wurden dem Agardiffusionstest unterzogen. Die gewählten Feldisolate waren dabei 
ebenfalls welche, deren Wirksamkeit sich möglichst gut durch subinhibitorische Desinfek-
tionsmittelkonzentrationen beeinflussen ließ. Damit wurden für die Gruppe der E. coli ne-
ben dem Referenzstamm aus Desinfektionsmittelprüfung E. coli DSM 682 noch die beiden 
Feldisolate 1 und 2 und für die Gruppe der ESBL-bildenden E. coli neben E. coli 09E 915 
als Referenz noch die beiden Feldisolate 1 und 2 gewählt. Zur Validierung der Versuche 
wurde jeweils E. coli ATCC 25922 mitgeführt.  

Ebenso wie in der Enterococcus-Gruppe wurde wieder eine Auswahl von elf Antibio-
tika, bei welchen eine Wirkung zu erwarten wäre und einem antibiotischen Wirkstoff, ge-
gen welchen eine intrinsische Resistenz vorhanden sein sollte, als Negativkontrolle getrof-
fen. Damit wurden auch die E. coli und die ESBL-bildendenden E. coli jeweils gegen 
zwölf verschiedene antibiotische Wirkstoffe getestet. 
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Die dafür getroffene Antibiotika-Auswahl (alle Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) ist 
in der folgenden Tabelle 8 dargestellt. 

Tabelle 8: Gegen E. coli getestete Antibiotika 

Antibiotikum Wirkstoffmenge Wirkstoffklasse 

Ampicillin (AMP) 10 µg ß-Laktame 

Cefotaxim (CTX) 30 µg Cephalosporine (3a) 

Chloramphenicol (C) 30 µg Phenicole 

Ciprofloxacin (CIP) 5 µg Fluorchinolone 

Colistin (CT) 10 µg Polymyxine 

Enrofloxacin (ENR) 5 µg Fluorchinolone 

Gentamicin (CN) 10 µg Aminoglykoside 

Nalidixinsäure (NA) 30 µg Chinolone 

Streptomycin (S) 10 µg Aminoglykoside 

Sulfamethoxazol/Trimethoprim (SXT) 23,75/1,25 µg Sulfonamide/ 
Folsäureinhibitor 

Tetrazyklin (TE) 30 µg Tetrazykline 

Bacitracin (B) (Negativkontrolle) 10 µg Polypeptide 

3.7.3 Durchführung 

Die Durchführung des Agardiffusionstests mit den ausgewählten Bakterienstämmen er-
folgte strikt nach der CLSI-Richtlinie M02-A10 [139].  

Von den ausgewählten Bakterienstämmen wurden Kulturen, die 21 h bei 37°C aerob 
auf Columbia Agarplatten kultiviert wurden, mit phosphatgepufferter Salzlösung (PBS, 
Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) abgeschwemmt und mittels Photometer auf die gefor-
derte Keimzahl von 1 bis 2 x 108 KbE/ml verdünnt. Bei einer Wellenlänge von 595 nm lag 
der OD-Wert dafür bei 0,1. Unmittelbar im Anschluss wurde ein steriler Wattetupfer in die 
Keimsuspension getaucht, vorsichtig am Rand ausgedrückt und danach dreimal, jeweils 
um 60° versetzt, auf einer Müller-Hinton-Agarplatte (Oxoid Deutschland GmbH, Wesel) 
ausgestrichen. Mit einer abgeflammten Pinzette wurden anschließend jeweils vier Antibio-
tika-Testplättchen pro Platte auf den frisch beimpften Müller-Hinton-Agar gelegt und vor-
sichtig angedrückt. Nach einer 16-18-stündigen aeroben Inkubation bei 37°C wurden die 
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Hemmhofdurchmesser, d.h. die Zone, in der kein Bakterienwachstum mehr stattfand, bis 
auf einen Millimeter genau abgelesen. Sofern ein Wachstum bis an das Testplättchen heran 
stattfand, entsprach der Hemmhofdurchmesser dem Durchmesser des Antibiotika-Test-
plättchens, d.h. 6 mm. 

Zur Überprüfung der korrekten Durchführung der Versuche wurde gemäß der CLSI-
Richtlinie M02-A10 für die Versuche mit den Enterococcus spp. jeweils S. aureus 
ATCC 25923 bzw. für die Versuche mit den verschiedenen E. coli-Isolaten stets E. coli 
ATCC 25922 mitgeführt, um anhand der Referenzwerte aus CLSI-Richtlinie M100-S20 
und den abgelesenen Hemmhofdurchmessern das Vorgehen zu validieren [139, 140]. Bei 
mangelnder Übereinstimmung wurde der betreffende Versuchsansatz wiederholt. Konta-
mination, eine Überschneidung der Hemmhöfe oder ein nicht gleichmäßig gewachsener 
Bakterienrasen führten ebenfalls zur Wiederholung des betreffenden Versuchsansatzes.  
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3.8 Statistische Auswertung 

Die statistische Auswertung erfolgte mit Hilfe des Chi-Quadrat-Tests. Um die unterschied-
lichen Desinfektionsmittel und die verschiedenen Testkeimgruppen zu vergleichen, wur-
den dafür die Häufigkeiten der induzierbaren MHK-Erhöhungen gegenüber gestellt. Das 
Signifikanzniveau dabei wurde auf p ≤ 0,05 festgelegt.  
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4. Ergebnisse 

4.1 Verwendete Isolate 

4.1.1 Identifizierung der Bakterien-Spezies 

Sammelkotproben 25 verschiedener konventioneller Schweinezucht- und -mastbetriebe 
wurden auf ESBL-bildende E. coli gescreent, wobei 18 der 25 untersuchten Betriebe posi-
tiv für ESBL-bildende E. coli waren. Aus möglichst vielen dieser Betriebe sollten zusätz-
lich ESBL-negative E. coli und Enterococcus-Vertreter der Spezies E. hirae oder 
E. faecium isoliert werden. Limitierend dafür war die Isolierung von Enterokokken einer 
der beiden gesuchten Spezies mittels Selektivnährmedium, da nur die Gattung Enterococ-
cus, nicht aber die Enterococcus-Spezies anhand des Phänotyps vorselektiert werden konn-
te. Innerhalb der einzelnen Bestände zeigte sich eine erstaunliche Homogenität bezüglich 
der auftretenden Enterococcus spp. So wurden bis zu 20 Enterococcus-Kolonien, welche 
oftmals alle derselben Art angehörten, vom Selektivnährmedium ChromoCult® Enterokok-
ken Agar gepickt und anschließend mittels MALDI-TOF identifiziert. Dabei konnte jedoch 
nur bei 50% der getesteten ESBL-positiven Bestände ein Stamm einer der beiden gesuch-
ten Enterococcus-Spezies isoliert werden. 

Im Gegensatz dazu stellte sich die Vorauswahl der E. coli-Isolate anhand des Phäno-
typs auf ChromoCult® Coli Agar bzw. ESBL Chromagar™ generell als zutreffend heraus. 
Letztendlich ist es mit dem unter 3.2.2 beschriebenen Vorgehen gelungen, von neun der 25 
untersuchten Bestände alle drei der gewünschten Bakterienspezies zu isolieren. Die ver-
wendeten Enterococcus-Spezies sind in Tabelle 9 dargestellt. 

Tabelle 9: Übersicht über die isolierten und anschließend in den Versuchen verwen-
deten Enterococcus spp. 

Bestandsisolat Enterococcus spp. 

1 E. faecium 
2 E. hirae 
3 E. faecium 
4 E. hirae 
5 E. hirae 
6 E. hirae 
7 E. faecium 
8 E. hirae 
9 E. faecium 

Referenzstamm E. faecium DSM 2918 
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4.1.2 Untersuchung der E. coli-Isolate mittels PCR 

Mit allen isolierten, phänotypisch ESBL-positiven E. coli wurde eine Multiplex-PCR 
durchgeführt um abzuklären, inwieweit die verwendeten E. coli-Isolate über die Resistenz-
gene blaSHV, blaTEM und blaCTX-M verfügen. Für die Versuche sollten ESBL-bildende 
E. coli verwendet werden, welche neben dem ESBL-Phänotyp auch den ESBL-Genotyp 
aufwiesen. Die in den verwendeten E. coli-Isolaten auftretenden ESBL-Genfamilien sind 
in der nachfolgenden Tabelle 10 dargestellt. 

Tabelle 10: ESBL-Genfamilien der verwendeten ESBL-bildenden E. coli-Isolate 

Bestandsisolate Resistenzgenotyp der phänotypisch 
ESBL-positiven E. coli-Isolate 

1 blaTEM 
2 blaTEM 
3 blaTEM 
4 blaCTX-M 
5 blaTEM 
6 blaTEM 
7 blaCTX-M 
8 blaCTX-M 
9 blaCTX-M 
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4.2 Toleranzinduktion gegen Peressigsäure 

4.2.1 MHK vor den Passagen 

Je nach Einsatzgebiet und Einwirkdauer liegt die Anwendungskonzentration gemäß DVG-
Liste für das verwendete peressigsäurehaltige Präparat Wofasteril® E400 zwischen 0,2% 
und 0,5% [25].  

Die Konzentration, bei der bei allen drei getesteten Bakteriengruppen kein Wachstum 
mehr möglich war, lag konstant jeweils bei 0,1% Wofasteril® E400. Dies war sowohl in 
der Gruppe der Enterokokken, der ESBL-negativen als auch der ESBL-bildenden E. coli 
der Fall. Dabei waren keine Unterschiede zwischen Referenzstämmen und Feldisolaten zu 
beobachten. Die einheitlich für alle Keime ermittelte MHK von 0,1% Desinfektionsmittel 
entspricht einer Konzentration von 0,04% Peressigsäure. In Tabelle 11 sind die MHK-
Werte der Doppelbestimmung der Testkeime mit dem peressigsäurehaltigen Desinfekti-
onsmittel Wofasteril® E400 dargestellt. 

Tabelle 11: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Wofasteril® E400 

Bestandsisolat Enterococcus spp. E. coli ESBL-bildende 
E. coli 

Referenzstamm 0,10% 0,10% 0,10% 
1 0,10% 0,10% 0,10% 
2 0,10% 0,10% 0,10% 
3 0,10% 0,10% 0,10% 
4 0,10% 0,10% 0,10% 
5 0,10% 0,10% 0,10% 
6 0,10% 0,10% 0,10% 
7 0,10% 0,10% 0,10% 
8 0,10% 0,10% 0,10% 
9 0,10% 0,10% 0,10% 

4.2.2 MHK nach den Passagen 

Nach der Passagierung der Testbakterien mit Konzentrationen von 50% der ermittelten 
MHK Wofasteril® E400 konnte bei 43 von insgesamt 60 Versuchen mit dem peressig-
säurehaltigen Desinfektionsmittel eine MHK-Erhöhung der Testkeime im Anschluss an die 
Passagen beobachtet werden. Das Ausmaß der Sensibilitätsverluste der Bakterien gegen-
über Peressigsäure umfasste dabei stets eine MHK-Stufe. Somit betrug die MHK in den 43 
Fällen in denen sich die Empfindlichkeit verringert hatte 0,25% Wofasteril® E400, was 
einer 0,1%igen Konzentration Peressigsäure entsprach. Dabei erhöhte sich die MHK bei 
allen untersuchten Enterococcus-Isolaten infolge der Passagierung mit subinhibitorischen 
Peressigsäurekonzentrationen (Tabelle 12). Bei den E. coli-Isolaten hingegen war dieser 
Empfindlichkeitsverlust nur in reichlich der Hälfte der Fälle (57,5%) induzierbar, wobei 
mit einer Häufigkeit von 75% bei den ESBL-negativen E. coli eine MHK-Erhöhung signi-
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fikant öfter als bei den ESBL-bildenden E. coli, wo dies nur in 40% der Fälle stattfand, 
auftrat (p ≤ 0,05) (Tabelle 13 und Tabelle 14). Dabei war zu beobachten, dass ein Teil der 
Bakterienisolate im Doppelansatz ein unterschiedliches Verhalten an den Tag legte, inso-
fern als dass sich nur nach einer von beiden im Doppelansatz durchgeführten Desinfekti-
onsmittelpassagen eine MHK-Erhöhung zeigte. Bei den restlichen 17 E. coli-Stämmen ist 
die MHK unverändert bei 0,1% Wofasteril® E400 bzw. bei 0,04% Peressigsäure geblieben.  

4.2.3 MHK nach den Stabilitätspassagen ohne Peressigsäurezusatz 

In den Fällen, in denen sich die MHK der Bakterien nach den Passagen mit subinhibitori-
schen Desinfektionsmittelkonzentrationen erhöht hatte, wurden Stabilitätspassagen ohne 
Desinfektionsmittelzusatz durchgeführt um zu überprüfen, inwieweit die beobachteten 
Sensibilitätsverluste der Keime gegenüber den verschiedenen Präparaten stabil sind. Eben-
so wie die Passagen mit Desinfektionsmittel, sollten auch die Rückpassagen über eine 
Dauer von zehn Tagen durchgeführt werden. Dabei wurden bereits nach dem ersten und 
dritten desinfektionsmittelfreien Tag zusätzliche MHK-Bestimmungen durchgeführt. Im 
Fall von Peressigsäure zeigte sich bereits nach dem ersten Tag der durchgeführten Stabili-
tätspassagen, dass die beobachteten Empfindlichkeitsverluste der Bakterien nicht stabil 
waren und die ursprüngliche MHK der verwendeten Testkeime gegen das verwendete Des-
infektionsmittel wieder vorlag. Als Folge dessen wurde von den restlichen neun Tagen 
Stabilitätspassage abgesehen. 

Bei den untersuchten Enterococcus-Isolaten, bei welchen nach den Passagen mit Per-
essigsäure durchweg ein Sensibilitätsverlust von einer MHK-Stufe beobachtbar war, ist 
dieser bereits nach einem Tag in TSB ohne Zusatz des Desinfektionsmittels Wofaste-
ril® E400 nicht mehr beobachtbar gewesen. Eine Übersicht der MHK-Werte der Entero-
coccus spp. im Verlauf der Versuche ist in Tabelle 12 dargestellt. 
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Tabelle 12: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Wofasteril® 
E400 

 MHK vor 
Passagen 

MHK nach Passagen mit 
Peressigsäure 

MHK nach Passage ohne 
Peressigsäure 

E. faecium 
DSM 2918 0,10% 

 
0,25% 

 
0,25% 0,10% 0,10% 

1 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
2 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
3 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
4 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
5 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
6 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
7 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
8 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
9 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 

 
 

Ein ähnliches Verhalten zeigten die Bakterien der beiden Gruppen der E. coli und der 
ESBL-bildenden E. coli unter dem Einfluss des peressigsäurehaltigen Desinfektionsmittels 
Wofasteril® E400. In den Fällen, in denen sich die MHK als Folge der Passagen mit Peres-
sigsäure um eine Stufe erhöht hat, war diese Veränderung bereits nach einer desinfekti-
onsmittelfreien Passage nicht mehr beobachtbar, wie auch aus Tabelle 13 und Tabelle 14 
ablesbar ist. 

Tabelle 13: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Wofasteril® E400  

 MHK vor 
Passagen 

MHK nach Passagen mit 
Peressigsäure 

MHK nach Passage ohne 
Peressigsäure 

E. coli 
DSM 682 0,10% 0,25% 0,10% 0,10% - 
1 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
2 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
3 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
4 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
5 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
6 0,10% 0,10% 0,10% - - 
7 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
8 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
9 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
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Tabelle 14: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Wofaste-
ril® E400  

 MHK vor 
Passagen 

MHK nach Passagen mit 
Peressigsäure 

MHK nach Passage ohne 
Peressigsäure 

E. coli 
09E915 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
1 0,10% 0,25% 0,25% 0,10% 0,10% 
2 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
3 0,10% 0,10% 0,10% - - 
4 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
5 0,10% 0,10% 0,10% - - 
6 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
7 0,10% 0,10% 0,10% - - 
8 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
9 0,10% 0,10% 0,25% - 0,10% 
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4.3 Toleranzinduktion gegen Glutaraldehyd 

4.3.1 MHK vor den Passagen 

Für das verwendete glutaraldehydhaltige Desinfektionsmittel Permanent Neu® wird vom 
Hersteller eine Gebrauchskonzentration von 1% angegeben. Diese war ausreichend um bei 
allen verwendeten Keimen ein Bakterienwachstum zu unterbinden. Der für die Enterococ-
cus-Gruppe als Referenzstamm mitgeführte E. faecium DSM 2918 zeigte dabei eine höhere 
Empfindlichkeit als die Enterococcus-Feldisolate, so dass für diesen Stamm die MHK be-
reits bei 0,5% des Desinfektionsmittels Permanent Neu® bzw. bei 0,1% des Wirkstoffs 
Glutaraldehyd lag. Die getesteten Enterococcus-Feldisolate erwiesen sich mit MHK-
Werten von 1% Permanent Neu® als etwas toleranter gegenüber diesem Präparat. Die 
Wirkstoffkonzentration, welche ein Bakterienwachstum unterband, lag somit für die Ente-
rococcus-Feldisolate bei 0,2% Glutaraldehyd. 

Im Gegensatz dazu zeigten alle Isolate der beiden Gruppen der E. coli und der ESBL-
bildenden E. coli eine einheitliche MHK von 1% Permanent Neu® bzw. 0,2% Glutaralde-
hyd. Diese galt sowohl für die beiden Referenzstämme als auch gleichermaßen für die 
Feldisolate (Tabelle 15). 

Tabelle 15: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Permanent Neu® 

Isolat Enterococcus spp. E. coli ESBL-bildende 
E. coli 

Referenzstamm 0,50% 1,00% 1,00% 
1 1,00% 1,00% 1,00% 
2 1,00% 1,00% 1,00% 
3 1,00% 1,00% 1,00% 
4 1,00% 1,00% 1,00% 
5 1,00% 1,00% 1,00% 
6 1,00% 1,00% 1,00% 
7 1,00% 1,00% 1,00% 
8 1,00% 1,00% 1,00% 
9 1,00% 1,00% 1,00% 

4.3.2 MHK nach den Passagen 

Die drei verschiedenen Keimgruppen verhielten sich unter dem Einfluss von zehntägigen 
Passagen mit subinhibitorischen Konzentrationen des glutaraldehydhaltigen Desinfekti-
onsmittels Permanent Neu® unterschiedlich. Sowohl die ESBL-negativen E. coli als auch 
die ESBL-bildenden E. coli zeigten durch den Einfluss subinhibitorischer Glutaraldehyd-
konzentrationen keine Veränderungen in ihren Empfindlichkeiten gegenüber dem Desin-
fektionsmittel (Tabelle 22 und Tabelle 23 im Anhang). 
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Im Gegensatz zu den E. coli wiesen einige Isolate der Enterococcus-Gruppe im An-
schluss an die Passagen mit subinhibitorischen Glutaraldehydkonzentrationen eine erhöhte 
MHK auf. Der Referenzstamm E. faecium DSM 2918 zeigte im Anschluss an die Desin-
fektionsmittelpassagen, mit einer MHK von 1% Permanent Neu® bzw. 0,2% Glutaralde-
hyd, eine MHK-Erhöhung um eine Stufe und damit eine Angleichung an die MHK-Werte 
der unpassagierten Enterococcus-Feldisolate. Deren Empfindlichkeiten verringerten sich 
wiederum ebenfalls in acht von 18 Fällen. So war bei sieben von neun Enterococcus-Feld-
isolaten im Doppelansatz mindestens einmal ein Sensibilitätsverlust, welcher einer MHK-
Erhöhung auf 2% Permanent Neu® bzw. auf 0,4% Glutaraldehyd entsprach, zu beobachten 
(Tabelle 16). 

4.3.3 MHK nach den Stabiliätspassagen ohne Glutaraldehydzusatz 

Ebenso wie bei Peressigsäure war auch für das glutaraldehydhaltige Desinfektionsmittel 
Permanent Neu® bereits eine einmalige Stabilitätspassage ohne Desinfektionsmittelzusatz 
ausreichend, um die erhöhte Toleranz der Bakterien wieder auf ihr Ausgangsniveau absin-
ken zu lassen. So sank bei den Enterococcus-Isolaten, welche im Anschluss an die Passa-
gen mit Glutaraldehyd einen Sensibilitätsverlust zeigten, die MHK durchgehend bereits 
nach einer Passage mit glutaraldehydfreier TSB wieder auf ihren Ausgangswert ab 
(Tabelle 16).  

Tabelle 16: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Perma-
nent Neu® 

 MHK vor 
Passagen 

MHK nach Passagen mit 
Glutaraldehyd 

MHK nach Passage ohne 
Glutaraldehyd 

E. faecium 
DSM 2918 0,50% 1,00% 1,00% 0,50% 0,50% 
1 1,00% 1,00% 1,00% - - 
2 1,00% 2,00% 2,00% 1,00% 1,00% 
3 1,00% 1,00% 2,00% - 1,00% 
4 1,00% 2,00% 1,00% 1,00% - 
5 1,00% 1,00% 1,00% - - 
6 1,00% 2,00% 1,00% 1,00% - 
7 1,00% 2,00% 1,00% 1,00% - 
8 1,00% 2,00% 1,00% 1,00% - 
9 1,00% 2,00% 1,00% 1,00% - 

 
Da sich in den beiden Gruppen der E. coli deren Empfindlichkeit nach den Desinfekti-

onsmittelpassagen mit Glutaraldehyd nicht verändert hatte, entfielen hier die Stabilitätspas-
sagen. 
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4.4 Toleranzinduktion gegen Ameisensäure 

4.4.1 MHK vor den Passagen 

Für das Präparat Organosept Neu®, welches als ameisensäurehaltiges Desinfektionsmittel 
verwendet wurde, gibt der Hersteller eine Gebrauchskonzentration von 1% an. Die höchste 
Konzentration, welche notwendig war, um bei den eingesetzten Testkeimen ein Bakteri-
enwachstum zu unterbinden, liegt mit 0,25% Desinfektionsmittel deutlich unterhalb dieser. 
Dabei waren 0,25% Desinfektionsmittellösung ausreichend, um bei beiden E. coli-Gruppen 
ein Wachstum der Bakterien zu unterbinden. Hier wiesen sowohl die ESBL-negativen als 
auch die ESBL-bildenden E. coli bei allen getesteten Stämmen eine einheitliche MHK von 
0,25% Organosept Neu® auf, was einer Konzentration von 0,1375% Ameisensäure ent-
spricht.  

Innerhalb der Gruppe der Enterokokken konnte ebenfalls eine einheitliche MHK ermit-
telt werden. Diese lag jedoch mit 0,01% Organosept Neu® um mehr als eine Größenord-
nung unterhalb der MHK beider E. coli-Gruppen. Damit sind bereits Wirkstoffkonzentrati-
onen von 0,0055% Ameisensäure ausreichend, um ein Keimwachstum der getesteten Ente-
rococcus-Isolate zu unterbinden. Eine abweichende Sensibilität der verschiedenen Refe-
renzkeime im Vergleich zu den Feldisolaten war innerhalb aller drei Gruppen nicht fest-
stellbar (Tabelle 17). 

Tabelle 17: MHK der Testkeime vor den Passagen mit Organosept Neu® 

Isolat Enterococcus spp. E. coli ESBL-bildende 
E. coli 

Referenzstamm 0,010% 0,250% 0,250% 
1 0,010% 0,250% 0,250% 
2 0,010% 0,250% 0,250% 
3 0,010% 0,250% 0,250% 
4 0,010% 0,250% 0,250% 
5 0,010% 0,250% 0,250% 
6 0,010% 0,250% 0,250% 
7 0,010% 0,250% 0,250% 
8 0,010% 0,250% 0,250% 
9 0,010% 0,250% 0,250% 

4.4.2 MHK nach den Passagen 

Ebenso wie nach den Passagen mit Glutaraldehyd verhielten sich die Bakterien der 
verschiedenen Gruppen nach zehntägiger Passage mit Ameisensäure unterschiedlich. So 
zeigten die beiden Gruppen E. coli und der ESBL-bildenden E. coli keinerlei Veränderun-
gen ihrer Empfindlichkeiten gegenüber dem Desinfektionsmittel Organosept Neu® (siehe 
Tabelle 24 und Tabelle 25 im Anhang). 
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Im Gegensatz zu diesen waren in der Enterococcus-Gruppe in mehreren Fällen Sensi-
bilitätsverluste gegenüber dem verwendeten Desinfektionsmittel zu beobachten. Bei 13 
von 20 Enterococcus-Isolaten stieg die Toleranz gegenüber dem ameisensäurehaltigen 
Desinfektionsmittel um eine MHK-Stufe an. So lag die MHK in sieben Fällen unverändert 
bei 0,01% des Desinfektionsmittels während sie in den restlichen 13 Fällen auf 0,05% Or-
ganosept Neu® anstieg bzw. von 0,0055% auf 0,0275% Ameisensäure (Tabelle 18). Wobei 
die MHK der Enterococcus-Stämme, bei denen ein Sensibilitätsverlust gegen Ameisensäu-
re zu verzeichnen war, immer noch deutlich unterhalb der MHK der getesteten E. coli lag 
und somit auch deutlich unterhalb der vom Hersteller angegebenen Gebrauchskonzentrati-
on von 1% Desinfektionsmittel. 

4.4.3 MHK nach den Stabilitätspassagen ohne Ameisensäurezusatz 

Da als Folge der Passagen mit Ameisensäure nur in der Enterococcus-Gruppe ein MHK-
Anstieg einiger Stämme beobachtbar war, wurden auch nur mit diesen Stabilitätspassagen 
ohne Desinfektionsmittelzusatz durchgeführt. Wie bereits bei den anderen beiden Desin-
fektionsmitteln beschrieben, war auch hier bereits nach einer einmaligen Passage mit TSB 
ohne Zusatz von Ameisensäure die MHK der betreffenden Isolate wieder auf ihr Aus-
gangsniveau abgesunken (Tabelle 18).  

Tabelle 18: MHK der Enterococcus spp. im Verlauf der Passagen mit Organosept 
Neu® 

 MHK vor 
Passagen 

MHK nach Passagen mit 
Ameisensäure 

MHK nach Passage ohne 
Ameisensäure 

E. faecium 
DSM 2918 0,01% 0,01% 0,01% - - 
1 0,01% 0,01% 0,05% - 0,01% 
2 0,01% 0,05% 0,05% 0,01% 0,01% 
3 0,01% 0,05% 0,01% 0,01% - 
4 0,01% 0,05% 0,05% 0,01% 0,01% 
5 0,01% 0,05% 0,05% 0,01% 0,01% 
6 0,01% 0,05% 0,01% 0,01% - 
7 0,01% 0,05% 0,01% 0,01% - 
8 0,01% 0,05% 0,01% 0,01% - 
9 0,01% 0,05% 0,05% 0,01% 0,01% 
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4.5 Agardiffusionstest mit ausgewählten Antibiotika 

Um eine mögliche Veränderung der Antibiotika-Sensibilität der verschiedenen Mikroorga-
nismen vor und nach den Passagen mit subinhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentra-
tionen zu beurteilen, wurde ein Agardiffusionstest mit verschiedenen antibiotischen Wirk-
stoffen durchgeführt. Dabei wurde im Doppelansatz jeweils überprüft, inwieweit sich die 
Hemmhofdurchmesser (HHD) eines getesteten Bakterienstammes nach zehn Passagen mit 
subinhibitorischen Konzentrationen von Peressigsäure, Glutaraldehyd bzw. Ameisensäure 
gegenüber dem unpassagierten Zustand verändert. Von einer Veränderung der Empfind-
lichkeit eines Bakteriums gegen ein Antibiotikum wurde in Anlehnung an Braoudaki et al. 
(2004) bei einer Größendifferenz von mehr als 2 mm Hemmhofdurchmesser ausgegangen 
[78, 79].  

Die Hemmhofdurchmesser der zur Qualitätssicherung eines korrekt durchgeführten 
Agardiffusionstest mitgeführten Referenzkeime S. aureus ATCC 25923 und E. coli 
ATCC 25922 mussten in den in der CLSI-Richtlinie M 100 vorgegebenen Spannen liegen 
(siehe Tabelle 26 und Tabelle 27 im Anhang) [141]. 

4.5.1 Enterococcus spp. 

Von den zwölf verschiedenen Antibiotika deren Wirksamkeit gegen drei ausgewählte En-
terococcus-Isolate mittels Agardiffusionstest ermittelt wurde, diente eines als Negativkon-
trolle. Zudem existieren für die beiden Antibiotika Bacitracin und Enrofloxacin bislang 
keine Referenzwerte für die Hemmhofdurchmessergrößen für den Agardiffusionstest für 
Enterococcus spp. Damit konnte nur für neun der zwölf getesteten Antibiotika eine Aussa-
ge zur potentiellen Wirksamkeit in vivo im Falle einer Antibiotika-Behandlung getroffen 
werden. Da nur für sechs der zwölf für Enterokokken ausgewählten Antibiotika in der 
CLSI-Richtlinie M100 Referenzwerte existieren, wurde für die fehlenden Referenzwerte 
auf die Werte der DIN-Norm 58940-3 zurückgegriffen, sofern diese dort aufgeführt sind 
[140, 142].  

Es fiel auf, dass die drei ausgewählten Enterococcus-Isolate teilweise sehr unterschied-
liche Empfindlichkeiten gegenüber den verschiedenen Antibiotika zeigten. Der Referenz-
stamm E. faecium DSM 2918 aus der Desinfektionsmittelprüfung war im Gegensatz zu 
den beiden untersuchten Feldisolaten gegen keines der neun Antibiotika, für die eine Prog-
nose zur in vivo-Wirksamkeit getroffen werden konnte, resistent, wobei aber bei Erythro-
mycin und Gentamicin eine intermediäre Empfindlichkeit ermittelt wurde. Das Feldisolat 
E. faecium (Bestand 9) zeigte dagegen eine Resistenz gegenüber Erythromycin und inter-
mediäre Ergebnisse für Amoxicillin/Clavulansäure und Gentamicin. Dem entgegen zeigte 
das untersuchte Feldisolat von E. hirae (Bestand 2) sogar eine Resistenz gegen Erythro-
mycin, Gentamicin und Tetrazyklin und damit gegen drei der neun vergleichbaren Antibio-
tika.  
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Im Gegensatz zu der deutlichen Heterogenität der drei verschiedenen mittels Agar-
diffusionstest untersuchten Enterococcus-Isolate, zeigte sich innerhalb der einzelnen Isola-
te ein sehr homogenes Bild. Bei keinem der zwölf getesteten Antibiotika konnte nach den 
Passagen mit einem der drei verschiedenen Desinfektionsmittel eine Veränderung der 
Antibiotikaempfindlichkeit festgestellt werden. So waren im Doppelansatz keine Abwei-
chungen von mehr als 2 mm zwischen den originären Bakterien-Stämmen und ihren je-
weils zehnmal passagierten Pendants feststellbar. In Tabelle 19 sind für die ausgewählten 
Enterococcus-Isolate die Bereiche dargestellt, in denen sich die Größen der einzelnen 
Hemmhofdurchmesser im Doppelansatz vor und nach den Passagen mit den drei verschie-
denen Desinfektionsmitteln bewegten (detaillierte Werte in Tabelle 28, Tabelle 29 und 
Tabelle 30 im Anhang). 

Tabelle 19: Hemmhofdurchmesser ausgewählter Enterococcus-Isolate vor und nach 
den Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

Antibio-
tikum 

HHD-Grenzen in mm Richtli-
nie 

ermittelte HHD in mm* 

 sensibel intermediär resistent  E. faecium 
DSM 2918 

E. hirae 
(Bestand 2) 

E. faecium 
(Bestand 9) 

AMC 28 21-27 20 DIN 30-31 33-34 26-27 
AMP 17 - 16 CLSI 25-27 27-28 23-24 
B     Keine 16-17 21-22 11-12 
C 18 13-17 12 CLSI 25-27 24-26 26-27 
ENR     Keine 18 25-26 19-20 
E 23 14-22 13 CLSI 20-21 6 11-12 
CN 21 15-20 14 DIN 18-19 13-15 16-17 
SXT 16 11-15 10 DIN 27-28 30-31 24-25 
TEC 14 11-13 10 CLSI 17-18 20-21 18-19 
TE 19 15-18 14 CLSI 30-31 11-12 30-32 
VA 17 15-16 14 CLSI 22-23 21-22 22-23 
CT  Negativkontrolle  6 6 6 

 
* beinhaltet alle im Doppelansatz ermittelten HHD: vor den Passagen, nach zehn Passagen mit Peressigsäure, nach zehn 
Passagen mit Glutaraldehyd und nach zehn Passagen mit Ameisensäure 

4.5.2 E. coli 

In beiden E. coli-Gruppen wurde, ebenso wie bei den Enterococcus spp., anhand von je-
weils drei Stichproben untersucht, inwieweit die durchgeführten Desinfektionsmittelpassa-
gen Einfluss auf ihre Empfindlichkeiten gegenüber Antibiotika haben. Wie bei den Entero-
kokken wurden dafür zwölf verschiedene Antibiotika ausgewählt, wovon eines als Nega-
tivkontrolle diente. Auch hier entstand die Situation, dass bislang keine Referenzwerte für 
Enterobacteriaceae für zwei Wirkstoffe (Colistin und Enrofloxacin) existieren, so dass für 
diese beiden Antibiotika keine Rückschlüsse auf eine mögliche Wirksamkeit in vivo gezo-
gen werden können. Eine Aussage zur Wirksamkeit der antibiotischen Wirkstoffe kann 
somit wieder nur für neun der getesteten zwölf Antibiotika getroffen werden.  
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Die ESBL-negativen E. coli-Isolate zeigten je nach Herkunft eine sehr unterschiedli-
che Sensibilität gegen die getesteten Antibiotika. So zeigte der Referenzstamm E. coli 
DSM 682 aus der Desinfektionsmittelprüfung gegen keinen der getesteten Wirkstoffe eine 
Resistenz, wohingegen die Feldisolate gegen drei (Bestand 2) bzw. vier (Bestand 1) der 
neun Antibiotika Resistenzen aufwiesen. Damit waren gegen das E. coli-Isolat aus Be-
stand 1 nur 55 % der Antibiotika wirksam, wohingegen es beim Referenzstamm 100% 
waren. 

Auf die Antibiotikasensibilität von E. coli hatten die Passagen mit subinhibitorischen 
Konzentrationen von Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure jedoch keinerlei 
Einfluss. Auch hier waren die Abweichungen bei der Größe der ermittelten Hemmhof-
durchmesser vor und nach den Passagen mit den unterschiedlichen Desinfektionsmitteln 
genauso groß wie innerhalb eines Doppelansatzes. Damit konnte durch die subinhibitori-
sche Gabe von Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure keine Toleranzerhöhung 
gegenüber einem der getesteten Antibiotika induziert werden. Die Hemmhofdurchmesser-
größen, welche für die ausgewählten E. coli-Isolate im Doppelansatz vor und nach den 
Passagen mit den drei verschiedenen Desinfektionsmitteln erzielt wurden, sind in Tabelle 
20 dargestellt (detaillierte Werte in Tabelle 31, Tabelle 32 und Tabelle 33 im Anhang). 

Tabelle 20: Hemmhofdurchmesser ausgewählter E. coli-Isolate vor und nach den 
Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

Antibio-
tikum 

HHD-Grenzen in mm Richtli-
nie 

ermittelte HHD in mm* 

 sensibel intermediär resistent  E. coli 
DSM 682 

E. coli 
(Bestand 1) 

E. coli 
(Bestand 2) 

AMP 17 14-16 13 CLSI 21-22 6 17-18 
CTX 26 23-25 22 CLSI 37-38 33-34 32-33 
C 18 13-17 12 CLSI 30 24-25 23-24 
CIP 21 16-20 15 CLSI 38-39 36-37 34-35 
CT     Keine 15 13-14 13-14 
ENR     Keine 35 30-31 31 
CN 15 13-14 12 CLSI 21-22 21 20-21 
NA 19 14-18 13 CLSI 29-30 25-26 24-25 
S 15 12-14 11 CLSI 18-19 6 10-11 
SXT 16 11-15 10 CLSI 31-32 6 6 
TE 15 12-14 11 CLSI 25-26 6 6 
B  Negativkontrolle  6 6 6 

 
* beinhaltet alle im Doppelansatz ermittelten HHD: vor den Passagen, nach zehn Passagen mit Peressigsäure, nach zehn 
Passagen mit Glutaraldehyd und nach zehn Passagen mit Ameisensäure 

4.5.3 ESBL-bildende E. coli 

Wie bei den anderen beiden untersuchten Bakteriengruppen, zeigten auch die ESBL-
bildenden E. coli kein einheitliches Bild bezüglich ihrer Antibiotikasensibilität. Erwar-
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tungsgemäß ließen Ampicillin, als Vertreter der ß-Laktam-Antibiotika, und Cefotaxim, als 
Vertreter der Cephalosporine, bei allen drei untersuchten ESBL-positiven E. coli keine 
Wirkung erkennen. Der ESBL-bildende Referenzstamm E. coli 09E 915 war zudem noch 
gegen die Kombination Sulfamethoxazol/Trimethoprim resistent und zeigte unter Einfluss 
von Streptomycin ein intermediäres Testergebnis. Das Feldisolat aus Bestand 2 wies insge-
samt vier Antibiotika-Resistenzen auf (zusätzlich gegen Streptomycin und Tetrazyklin) 
und das Isolat aus Bestand 1 zeigte sogar fünf Resistenzen (zusätzlich gegen Streptomycin, 
Sulfamethoxazol/Trimethoprim und Tetrazyklin).  

Durch subinhibitorische Konzentrationen von Peressigsäure, Glutaraldehyd oder 
Ameisensäure ließ sich dieses Ergebnis jedoch nicht beeinflussen. So ist in Tabelle 21 für 
ausgewählte ESBL-bildende E. coli der Bereich, in welcher die Durchmesser der ermittel-
ten Hemmhöfe der verschiedenen Antibiotika vor und nach den Passagen mit den Desin-
fektionsmitteln Wofasteril®, Permanent Neu® und Organosept Neu® lagen, dargestellt (de-
taillierte Werte in Tabelle 34, Tabelle 35 und Tabelle 36 im Anhang). 

Tabelle 21: Hemmhofdurchmesser ausgewählter ESBL-bildender E. coli-Isolate vor 
und nach den Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

Antibio-
tikum 

HHD-Grenzen in mm Richtli-
nie 

ermittelte HHD in mm* 

 sensibel intermediär Resistent  E. coli  
09E 915 

E. coli 
(Bestand 1) 

E. coli 
(Bestand 2) 

AMP 17 14-16 13 CLSI 6 6 6 
CTX 26 23-25 22 CLSI 19-20 12-13 11-12 
C 18 13-17 12 CLSI 22-23 25-26 21-22 
CIP 21 16-20 15 CLSI 32-33 32-33 32-33 
CT     Keine 13 13 13 
ENR     Keine 30-31 28-29 29-30 
CN 15 13-14 12 CLSI 19-20 20 19-20 
NA 19 14-18 13 CLSI 24-25 22-23 21-22 
S 15 12-14 11 CLSI 13-14 6 7 
SXT 16 11-15 10 CLSI 6 6 27-28 
TE 15 12-14 11 CLSI 23-24 6 6 
B  Negativkontrolle  6 6 6 

 
* beinhaltet alle im Doppelansatz ermittelten HHD: vor den Passagen, nach zehn Passagen mit Peressigsäure, nach zehn 
Passagen mit Glutaraldehyd und nach zehn Passagen mit Ameisensäure 
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5. Diskussion 

Die vorliegende Arbeit sollte verifizieren inwieweit der Einsatz der drei in der Tierhaltung 
weit verbreiteten Desinfektionswirkstoffe Peressigsäure, Ameisensäure und Glutaraldehyd 
von Relevanz für eine Resistenzselektion von Bakterien gegen diese oder andere anti-
mikrobielle Wirkstoffe ist. Der Hypothese von Chapman (1998) folgend, dass der Einsatz 
jeder antimikrobiellen Substanz langfristig zur Resistenzentwicklung gegen diese führt, 
wäre in Anbetracht der enormen Mengen Desinfektionsmittel, die jährlich nicht nur in der 
Tierhaltung Verwendung finden, die Entstehung von Desinfektionsmittelresistenzen von 
höchster Signifikanz [1, 21]. Die beiden Hauptgefahren, die dabei von einer Resistenzent-
wicklung in der Tierhaltung ausgehen, sind einerseits eine verminderte Herdenpro-
duktivität, infolge vermehrter klinischer und subklinischer Infektionen der Tiere, und ande-
rerseits das potentielle Erkrankungsrisiko des Menschen durch eine Übertragung resisten-
ter Mikroorganismen beispielsweise entlang der Lebensmittelkette [3]. Es besteht nicht nur 
die Gefahr der Resistenzselektion durch Desinfektionsmittelrückstände in den zu desinfi-
zierenden Stallungen, sondern auch bei ubiquitären Mikroorganismen der Umwelt. Resis-
tenzgene in apathogenen Bakterien stellen dabei ein Reservoir für den Transfer dieser auf 
pathogene Mikroorganismen dar [143]. 

Im Screening auf ESBL-bildende E. coli in 25 konventionellen Schweinezucht- und 
-mastbetrieben wurden diese in 18 Betrieben und somit mit einer Häufigkeit von 72% ge-
funden. Diese hohe Prävalenz multiresistenter Bakterien zeigt, dass Resistenzen ein hoher 
Stellenwert in der Tierhaltung zukommt. Insbesondere bei E. coli sind dabei einerseits ihre 
fakultativ pathogene Wirkung, einhergehend mit einer starken Limitierung der therapeuti-
schen Optionen in den Tierbeständen, und andererseits ihr Potential als Zoonoseerreger 
von Bedeutung. 

Für die Bekämpfung multiresistenter Mikroorganismen kommt der Desinfektion eine 
herausragende Bedeutung zu. Dafür muss jedoch ausgeschlossen werden können, dass die-
ser Vorgang selbst zur Resistenzentstehung gegen Desinfektionsmittel oder im ungünstigs-
ten Fall auch gegen dritte Substanzen, insbesondere Antibiotika, beiträgt. Eine Unterdosie-
rung des betreffenden Desinfektionsmittels ist in Anbetracht der zahlreichen Faktoren, die 
den Desinfektionserfolg beeinträchtigen können (siehe Abschnitt 2.1.5), aber auch bei op-
timaler Durchführung als Folge eines zeitlichen und räumlichen Wirkstoffkonzentrations-
gradientens, eine realistische Gefahr. Inwieweit subinhibitorische Desinfektionsmittelkon-
zentrationen zur Resistenzentwicklung beitragen können, sollte anhand der durchgeführten 
Untersuchungen ermittelt werden. 
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5.1 Resistenzentwicklung der Testkeime gegen die verschiedenen 

Desinfektionsmittel 

Nach zehn Passagen mit subinhibitorischen Konzentrationen verschiedener Desinfekti-
onsmittel kam es bei allen drei untersuchten Wirkstoffen (Peressigsäure, Glutaraldehyd 
und Ameisensäure) bei einem Teil der Testkeime zu MHK-Erhöhungen. Da es für den 
Desinfektionsmitteleinsatz keine limitierenden Höchstkonzentrationen wie für Antibiotika 
gibt, besteht die Schwierigkeit in der Differenzierung, ab wann man bei einem induzierten 
Sensibilitätsverlust von Mikroorganismen gegen ein Desinfektionsmittel von einer Resis-
tenz sprechen kann [55]. Dabei gibt es viele verschiedene Ansichten, welche teilweise kon-
trovers sind. So wird die Aussage von Lewis (2001), welcher von einer Resistenz spricht, 
sobald ein Mikroorganismus die Fähigkeit erwirbt, bei erhöhten Leveln einer antimikro-
biellen Substanz zu wachsen [61], von anderen Autoren kritisch betrachtet [76]. Russell 
(1997) ist stattdessen bei seinen Studien erst bei einer achtfach erhöhten MHK von einer 
Resistenzinduktion ausgegangen [144]. Alternativ haben Braoudaki et al. (2004) bei ihren 
Untersuchungen eine MHK-Steigerung von mindestens einer logarithmischen Stufe als 
signifikant angesehen [78]. Die Korrelation der Desinfektionsmittelsensibilität eines Bak-
terienstammes zur Empfindlichkeit der Mehrheit der Stämme derselben Spezies, ist eine 
weitere Möglichkeit der Abgrenzung einer Desinfektionsmittelresistenzentwicklung [29].  

In der vorliegenden Arbeit ist für die Beurteilung einer möglichen Resistenz gegen 
Desinfektionsmittel der Definition von Gilbert et al. (2003) gefolgt worden, welche von 
einer solchen ausgehen, sobald der Behandlungserfolg mit dem jeweiligen Präparat nicht 
mehr gewährleistet ist [67]. Einschränkend ist dabei für die Beurteilung einer induzierten 
Desinfektionsmittelresistenz hervorzuheben, dass eine eindeutige Aussage nur im positiven 
Fall getroffen werden kann, wenn die ermittelte MHK die vom Hersteller angegebene Ge-
brauchskonzentration übersteigt. Liegt die MHK im gleichen Bereich oder unwesentlich 
darunter, kann nur mit großen Einschränkungen auf eine Wirksamkeit des jeweiligen Prä-
parates geschlossen werden.  

Die MHK stellt somit einen sinnvollen Ausgangspunkt für die Untersuchung von Des-
infektionsmittelresistenzen dar, jedoch nicht für die Festlegung der Gebrauchskonzentrati-
on eines Desinfektionsmittels [93]. Denn im Gegensatz zum Antibiotikaeinsatz ist bei einer 
Desinfektion die durch die MHK induzierte Bakteriostase nicht ausreichend, da verbliebe-
ne Mikroorganismen nicht wie bei einer Antibiose durch die wirtseigene Abwehr elimi-
niert werden [67]. Des Weiteren ist die Zeit eine zusätzliche Dimension, welche bei der 
Desinfektion von Relevanz ist, da für sie oftmals nur Minuten zur Verfügung stehen, wo-
hingegen eine Behandlung mit Antibiotika über Tage bis Wochen hinweg stattfindet [18]. 
Da die MHK in keine sinnvolle Korrelation zur minimalen bakteriziden Konzentration zu 
bringen ist und um eine schnelle Abtötung der Mikroorganismen zu gewährleisten, sollte 
die Gebrauchskonzentration eines Desinfektionsmittels immer deutlich oberhalb der MHK 
liegen [18, 70, 77]. 
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5.1.1 Peressigsäure 

Vor den Passagen mit Peressigsäure zeigten alle in die Versuche einbezogenen Bakterien 
gegenüber dem Desinfektionsmittel die gleiche Sensibilität, wobei 0,1% Wofasteril® E400 
jeweils ausreichend waren, um ein Bakterienwachstum zu unterbinden. Die Annahme, dass 
E. coli als gramnegative Bakterien eine höhere Toleranz gegen das Desinfektionsmittel 
haben als die grampositive Enterococcus-Gruppe wurde dabei nicht erfüllt. Interessanter-
weise zeigten auch die verschiedenen Umweltisolate der einzelnen Keimgruppen aus-
nahmslos identische MHK-Werte. 

Nachdem die verschiedenen Testkeime zehnmalig einer Konzentration von 0,05% Wo-
fasteril® E400 ausgesetzt waren, zeigte ein großer Teil eine MHK-Erhöhung auf 0,25%. 
Dies ließ sich in der Enterococcus-Gruppe in allen Fällen, in der E. coli-Gruppe in 15 von 
20 Fällen und in der Gruppe der ESBL-bildenden E. coli immer noch in acht von 20 Fällen 
beobachten. Da die vom Hersteller empfohlene Gebrauchskonzentration bei 0,5% des Pro-
dukts liegt, ist dieser Sensibilitätsverlust von einer MHK-Stufe nach Gilbert et al. (2003) 
nicht als Ausbildung einer Resistenz zu beurteilen [67], ebenso wenig wie nach Braoudaki 
et al. (2004) oder Russell (1997) [78, 144]. Zudem ist bemerkenswert, dass bei den ESBL-
bildenden E. coli signifikant seltener eine Toleranzinduktion gegen das Desinfektionsmittel 
Wofasteril® E400 zu beobachten war als bei ihren ESBL-negativen Äquivalenten 
(p ≤ 0,05). 

Da durch die Verwendung von Reinkulturen ein horizontaler Gentransfer ausgeschlos-
sen werden kann, müssen als Ursachen für die Toleranzentwicklung gegen das peressig-
säurehaltige Desinfektionsmittel phänotypische Veränderungen oder eine Mutation im 
Bakteriengenom vermutet werden. 

Um die Stabilität der erzeugten MHK-Erhöhungen zu beurteilen, wurden die Bakteri-
enstämme, welche eine Reduktion ihrer Sensibilität gegenüber dem peressigsäurehaltigen 
Desinfektionsmittel gezeigt haben, erneut in reiner TSB-Nährbouillon ohne Desinfekti-
onsmittelzusatz passagiert. Es war zu beobachten, dass bereits eine einzige Passage in Ab-
wesenheit von Peressigsäure ausreichend war, um die originären Empfindlichkeiten gegen 
dieses Desinfektionsmittel wieder herzustellen. Im Vergleich dazu zeigten sich in anderen 
Studien Resistenzen, welche bei einigen Salmonella-Spezies und bei E. coli durch eine 
Unterdosierung der Desinfektionsmittel Triclosan und Chlorhexidin ausgelöst wurden auch 
nach 30 Tagen Passage ohne das jeweilige Desinfektionsmittel noch stabil [79]. 

Damit liegt der Schluss nahe, dass der beobachtete Sensibilitätsverlust nicht die Folge 
einer dauerhaften Mutation im Genom der Bakterien ist, sondern vermutlich auf phänoty-
pische Veränderungen, hervorgerufen durch Umweltstressoren, zurückzuführen ist. Als 
Stressoren bezeichnet man dabei alle Faktoren, die eine Abweichung von den idealen 
Wachstumsbedingungen, wie etwa eine Nährstofflimitierung oder die Anwesenheit von 
antimikrobiellen Agentien, darstellen [75]. Dies führt zu einer verminderten Wachstumsra-
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te einhergehend mit einer Veränderung der Genexpression [28]. Es kann somit davon aus-
gegangen werden, dass im Gegensatz zu den hoch metabolischen Bakterienzellen, mit de-
nen die ursprüngliche MHK-Bestimmung durchgeführt wurde, durch den Einsatz subin-
hibitorischer Peressigsäurekonzentrationen die Wachstumsbedingungen der Bakterien ver-
schlechtert wurden, was vermutlich die Ursache für die Reduktion ihrer Sensibilität ist.  

Sowohl vor als auch nach der Passagierung mit subinhibitorischen Peressigsäurekon-
zentrationen ist jedoch auffällig, dass die geforderte Differenz der Gebrauchskonzentrati-
on, mit 0,5% Wofasteril® E400, zur minimalen Hemmkonzentration, mit 0,1% vor bzw. 
0,25% nach den Passagen, von mindestens einer Größenordnung nicht gegeben ist [70]. 
Damit ist die Sicherheitsspanne für eine optimale Desinfektion mit dem Präparat Wofaste-
ril® E400 sehr gering und es stellt sich die Frage, inwieweit möglicherweise bereits im 
Vorfeld eine Toleranzentwicklung der Feldisolate gegen dieses Desinfektionsmittel erfolgt 
ist bzw. die bei der Festlegung der Gebrauchskonzentration des Präparats eingesetzten Re-
ferenzstämme unempfindlich genug gegenüber Peressigsäure sind. 

5.1.2 Glutaraldehyd 

Die getesteten Bakterien zeigten gegenüber dem glutaraldehydhaltigen Desinfektionsmittel 
Permanent neu® mit einer MHK von 1% eine einheitliche Sensibilität, mit Ausnahme des 
Enterococcus-Referenzstammes E. faecium DSM 2918 aus der DVG-Desinfektionsmittel-
prüfung, dessen MHK bei 0,5% Permanent neu® und damit eine MHK-Stufe darunter lag. 
Somit wurde auch hier eine unerwartet niedrige intra- und interspezifische Variabilität der 
Desinfektionsmittelsensibilitäten beobachtet. Die Beobachtung, dass der Referenzstamm 
E. faecium DSM 2918 aus der Desinfektionsmittelprüfung die höchste Empfindlichkeit 
gegenüber dem Desinfektionsmittel Permanent neu® aufwies, bestätigt andere Berichte, bei 
denen Laborstämme eine höhere Empfindlichkeit als die Umweltisolate derselben Bakteri-
enspezies zeigten [20, 75].  

Bemerkenswert ist, dass die ermittelte MHK nahezu aller Isolate der vom Hersteller 
bzw. DVG-Liste empfohlenen Gebrauchskonzentration entsprach. Die gewünschte deutli-
che Differenz von mehreren Größenordnungen zwischen MHK und Gebrauchskonzentrati-
on [70] war somit nicht gegeben. Schließlich handelt es sich bei der MHK lediglich um die 
Konzentration, die ein Bakterienwachstum unterbindet und es ist durchaus möglich, dass 
eine bakterizide Wirkung des Desinfektionsmittels erst bei wesentlich höheren Konzentra-
tionen als der MHK, welche hier der Gebrauchskonzentration entsprach, einsetzt [31]. 

Ursprünglich war es vorgesehen, analog zu den beiden anderen Präparaten, die Desin-
fektionsmittelpassagen mit Glutaraldehyd einheitlich zum Versuchsaufbau mit der letzten 
Konzentrationsstufe, bei der in der MHK-Bestimmung anhand der Trübung ein Bakterien-
wachstum beobachtet werden konnte, durchzuführen. Da jedoch nach einer Dauer von 
zwei bis vier Tagen kein Bakterienwachstum mehr stattgefunden hat, wurde auf die 
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nächstniedrigere Verdünnungsstufe der MHK-Bestimmung ausgewichen, so dass die Pas-
sagierung mit 0,25% Permanent neu® erfolgte, mit Ausnahme des Enterococcus-Referenz-
stammes, welcher mit 0,1% glutaraldehydhaltigem Desinfektionsmittel passagiert wurde. 
Offenbar konnten bereits subinhibitorische Glutaraldehydkonzentrationen eine nachhaltige 
Zellschädigung hervorrufen, was nach wenigen Tagen zur vollständigen Stagnation des 
Bakterienwachstums führte. Werden Bakterien subinhibitorischer Konzentrationen hem-
mender Agentien ausgesetzt, so kann dies entweder zu einer Toleranzentwicklung gegen 
diese oder, wie es im vorliegenden Fall offenbar geschehen ist, in einer Zellschädigung 
resultieren [75].  

Trotz der Schädigung der Zellen bei Konzentrationen des Präparates Permanent neu® 
unmittelbar unterhalb der MHK, stieg die Toleranz in der Enterococcus-Gruppe als Folge 
der Passagierung mit geringeren Dosen des glutaraldehydhaltigen Desinfektionsmittels in 
50% der Fälle an. Damit konvergierte die MHK des Referenzstammes E. faecium 
DSM 2918 nach den Passagen mit subinhibitorischen Konzentrationen glutaraldehydhalti-
gem Desinfektionsmittel mit 1% Permanent neu® gegen die originäre MHK der Feldisola-
te. In den restlichen acht Fällen, bei denen eine Erhöhung der Toleranz für Glutaraldehyd 
beobachtet werden konnte, wurden nach den Passagen sogar MHK-Werte von 2% ermit-
telt. Da die vom Hersteller vorgegebene Gebrauchskonzentration für das Produkt Perma-
nent neu® nur mit 1% angegeben ist, und somit der Desinfektionserfolg bei einer Anwen-
dung maßgeblich beeinträchtigt wäre, kann man laut Gilbert et al. (2003) von einer Resis-
tenzinduktion gegen das Desinfektionsmittel Permanent neu® sprechen [67]. Dass es sich 
dabei lediglich um eine instabile Resistenz handelte, wurde bereits nach der ersten Rück-
passage ohne Desinfektionsmittelzusatz deutlich, bei der die erhöhte MHK wieder auf ih-
ren Ausgangswert absank. 

Ebenso wie bei den Toleranzerhöhungen nach Passagen mit subinhibitorischen Per-
essigsäurekonzentrationen, kann für das glutaraldehydhaltige Präparat Permanent neu® 

daher ebenfalls postuliert werden, dass es sich lediglich um eine phänotypische Sensibili-
tätsveränderung der Bakterien handelt. Prinzipiell wäre auch eine Mutation als Ursache 
möglich, wobei auch hier das sofortige Absinken auf die originären MHK-Werte für eine 
phänotypische Resistenzbildung der Bakterien spricht. Die Aussage, dass bei 1% Perma-
nent neu®, und somit bei der Gebrauchskonzentration des Desinfektionsmittels, ein Bakte-
rienwachstum noch möglich ist, lässt sich mit Gewissheit treffen, wobei vermutlich noch 
eine genauere Abstufung der MHK für eine noch exaktere Beurteilung des Ausmaßes der 
Resistenzentwicklung möglich wäre. 

Im Unterschied zu den untersuchten Enterococcus-Isolaten konnte in beiden Gruppen 
der E. coli keine Erhöhung der MHK und dementsprechend auch keine Desinfektionsmit-
telresistenz induziert werden. Identische MHK-Werte, sowohl vor als auch nach den Pas-
sagen mit subinhibitorischen Konzentrationen von Permanent neu®, legen die Vermutung 
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nahe, dass vorhandene Antibiotikaresistenzen auch auf die Wirksamkeit des glutaraldehyd-
haltigen Desinfektionsmittels gegen E. coli keinen Einfluss haben. 

Eine unterschiedliche Desinfektionsmittelsensibilität innerhalb einer Spezies, wie sie 
bei E. faecium zwischen dem Referenzstamm DSM 2918 aus der Desinfektionsmittelprü-
fung und den E. faecium-Feldisolaten 1, 3, 7 und 9 aufgetreten ist, ist Indikator dafür, dass 
unterschiedliche zelluläre Targets angesprochen werden. Die geringere MHK des Refe-
renzstammes impliziert die Wirkung von Glutaraldehyd an einem zusätzlichen empfindli-
cheren zellulären Target, was bei den äquivalenten Feldisolaten nicht mehr angesprochen 
wird. Es kann vermutet werden, dass bei den Enterococcus-Umweltisolaten zuvor bereits 
eine Toleranzentwicklung gegen das Desinfektionsmittel stattgefunden haben könnte. Dies 
wäre auf Grundlage einer Target-Veränderung, der Induktion von Efflux-Pumpen oder der 
verstärkten Bildung abbauender Enzyme wie Aldehyddehydrogenasen denkbar, was bei 
Umweltisolaten sowohl die Folge einer Mutation im Bakteriengenom als auch eines hori-
zontalen Gentransfers sein könnte [21]. 

5.1.3 Ameisensäure 

Die originären MHK-Werte lagen bei allen Isolaten der Enterococcus-Gruppe bei 0,01% 
Organosept neu®, wohingegen sie bei den Isolaten beider E. coli-Gruppen einheitlich 
0,25% betrugen. Damit war die Intraspeziesvariabilität der Desinfektionsmittelsensibilität 
der Testkeime erneut minimal. Jedoch zeigten sich unter dem Einfluss des ameisensäure-
haltigen Desinfektionsmittels erstmalig die vermuteten Sensibilitätsunterschiede zwischen 
grampositiven und gramnegativen Bakterien. Dabei waren die getesteten E. coli erwar-
tungsgemäß toleranter gegen das Desinfektionsmittel als die untersuchten Enterkokken, 
was wahrscheinlich eine Folge der Lipopolysaccharidschicht als zusätzliche Permeabili-
tätsbarriere gramnegativer Bakterien ist [30]. Die Gebrauchskonzentration nach Hersteller-
vorgaben bzw. DVG-Richtlinie von 1% Organosept neu® liegt jedoch in beiden Fällen 
deutlich oberhalb dieser ermittelten Empfindlichkeiten. 

Als Folge von zehntägigen Passagen mit subinhibitorischen Konzentrationen von Or-
ganosept neu® kam es innerhalb der Enterococcus-Gruppe in 13 von 20 Fällen zu einer 
Erhöhung der MHK um eine Stufe, von 0,01% auf 0,05% Desinfektionsmittel. Da auch 
nach Erhöhung der Toleranz gegen das ameisensäurehaltige Desinfektionsmittel die MHK-
Werte mehr als eine Größenordnung unterhalb der Gebrauchskonzentration lagen, kann 
man zwar von einem Sensibilitätsverlust dem Desinfektionsmittel gegenüber, jedoch nicht 
von einer Resistenzbildung sprechen. Die Ursache hierfür könnte, wie bei den beiden ande-
ren Desinfektionsmitteln auch, grundsätzlich eine phänotypische Veränderung der Bakteri-
en oder eine Mutation im Bakteriengenom sein. Ebenso wie die durch die anderen beiden 
untersuchten Desinfektionsmittel hervorgerufenen Empfindlichkeitsverluste, wurden auch 
die durch Ameisensäure induzierten bereits nach einer Stabilitätspassage wieder verloren. 
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Somit ist auch hier die Wahrscheinlichkeit groß, dass diese aus phänotypischen Verände-
rungen aufgrund suboptimaler Wachstumsbedingungen resultieren. 

In beiden E. coli-Gruppen ließen sich hingegen keine Sensibilitätsverluste durch subin-
hibitorische Konzentrationen Organosept neu® induzieren. Hierbei konnten, ebenso wie bei 
Unterdosierung der beiden anderen Desinfektionsmittel, keine Unterschiede zwischen den 
E. coli, welche multiple Antibiotikaresistenzen exprimieren und ihren empfindlicheren 
Pendants, festgestellt werden. Das legt die Vermutung nahe, dass das Vorhandensein von 
Antibiotikaresistenzen gegen β-Laktamantibiotika die Wirkung der getesteten Desinfekti-
onsmittel, zumindest bei E. coli, nicht negativ beeinflusst. Dies stellt die große Bedeutung 
der Desinfektion für die Bekämpfung (multi-)resistenter Bakterien heraus. 

5.1.4 Gegenüberstellung der verschiedenen Bakterienisolate und Desinfek-

tionsmittel 

Im Vergleich der drei verschiedenen untersuchten Desinfektionsmittel fiel auf, dass durch 
das peressigsäurehaltige Präparat Wofasteril® E400 signifikant häufiger eine Erhöhung der 
MHK induziert werden konnte als bei den Desinfektionsmitteln auf Glutaraldehyd- bzw. 
Ameisensäurebasis (p ≤ 0,05). Jedoch überstieg nur bei dem glutaraldehydhaltigem Präpa-
rat Permanent neu® die induzierte MHK-Erhöhung bei einigen Bakterien die Gebrauchs-
konzentration des Desinfektionsmittels, was als Resistenzbildung zu deuten ist. 

Bei der Ausbildung phänotypischer Empfindlichkeitsverluste von Bakterien handelt es 
sich um eine veränderte Genexpression als Adaptation an Stressoren. Daraus können ver-
schiedene physiologische Veränderungen des Bakterienphänotyps resultieren, wie eine 
verminderte Permeabilität, ein erhöhter Efflux oder die Exprimierung abbauender Enzyme 
[55]. Wie auch von McDonnell et al. (1999) und von Russell (2001) beschrieben, könnten 
die geringen Empfindlichkeitsverluste, welche bei allen drei untersuchten Desinfektions-
mitteln beobachtbar waren, auf einer Verminderung der Permeabilität der Zellmembran 
beruhen, so dass die schädigenden antimikrobiellen Wirkstoffe schlechter ihre Targets im 
Zellinneren erreichen konnten [20, 55]. Die Exprimierung von Efflux-Pumpen oder abbau-
enden Enzymen hätte vermutlich substratabhängig stärker variierende Auswirkungen unter 
dem Einfluss der drei unterschiedlichen Desinfektionsmittel gehabt. Wobei es durchaus 
möglich ist, dass unterschiedliche Mechanismen, oder Kombinationen daraus, die Sensibi-
litätsverluste gegen die verschiedenen antimikrobiellen Wirkstoffe bedingen bzw. im Fall 
von Peressigsäure, dass uneinheitliche Mechanismen bei den verschiedenen Bakterienspe-
zies greifen [79].  

Insgesamt ließen sich bei den Enterococcus-Isolaten durch den Einsatz subinhibitori-
scher Desinfektionsmittelkonzentrationen signifikant häufiger als in den beiden E. coli-
Gruppen Sensibilitätsverluste induzieren (p ≤ 0,05). Dies ist vermutlich darauf zurückzu-
führen, dass bei den verschiedenen Spezies unterschiedliche Gene bei einer phänotypi-
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schen Stressadaptation exprimiert werden können, wobei diese Anpassung bei den Entero-
coccus spp. den vorliegenden Untersuchungsergebnissen nach besser erfolgen kann. 

Die teilweise auftretenden Abweichungen bei der Durchführung der Versuche im 
Doppelansatz könnte jedoch ebenso ein Indikator sein, dass die beobachteten temporären 
Sensibilitätsverluste als Resultat von Mutationen aufgetreten sind. Da Mutationen zufällig 
erfolgen und für die Bakterien oftmals tödlich verlaufen [73], könnten beim Doppelansatz 
voneinander abweichende Ergebnisse auch als Indiz für erfolgte Mutationen zu deuten 
sein. Dagegen spricht jedoch die große Instabilität der induzierten Sensibilitätsverluste der 
Testbakterien, die ausnahmslos bereits nach der ersten desinfektionsmittelfreien Rückpas-
sage nicht mehr nachweisbar waren. So können uneinheitliche Versuchsergebnisse eben-
falls darauf zurückzuführen sein, dass die induzierten Sensibilitätsverluste sehr dicht an der 
Nachweisgrenze des angewandten Verfahrens der MHK-Bestimmung lagen. 

Abgesehen von der Ausnahme des Enterococcus-Referenzstammes E. faecium 
DSM 2918, welcher sich gegen das glutaraldehydhaltige Desinfektionsmittel empfindli-
cher zeigte als die Umweltisolate der Enterococcus-Gruppe, war bei den durchgeführten 
Versuchen stets eine sehr geringe Intraspeziesvariabilität innerhalb der Testkeimgruppen 
auffällig. Wie jedoch Untersuchungen von Bridier et al. (2011) zeigten, ist dies bei den 
verschiedenen Bakterienspezies sehr unterschiedlich, war aber insbesondere bei Entero-
coccus spp. und Escherichia coli auffällig. Im Gegensatz dazu zeigten z.B. unterschiedli-
che S. aureus-Isolate eine wesentlich höhere Varianz ihrer Empfindlichkeiten gegenüber 
Desinfektionsmitteln [69].  

Hinweise für einen Zusammenhang zwischen Desinfektionsmittel- und Antibiotika-
sensibilität konnten bei den mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure durchge-
führten Untersuchungen nicht festgestellt werden. Die ESBL-bildenden E. coli verhielten 
sich gegenüber den drei getesteten Desinfektionsmitteln sehr ähnlich wie die E. coli-
Isolate, welche keine ESBL-Bildner waren. Diese Beobachtung darf jedoch keinesfalls 
verallgemeinert werden, da bei anderen Bakterienspezies bzw. Desinfektionsmitteln Zu-
sammenhänge gefunden wurden. So berichten Fischer et al. (2012) jüngst von einem 
ESBL-bildenden E. coli-Umweltisolat, welches u.a. carbapenemasecodierende Gene und 
Resistenzgene gegen quaternäre Ammoniumverbindungen auf demselben Integron trug 
[145]. 

5.1.5 Betrachtung der Methodik 

Für Untersuchungen der Resistenzproblematik gegen Desinfektionsmittel muss immer die 
Abwägung getroffen werden zwischen den divergierenden Anforderungen einer gut 
standardisierbaren Durchführbarkeit im Labor, die den Vergleich verschiedener Einfluss-
faktoren zulässt, und einer möglichst hohen Praxisrelevanz. Der Schwerpunkt bei der hier 
durchgeführten Untersuchung lag auf der Fragestellung, inwieweit es überhaupt möglich 
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ist, gegen die betrachteten gängigen Desinfektionswirkstoffe aus der Tierhaltung Resisten-
zen zu induzieren. 

Mit der hierbei verwendeten Makrodilutionsmethode wurde sich eines Suspensions-
tests bedient, welcher wegen der Vorteile einer einfachen Durchführbarkeit, der hohen 
Reproduzierbarkeit, aber vor allem wegen der Möglichkeit eine Vielzahl an variablen Be-
dingungen, wie Kontaktzeit des Desinfektionsmittels, Temperatur, Art der Mikroorganis-
men, interferierende Substanzen etc., zu vergleichen, für diese Problematik gut geeignet ist 
[146]. Die in Anlehnung an die DVG-Richtlinien durchgeführte MHK-Bestimmung erlaubt 
dabei den unmittelbaren Vergleich der Empfindlichkeiten der verschiedenen Mikroorga-
nismen gegen die unterschiedlichen Wirkstoffe vor und nach einer Passagierung mit sub-
inhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentrationen.  

Problematisch dabei ist jedoch, dass das Vorliegen der Bakterien in Suspension in den 
meisten Fällen nicht der Realität entspricht, da die nach einer Reinigung verbleibenden 
Mikroorganismen im Wesentlichen an Oberflächen angeheftet sind und sich nicht durch 
Besprühen oder Eintauchen in Desinfektionsmittel in Suspension bringen lassen [146]. Um 
jedoch an Oberflächen adhäsierte Mikroorganismen abzutöten, sind oftmals signifikant 
höhere Desinfektionsmittelkonzentrationen notwendig [34], wobei nicht nur deswegen die 
Gebrauchskonzentration immer um mindestens eine Größenordnung oberhalb der MHK 
liegen sollte [18, 70]. 

Bei einer MHK-Bestimmung im Labor herrschen für die Testbakterien ideale Wachs-
tumsbedingungen, welche konträr dazu in der Umwelt nahezu nie anzutreffen sind. Durch 
u.a. ideale Nährstoffversorgung und Temperatur handelte es sich bei der originären MHK-
Bestimmung um hoch metabolische Zellen, welche Desinfektionsmitteln gegenüber rele-
vant sensibler sind, als Bakterienzellen, die unter suboptimalen Umweltbedingungen ge-
wachsen sind [28, 54]. Aber nicht nur für die Bakterien herrschen im Labor optimale 
Wachstumsbedingungen, sondern insbesondere die beiden stark temperaturabhängigen 
Wirkstoffe Ameisensäure und Glutaraldehyd können bei 37°C Inkubationstemperatur we-
sentlich besser wirken als in der deutlich kälteren Stallumgebung [12, 48]. Ebenso findet 
während der dreitägigen Inkubation bei der MHK-Bestimmung keinerlei Limitierung der 
Einwirkdauer der Desinfektionsmittel statt, wohingegen bei der praktischen Anwendung 
nur eine kurze Zeitdauer zur Verfügung steht. 

Daraus resultiert, dass die Gebrauchskonzentration immer um Größenordnungen ober-
halb der MHK liegen muss, um eine erfolgreiche Desinfektion gewährleisten zu können 
[18, 70]. Die MHK-Bestimmung stellt nur einen ersten Anhaltspunkt für das Verhalten des 
jeweiligen Desinfektionsmittels dar, wobei sich dabei die Auswirkungen variabler Testein-
flüsse gut vergleichen lassen. Für Rückschlüsse auf eine sinnvolle Gebrauchskonzentration 
sind oberflächenbasierte Testverfahren, wie beispielsweise der Keimträgertest, besser ge-
eignet [146]. 
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Im Gegensatz dazu betont Russell (1994), dass MHK-Bestimmungen mit dem Wirk-
stoff Glutaraldehyd deutlich zu hohe Werte ergeben, da es zu Interaktionen von Glutaral-
dehyd mit Bestandteilen der Bouillon kommen kann [48]. Andererseits können auch bei 
der Anwendung in der Stallumgebung der Tierhaltung interferierende Substanzen die Des-
infektion beeinträchtigen. 

Des Weiteren sind im Versuch Bakterien-Reinkulturen verwendet worden, was defini-
tiv nicht der Situation in der Umwelt entspricht. Mutationen bzw. eine veränderte Genex-
pression sind nur ein Teil der Möglichkeiten, wie eine Resistenzentwicklung bei Bakterien 
erfolgen kann. Die durchaus realistische Option der Aufnahme von Resistenzgenen anderer 
Bakterien(-spezies) wird dabei vernachlässigt. 

Für die Detektierung von bakteriellen Sensibilitätsverlusten gegen Desinfektionsmittel, 
resultierend aus Wirkstoffunterdosierungen, ist die Methodik der MHK-Bestimmung je-
doch hervorragend geeignet. Nicht zuletzt, da eine Erhöhung der MHK ein Indikator für 
die Veränderung von bakteriellen Targets oder der Induktion von Effluxpumpen ist, was 
beides zur Entstehung von Kreuzresistenzen gegen dritte Substanzen führen kann [76].  

Es muss beachtet werden, dass es verhältnismäßig schwierig ist, stabile Resistenzen 
gegen Desinfektionsmittel bei Bakterien zu induzieren. So haben Walsh et al. (2003) beo-
bachtet, dass sich bei der Verwendung identischer Bakterienstämme und Biozide nur mit 
zwei von sechs durchgeführten Methoden, stabile Resistenzen induzieren ließen [83]. Dies 
bedeutet, dass es durchaus möglich ist, dass die untersuchten Bakterienstämme stabile Re-
sistenzen gegen die getesteten Desinfektionsmittel entwickeln können, aber auch, dass die 
Übertragbarkeit von erzielten Laborergebnissen auf die praktische Anwendung immer kri-
tisch zu beurteilen ist. 
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5.2 Verhalten der Testkeime gegen Antibiotika 

Auch wenn die Hauptursache für die Entstehung von Antibiotikaresistenzen mit Sicherheit 
der Einsatz von Antibiotika ist [76], so weiß man inzwischen, dass einige Desinfektions-
mittel ebenfalls für Antibiotikaresistenzen selektieren bzw. co-selektieren können [5]. Die 
MHK-Erhöhung eines Bakteriums gegen ein bestimmtes Desinfektionsmittel führt auf-
grund dessen Fähigkeit verschiedene zelluläre Targets zu attackieren in den seltensten Fäl-
len zu dessen Unwirksamkeit. Jedoch kann bereits eine geringe MHK-Erhöhung Kennzei-
chen für die Veränderung eines zellulären Targets oder für die Exprimierung von Efflux-
Pumpen sein. Beide Mechanismen bergen das Potential für eine Resistenzinduktion gegen-
über unverwandten antimikrobiellen Substanzen, wie z.B. Antibiotika [76]. 

Die Beurteilung des Agardiffusionstests erfolgte zunächst auf Grundlage der CLSI-
Richtlinie M100-S20 [141]. Es können sich jedoch zudem, unabhängig vom potentiellen 
Behandlungserfolg in vivo, Sensibilitätsveränderungen der Bakterien gegenüber den ver-
schiedenen Antibiotika eingestellt haben. Dadurch, dass die Größe der Hemmhofdurch-
messer unmittelbar mit der Sensibilität der Bakterienisolate gegen die verschiedenen Anti-
biotika korreliert, können diese direkt miteinander verglichen werden. Daher wurde sich 
dem Vorgehen von Braoudaki et al. (2004) angeschlossen, welche eine Abweichung von 
mindestens 2 mm Hemmhofdurchmessergröße als Grenze für die Notwendigkeit für weite-
re Untersuchungen angesehen haben [78, 79]. Auch wenn eine prozentualer Gegenüber-
stellung der Differenzen der Hemmhofgrößendurchmesser eine bessere Vergleichbarkeit 
implizieren würde, so ist die Präzision des Agardiffusionstests auf 1 mm Genauigkeit be-
schränkt. Dies würde beispielsweise für die von Cottel et al. (2009) vorgenommene Signi-
fikanzgrenze von 5% Hemmhofgrößendurchmesserabweichung bedeuten [147], dass erst 
eine Beurteilung von Hemmhöfen, welche eine Mindestgröße von 20 mm haben, möglich 
wäre. 

Gegenüber den verschiedenen Desinfektionsmitteln zeigten die originären Testbakteri-
en nur eine ausgesprochen niedrige Intraspeziesvariabilität ihrer Empfindlichkeiten. Bei 
stichprobenartiger Untersuchung ihrer Antibiotikasensibilitäten veränderte sich dies jedoch 
deutlich, so wiesen sowohl die Feldisolate als auch die Referenzstämme der Desinfek-
tionsmittelprüfung ganz eigene und teilweise deutlich voneinander abweichende Resis-
tenzmuster gegen die unterschiedlichen Antibiotika auf. Dabei war es auffällig, dass von 
den mittels Agardiffusionstest untersuchten Bakterienisolaten die Referenzstämme jeweils 
gegen eine geringere Anzahl Antibiotika Resistenzen aufwiesen als die äquivalenten Feld-
isolate (siehe Abschnitt 4.5). 

Im Vergleich des Agardiffusionstests vor und nach den Passagen mit subinhibitori-
schen Desinfektionsmittelkonzentrationen zeigte jedoch kein einziger Testkeim eine Ver-
änderung der Hemmhofdurchmessergröße von mehr als 2 mm. Da diese maximale Abwei-
chung gleichzeitig der maximalen Größendifferenz innerhalb eines Doppelansatzes ent-
spricht, kann man davon ausgehen, dass sich bei keinem der Bakterienisolate unter dem 
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Einfluss der subinhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentrationen, trotz teilweise tempo-
rär erhöhter MHK-Werte, die Empfindlichkeit den untersuchten Antibiotika gegenüber 
verändert hat.  

Das Ausbleiben von Kreuzresistenzen gegen die untersuchten antibiotischen Wirkstof-
fe kann dabei jedoch nicht für Rückschlüsse auf die Mechanismen der verringerten Desin-
fektionsmittelempfindlichkeiten herangezogen werden. Bakterien können Toleranzen ge-
gen Desinfektionsmittel sowohl durch die Mutation eines zellulären Targets, die Induktion 
von Effluxpumpen als auch durch phänotypische Veränderungen ausbilden, wobei in allen 
Fällen die Möglichkeit der Bildung von Kreuzresistenzen gegeben ist. So kann auch ein 
durch Stress induzierter Permeabilitätsverlust der Zellmembran die Wirksamkeit verschie-
dener Antibiotika reduzieren [65]. 
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5.3 Praktische Relevanz für Tierhaltung 

Die Frage, inwieweit Unterdosierungen von Desinfektionsmitteln, wie sie durch zahlreiche 
Anwendungsfehler entstehen können (siehe Absatz 2.1.5), mit den in der Tierhaltung weit 
verbreiteten Wirkstoffen Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure, zu einer Ent-
wicklung von Resistenzen gegen diese beitragen können, kann anhand dieser Untersu-
chungen nicht eindeutig beantwortet werden. Für Erreger der Gattungen Enterococcus und 
Escherichia scheint anhand der Ergebnisse der vorliegenden Arbeit eine Induktion hoch-
gradiger oder stabiler Resistenzen gegen die untersuchten Präparate mit den Wirkstoffen 
Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure durch eine Unterdosierung dieser unwahr-
scheinlich. Alle beobachteten Sensibilitätsveränderungen der Testbakterien gegen diese 
Desinfektionsmittel umfassten maximal eine MHK-Stufe und waren zudem instabil. Als 
potentiell problematisch muss jedoch das beobachtete Überschreiten der Gebrauchskon-
zentration betrachtet werden. Wenn unter den optimierten Bedingungen der MHK-
Bestimmung die Wirkung des glutaraldehydhaltigem Desinfektionsmittels Permanent neu® 
zum Teil nicht mehr gegeben ist, so ist zu vermuten, dass auch unter den wesentlich 
schwierigeren Voraussetzungen in der Stallumgebung der Erfolg der Desinfektion mit die-
sem Präparat maßgeblich beeinträchtigt ist.  

Auch wenn direkte Rückschlüsse von der MHK auf die Gebrauchskonzentration nur 
mit großen Einschränkungen zulässig sind (siehe Abschnitt 5.1.5), so kann davon ausge-
gangen werden, dass der Desinfektionserfolg beeinträchtigt ist, wenn sich die MHK und 
die vom Hersteller angegebene Gebrauchskonzentration in derselben Größenordnung be-
finden [18, 70]. Das Überschreiten der Gebrauchskonzentration durch die MHK im Fall 
des glutaraldehydhaltigen Desinfektionsmittels Permanent neu® lässt eine ausreichende 
Wirkung dieses als unwahrscheinlich erscheinen. In Anbetracht der stark temperaturab-
hängigen Wirkung von Glutaraldehyd ist bei den niedrigen Temperaturen in der Stallum-
gebung noch eine signifikant schlechtere Wirksamkeit dieses Desinfektionsmittels zu er-
warten [12, 48]. Aber auch die Wirksamkeit des peressigsäurehaltigem Desinfektionsmit-
tels Wofasteril® E400 unter den Bedingungen der Tierhaltung kann angezweifelt werden, 
da z.B. an Oberflächen adhäsierte E. coli bis zu 20-mal unempfindlicher gegen Peressig-
säure sind als ihre planktonischen Äquivalente [43]. 

Für mindestens zwei der drei untersuchten Desinfektionsmittel bedeutet das, dass die 
Gebrauchskonzentration für eine sichere Anwendung unter den schwierigen Bedingungen 
in der Tierhaltung sehr gering oder gar zu gering gewählt ist. Bereits bei kleineren Abwei-
chungen von den optimalen Laborbedingungen, wie sie in der Stallumgebung zu erwarten 
sind, kann die Desinfektion nicht mehr ausreichend ihrer Funktion der Senkung des Infek-
tionsdrucks nachkommen, was sich unmittelbar negativ auf die Herdenproduktivität aus-
wirken kann. Auch wenn eine Resistenzentwicklung von Enterococcus spp. und E. coli 
den vorliegenden Untersuchungsergebnissen zufolge nicht unmittelbar zu erwarten ist, so 
kann dies bei anderen Mikroorganismen durchaus befürchtet werden. So gibt es etwa Be-
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richte über Mykobakterien aus der Krankenhausumgebung, welche eine hochgradige Glu-
taraldehydresistenz erworben haben [100]. Dies ist eine Entwicklung, die sich in der Tier-
haltung durchaus wiederholen könnte.  

Da die Resistenzentwicklung bei Bakterien auf spezifischen statt generischen Resis-
tenzmechanismen der unterschiedlichen Bakterienspezies beruht [79], darf aus den gewon-
nenen Erkenntnissen keine allgemeingültige Aussage abgeleitet werden. Anhand der 
durchgeführten Untersuchungen kann jedoch gesagt werden, dass von den untersuchten 
Desinfektionsmitteln das ameisensäurehaltige Präparat Organosept neu® die größte Sicher-
heit bei der Anwendung, auch bei Abweichungen von den Idealbedingungen, bietet. Kon-
zentrationserhöhungen von Desinfektionsmitteln sind, im Gegensatz zu einer Antibiotika-
verwendung, welche durch den Wirtsorganismus strikt limitiert wird [32], grundsätzlich 
möglich. Jedoch sind diese untrennbar mit den Nachteilen einer steigenden toxikologi-
schen Bedeutung, einer zunehmenden Umweltbelastung und höheren Kosten verbunden 
[146]. 

Insbesondere da es sich bei den untersuchten Desinfektionsmitteln um DVG-geprüfte 
Präparate handelt, welche nach den derzeit international strengsten Bedingungen getestet 
werden und die eine sichere Anwendung gewährleisten sollten, ist natürlich auch die Opti-
on in Betracht zu ziehen, dass eine bereits erfolgte Resistenzentwicklung für die im Ver-
hältnis zur Gebrauchskonzentration hohen MHK-Werte der beiden Desinfektionsmittel 
Wofasteril® E400 und Permanent neu® verantwortlich ist. Ähnlich wie Berichte über eine 
hohe Prävalenz von Bakterienisolaten aus Tierhaltungen mit einer verminderten Chlor-
hexidinempfindlichkeit existieren [82, 84], könnte dies auch bei diesen beiden Desinfekti-
onsmitteln der Fall sein. Die MHK-Differenz innerhalb der Enterococcus-Gruppe bei dem 
glutaraldehydhaltigem Desinfektionsmittel Permanent neu® zwischen dem Referenzstamm 
und den Feldisolaten könnte ein Indiz dafür sein. Wobei sich jedoch diese Beobachtung 
weder bei den beiden E. coli-Gruppen noch bei dem Desinfektionsmittel Wofasteril® E400 
wiederholt hat. 

Ein weiterer schlecht einschätzbarer Einflussfaktor auf den Desinfektionserfolg in der 
Tierhaltung sind die Auswirkungen der vorausgegangenen Reinigung. So postulieren 
Holah et al. (1998), dass die chemischen und mechanischen Einflüsse der Reinigung eine 
synergistische Wirkung auf die Desinfektion haben, welche durch eine Vorschädigung der 
Bakterien entsteht und eine höhere bakterielle Empfindlichkeit bedingt, im Gegensatz zu 
den hoch vitalen Teststämmen, welche bei Versuchen im Labor Verwendung finden [69, 
146].  

Die unmittelbar aufeinanderfolgende zehnmalige Exposition von Mikroorganismen an 
subinhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentrationen ist unter den Bedingungen der 
Tierhaltung nur bei wenigen speziellen Anwendungen, wie z.B. dem Zitzendippen oder der 
Stiefeldesinfektion, zu befürchten. Unter anderem deshalb ist grundsätzlich die Verwen-
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dung reaktiver Desinfektionsmitteln vorzuziehen, da sie im Gegensatz zu stabileren Wirk-
stoffen nach der Anwendung nicht so lange als Rückstände unterhalb der Gebrauchskon-
zentration in der Umwelt verbleiben, was das Risiko einer Resistenzinduktion senkt [34]. 
Von den in dieser Studie untersuchten Desinfektionsmitteln, würde das Präparat Wofaste-
ril® E400, mit Peressigsäure als hoch reaktiven Wirkstoff, dieser Anforderung am besten 
entsprechen.  

Auch wenn es Desinfektionsmittel gibt, für welche eine Entwicklung von Resistenzen 
und teilweise auch von Kreuzresistenzen gegen dritte Substanzen, wie Antibiotika, nach-
gewiesen werden konnte [5, 79, 81], so ist deren Bedeutung für ihre praktische Verwen-
dung doch umstritten. Neben einer Reihe von Autoren, welche die Gefahr einer Resistenz-
selektion durch den Einsatz von Desinfektionsmitteln für realistisch halten [92], gibt es 
auch Gegenmeinungen. So haben Gilbert et al. (2002) die Hypothese aufgestellt, dass unter 
den Mikroorganismen neben der natürlichen Konkurrenz u.a. um Nährstoffangebot oder 
Platz, der Evolutionsvorteil durch den Erwerb von Desinfektionsmittelresistenzen in den 
Hintergrund tritt [34]. Nicht nur damit wird angezweifelt, welcher Stellenwert der Resis-
tenzentwicklung zugemessen werden darf. Denn keinesfalls sind durch den Menschen ein-
gesetzte antimikrobielle Substanzen alleinige Verursacher eines Selektionsdruckes, son-
dern auch natürlich vorkommende Substanzen wie Chili oder Senf können ebenfalls Resis-
tenzen und sogar Kreuzresistenzen gegen Antibiotika induzieren [34]. Ebenso wurden 
Antibiotikaresistenzen gegen teilweise hochmoderne antibiotische Wirkstoffe bei Bakteri-
en beobachtet, welche definitiv nie einem Antibiotikakontakt ausgesetzt waren [143, 148]. 
Jedoch ist zu berücksichtigen, dass gezeigt werden konnte, dass Desinfektionsmittelresis-
tenzgene, insbesondere gegen quaternäre Ammoniumverbindungen oder Chlorhexidin, auf 
denselben mobilen genetischen Elementen, wie z.B. Plasmiden, lokalisiert sein können auf 
denen auch Resistenzgene für wichtige Antibiotikawirkstoffgruppen liegen [145]. In diesen 
Fällen kann der Einsatz dieser Desinfektionsmittel in der Tierhaltung oder der Lebensmit-
telkette zu einer Co-Selektion dieser antibiotikaresistenten Keime führen.  

Der Desinfektion kommt jedoch nach wie vor eine überragende Rolle sowohl bei der 
Infektionsprophylaxe als auch im Seuchenfall zu [68]. Dabei ist sie auch ein wichtiges Mit-
tel bei der Bekämpfung pathogener oder auch multiresistenter Mikroorganismen. Die im-
manente Gefahr durch den Einsatz von Desinfektionsmitteln Resistenzen gegen diese aus-
zulösen, darf dabei jedoch nicht vernachlässigt werden, so dass auf eine gewissenhafte 
Durchführung und einen verantwortungsbewussten Umgang mit den verschiedenen Wirk-
stoffen der Desinfektion hingewiesen werden muss [65, 68]. Unter den schwierigen Bedin-
gungen der Tierhaltung (siehe Abschnitt 2.1.3) kann ein unzureichender Desinfektionser-
folg, neben einer fehlerhaften Durchführung der Desinfektion, grundsätzlich auch das Re-
sultat einer Resistenzentwicklung gegen das eingesetzte Präparat sein [18]. 
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6. Zusammenfassung 

Im Rahmen der Infektionsprophylaxe und der Bekämpfung von Krankheitsausbrüchen 
werden in der Tierhaltung jährlich enorme Mengen von Desinfektionsmitteln eingesetzt. 
Da es nicht nur in der Humanmedizin eine wachsende Anzahl von Berichten über Desin-
fektionsmittelresistenzen gegen bestimmte Wirkstoffe gibt, welche zudem teilweise mit 
Antibiotikaresistenzen einhergehen, gilt diese Befürchtung auch für den Einsatz von Des-
infektionsmitteln in der Tierhaltung. Im Fokus der durchgeführten Untersuchungen stand 
somit die Frage, inwieweit subinhibitorische Konzentrationen von Desinfektionsmitteln, 
wie sie durch zahlreiche beeinträchtigende Faktoren in der Tierhaltung entstehen können, 
zu einer Induktion von Resistenzen gegen diese bzw. zu einer Co-Induktion von Antibioti-
karesistenzen führen können. 

Um dieser Frage nachzugehen, wurde die minimale Hemmkonzentration (MHK) von 
drei typischerweise in der Tierhaltung eingesetzten Desinfektionsmitteln (Peressigsäure, 
Glutaraldehyd und Ameisensäure) von Escherichia coli als gramnegative und Enterococ-
cus spp. als grampositive, ubiquitäre Bakterien aus Nutztierhaltungen, bestimmt. Dies er-
folgte im Doppelansatz nach den DVG-Richtlinien der Desinfektionsmittelprüfung sowohl 
bei den jeweiligen Referenzstämmen als auch bei je neun Feldisolaten aus Nutztierhaltun-
gen jeder Gruppe. Zudem wurden ESBL-bildende und ESBL-negative E. coli im Vergleich 
untersucht, um die Auswirkungen bereits vorhandener Antibiotikaresistenzgene auf eine 
Desinfektionsmittelresistenz bei E. coli einschätzen zu können.  

Nachdem alle Testkeime zehnmalig subinhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentra-
tionen ausgesetzt wurden, wurde eine erneute MHK-Bestimmung durchgeführt um zu er-
mitteln, inwieweit sich diese verändert hat. Nach anschließend durchgeführten Stabilitäts-
passagen ohne Desinfektionsmittelzusatz wurde wieder anhand der MHK bestimmt, wie 
stabil die beobachteten Sensibilitätsveränderungen gegen die Desinfektionsmittel waren. 

 Es wurden ausschließlich temporäre Toleranzerhöhungen, welche nie mehr als eine 
MHK-Stufe umfassten induziert, was auf ein verhältnismäßig geringes Resistenzrisiko bei 
dem Einsatz der untersuchten Desinfektionsmittel hindeutet. Im Gegensatz dazu konnte 
jedoch ein Konvergieren bzw. sogar zeitweises Überschreiten der MHK im Vergleich zu 
den vorgeschriebenen Gebrauchskonzentrationen bei zwei von drei getesteten Desinfekti-
onsmitteln beobachtet werden. Im letzteren Fall kann man von der Induktion einer instabi-
len Resistenz sprechen, welche bei dem glutaraldehydhaltigem Desinfektionsmittel Perma-
nent neu® bei mehreren Enterococcus-Isolaten beobachtet wurde. Durch die Erhöhung der 
MHK unter den idealen Bedingungen im Labor kann man darauf schließen, dass es unter 
den schwierigeren Gegebenheiten in der Stallumgebung vermutlich ebenfalls schnell zu 
einer Beeinträchtigung des Desinfektionserfolgs kommen kann. Zudem ist bemerkenswert, 
dass in den Versuchen mit dem glutaraldehydhaltigem Präparat die Enterococcus-
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Feldisolate eine höhere Toleranz gegen den Wirkstoff zeigten als der entsprechende Ente-
rococcus-Referenzstamm aus der Desinfektionsmittelprüfung. 

Das äquivalente Verhalten der ESBL-negativen und der ESBL-bildenden E. coli zeigt, 
dass zumindest das Vorhandensein dieser multiplen Resistenzen gegen β-Laktamanti-
biotika bei E. coli keinen Wirkungsverlust der untersuchten Desinfektionsmittel (Peressig-
säure, Glutaraldehyd und Ameisensäure) erwarten lassen.  

Um einen Einfluss der veränderten MHK der Desinfektionsmittel auf die Antibiotika-
empfindlichkeit der Bakterien zu untersuchen, wurde vor und nach den Passagen mit sub-
inhibitorischen Desinfektionsmittelkonzentrationen mit ausgewählten Vertretern der ein-
zelnen Testkeimgruppen zudem ein Agardiffusionstest mit jeweils zwölf verschiedenen 
antibiotischen Wirkstoffen durchgeführt. Dabei konnten jedoch in keinem Fall Hinweise 
gefunden werden, die auf eine Korrelation zwischen den beobachteten MHK-Erhöhungen 
der Desinfektionsmittel und einem Sensibilitätsverlust der untersuchten Antibiotika hinge-
deutet hätten. Jedoch fiel auf, dass die Feldisolate der einzelnen Bakteriengruppen stets 
mehr Resistenzen gegen die untersuchten antibiotischen Wirkstoffe aufwiesen als die ent-
sprechenden Referenzstämme.  

Da die Ausbildung von Resistenzen der einzelnen Bakterienspezies wahrscheinlich auf 
spezifischen statt auf generischen Resistenzmechanismen basiert, kann man aus den 
durchgeführten Untersuchungen lediglich schließen, dass eine Induktion stabiler oder 
hochgradiger Resistenzen der untersuchten Keimgruppen gegen die getesteten Desinfekti-
onsmittel Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure in der Stallumgebung eher un-
wahrscheinlich ist. Jedoch kann dies nicht völlig ausgeschlossen werden, da es möglich ist, 
dass sich dies bei einem anderen Versuchsaufbau anders darstellen würde. 

In Anbetracht der teilweise sehr geringen Sicherheitsspannen der Präparate ist ein Ver-
sagen der Desinfektion unter den schwierigen Bedingungen in der Tierhaltung jedoch ein 
realistisches Szenario. Somit bleibt die Wichtigkeit eines fehlerfreien und verantwortungs-
bewussten Desinfektionsmitteleinsatzes hervorzuheben.  
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7. Summary 

Induction of resistances against disinfectants and co-induction of antibiotic 

resistances in Escherichia coli and Enterococcus spp. from livestock hus-

bandry 

For infection prophylaxis and to fight outbreaks of diseases animal husbandry utilizes 
enormous amounts of disinfectants each year. Not only humane medicine finds itself con-
fronted with a growing number of reports about resistances against specific disinfectant 
agents, which additionally are partially accompanied by resistances against antibiotics. 
This apprehension is shared as well by disinfectant use in animal husbandry. Focus of this 
thesis was therefore to research to what extent subinhibitory concentrations of disinfect-
ants, which are likely to be caused by numerous interfering factors in animal husbandry, 
will lead to the induction of resistances against those agents, or co-induction of resistances 
against antibiotics. 

To research this question the minimum inhibition concentration (MIC) of three typical 
disinfectants used in animal husbandry (peracetic acid, glutaraldehyde and formic acid) of 
Escherichia coli as gram-negative and Enterococcus spp. as gram-positive ubiquitous bac-
teria found in livestock husbandry was determined. Duplicate measurement following 
DVG guidelines for disinfectant review was employed for both the corresponding refer-
ence microbial strains and the nine field isolates from livestock husbandry of each group. 
Additionally, for comparison, ESBL-producing and ESBL-negative E. coli were tested to 
research the influence of preexisting resistance genes against antibiotics on resistances of 
E. coli against disinfectants. 

After all tested germs had been exposed ten times to subinhibitory concentrations of 
disinfectants a second MIC determination was conducted in order to find out how the MIC 
changed. After a following period of unexhibited growth the MIC was again determined in 
order to find out the stability of the observed change in sensibility.  

Only temporary changes in levels of tolerance were observed, never amounting to 
more than one MIC level, which suggests a relatively low risk of inducing resistances 
against the researched disinfectants. Contrary to that a convergence, respectively a tempo-
rary transgression of the MIC in comparison to the concentrations ready to use for two of 
the three disinfectants was observed. The latter case can be labeled as an induction of an 
instable resistance, which was observed using the glutaraldehyde based disinfectant Per-
manent neu® for several Enterococcus isolates. By aligning the MIC to the concentrations 
ready to use under ideal laboratory conditions it can be deducted that under the harsh con-
ditions of a barn environment disinfectant effectivity will presumably quickly deteriorate. 
Additionally, it is alarming that in the experiments using the glutaraldehyde based disin-
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fectant the Enterococcus field isolates showed a higher tolerance against that agent than 
the corresponding Enterococcus reference strain from disinfectant review. 

The equivalent behavior of ESBL-negative and ESBL-producing E. coli shows that at 
least the existence of multiresistances against β-lactam antibiotics in E. coli will not lead to 
reduced sensibility against disinfectants (peracetic acid, glutaraldehyde, formic acid).  

To analyze the influence of the changed MIC of the disinfectants on antibiotic sensibil-
ity of the bacteria an additional agar diffusion test with twelve different antibiotic agents 
was made before and after each exhibition of selected test germs to subinhibitory concen-
trations of disinfectants. In doing so no indication of a correlation between the observed 
rise of the MIC of the disinfectants and a loss of sensibility against the tested antibiotics 
was found. Nonetheless, it was noticed that the field isolates of the different groups of bac-
teria always showed a higher resistance against the tested antibiotic agents than the corre-
sponding reference strains. 

Since the development of resistances of the different species of bacteria is most likely 
based on specific rather than generic resistance mechanisms, it can only be deduced from 
the conducted research that an induction of stable or highly effective resistances against the 
disinfectants peracetic acid, glutaraldehyde and formic acid in the researched group of test 
germs is unlikely in a barn environment. Such a development of a resistance can still not 
be completely ruled out since it is deemed possible that a different setup of the experiment 
might lead to a different conclusion. 

In consideration of the partially rather small safety margins of the products used in this 
thesis a failure of disinfection under the difficult conditions in animal husbandry is a realis-
tic danger. Therefore, the importance of a correct and responsible application of disinfect-
ants should be especially noted.  
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9. Anhang 

Tabelle 22: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Permanent Neu®  

 MHK vor Passagen MHK nach Passagen mit Glutaraldehyd 
Referenz 1,00% 1,00% 1,00% 
1 1,00% 1,00% 1,00% 
2 1,00% 1,00% 1,00% 
3 1,00% 1,00% 1,00% 
4 1,00% 1,00% 1,00% 
5 1,00% 1,00% 1,00% 
6 1,00% 1,00% 1,00% 
7 1,00% 1,00% 1,00% 
8 1,00% 1,00% 1,00% 
9 1,00% 1,00% 1,00% 

Tabelle 23: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Perma-
nent Neu®  

 MHK vor Passagen MHK nach Passagen mit Glutaraldehyd 
Referenz 1,00% 1,00% 1,00% 
1 1,00% 1,00% 1,00% 
2 1,00% 1,00% 1,00% 
3 1,00% 1,00% 1,00% 
4 1,00% 1,00% 1,00% 
5 1,00% 1,00% 1,00% 
6 1,00% 1,00% 1,00% 
7 1,00% 1,00% 1,00% 
8 1,00% 1,00% 1,00% 
9 1,00% 1,00% 1,00% 

Tabelle 24: MHK der E. coli im Verlauf der Passagen mit Organosept Neu®  

 MHK vor Passagen MHK nach Passagen mit Ameisensäure 
Referenz 0,25% 0,25% 0,25% 
1 0,25% 0,25% 0,25% 
2 0,25% 0,25% 0,25% 
3 0,25% 0,25% 0,25% 
4 0,25% 0,25% 0,25% 
5 0,25% 0,25% 0,25% 
6 0,25% 0,25% 0,25% 
7 0,25% 0,25% 0,25% 
8 0,25% 0,25% 0,25% 
9 0,25% 0,25% 0,25% 
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Tabelle 25: MHK der ESBL-bildenden E. coli im Verlauf der Passagen mit Organo-
sept Neu®  

 MHK vor Passagen MHK nach Passagen mit Ameisensäure 
Referenz 0,25% 0,25% 0,25% 
1 0,25% 0,25% 0,25% 
2 0,25% 0,25% 0,25% 
3 0,25% 0,25% 0,25% 
4 0,25% 0,25% 0,25% 
5 0,25% 0,25% 0,25% 
6 0,25% 0,25% 0,25% 
7 0,25% 0,25% 0,25% 
8 0,25% 0,25% 0,25% 
9 0,25% 0,25% 0,25% 

Tabelle 26: Hemmhofdurchmesser für den zur Kontrolle des Agardiffusionstests mit-
geführten S. aureus ATCC 25923 

Antibiotikum akzeptable Spanne 
HHD in mm S. aureus 
ATCC 25923 

ermittelte HHD in mm S. aureus 
ATCC 25923 

AMC 28-36 36 36 
AMP 27-35 35 35 
B  13 14 
C 19-26 26 24 
ENR 27-31 30 28 
E 22-30 27 25 
CN 19-27 26 26 
SXT 24-32 32 29 
TEC  18 18 
TE 24-30 30 27 
VA 17-21 20 19 
CT   6 6 
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Tabelle 27: Hemmhofdurchmesser für den zur Kontrolle des Agardiffusionstests mit-
geführten E. coli ATCC 25922 

Antibiotikum akzeptable Spanne 
HHD in mm E. coli 
ATCC 25922 

ermittelte HHD in mm in E. coli ATCC 25922 

AMP 16-22 16 17 16 16 
CTX  34 34 32 32 
C 21-27 26 27 27 26 
CIP  38 37 35 35 
CT  15 15 14 14 
ENR 32-40 34 35 33 33 
CN 19-26 22 22 20 21 
NA  25 25 24 25 
S  16 16 16 16 
SXT 23-29 28 27 27 28 
TE 18-25 25 25 24 24 
B   6 6 6 6 
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Tabelle 28: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. faecium DSM 2918 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm von E. faecium DSM 2918 vor und nach den Passa-
gen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMC 28 21-27 20 DIN 30 31 31 31 31 31 30 30 

AMP 17 - 16 CLSI 25 27 26 27 25 26 26 27 

B     Keine 17 17 17 16 17 17 16 16 

C 18 13-17 12 CLSI 26 25 26 26 27 26 26 26 

ENR     Keine 18 18 18 18 18 18 18 18 

E 23 14-22 13 CLSI 21 21 21 21 21 21 20 21 

CN 21 15-20 14 DIN 19 19 19 18 18 18 19 19 

SXT 16 11-15 10 DIN 28 27 27 27 27 27 28 28 

TEC 14 11-13 10 CLSI 18 18 17 18 18 18 18 18 

TE 19 15-18 14 CLSI 30 30 30 30 31 30 31 31 

VA 17 15-16 14 CLSI 23 22 22 22 23 22 22 22 

CT  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 29: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. hirae (Bestand 2) vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm von E. hirae (Bestand 2) vor und nach den Passagen 
mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMC 28 21-27 20 DIN 33 34 33 33 33 33 34 34 

AMP 17 - 16 CLSI 27 28 27 28 28 28 27 28 

B     Keine 21 21 22 22 21 21 21 21 

C 18 13-17 12 CLSI 26 24 26 25 26 26 25 26 

ENR     Keine 25 25 25 26 26 26 25 25 

E 23 14-22 13 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

CN 21 15-20 14 DIN 15 13 15 14 15 14 15 14 

SXT 16 11-15 10 DIN 30 30 30 30 31 30 30 30 

TEC 14 11-13 10 CLSI 21 21 20 21 20 20 21 20 

TE 19 15-18 14 CLSI 11 12 12 12 10 11 11 12 

VA 17 15-16 14 CLSI 22 21 22 21 22 22 21 22 

CT  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 30: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. faecium (Bestand 9) vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm von E. faecium (Bestand 9) vor und nach den Passa-
gen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMC 28 21-27 20 DIN 27 27 26 27 27 27 27 27 

AMP 17 - 16 CLSI 24 24 23 23 23 24 23 24 

B     Keine 11 11 11 12 12 11 11 11 

C 18 13-17 12 CLSI 27 26 26 26 27 27 26 26 

ENR     Keine 20 19 20 20 20 20 20 20 

E 23 14-22 13 CLSI 11 12 12 12 11 12 11 12 

CN 21 15-20 14 DIN 16 16 16 16 17 16 16 16 

SXT 16 11-15 10 DIN 24 25 25 24 24 24 25 25 

TEC 14 11-13 10 CLSI 19 18 19 18 19 18 19 18 

TE 19 15-18 14 CLSI 32 30 31 30 31 30 31 29 

VA 17 15-16 14 CLSI 23 23 23 22 23 23 23 22 

CT  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 31: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli DSM 682 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm von E. coli DSM 682 vor und nach den Passagen mit 
Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 21 21 22 22 22 21 22 22 

CTX 26 23-25 22 CLSI 37 38 38 37 37 37 37 37 

C 18 13-17 12 CLSI 30 30 30 30 30 30 30 30 

CIP 21 16-20 15 CLSI 39 38 39 39 38 38 38 38 

CT     Keine 15 15 15 15 15 15 15 15 

ENR     Keine 35 35 35 35 35 35 35 35 

CN 15 13-14 12 CLSI 21 21 22 21 22 22 21 22 

NA 19 14-18 13 CLSI 29 29 30 30 29 29 29 29 

S 15 12-14 11 CLSI 18 18 19 19 18 18 18 19 

SXT 16 11-15 10 CLSI 31 31 31 32 32 31 31 31 

TE 15 12-14 11 CLSI 25 25 25 26 26 25 26 26 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 32: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli aus Bestand 1 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm E. coli (Bestand 1) vor und nach den Passagen mit 
Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

CTX 26 23-25 22 CLSI 33 33 34 34 33 33 33 33 

C 18 13-17 12 CLSI 24 24 24 24 25 25 25 24 

CIP 21 16-20 15 CLSI 36 37 37 36 37 37 37 37 

CT     Keine 13 14 14 14 14 14 13 13 

ENR     Keine 30 30 31 30 31 31 30 31 

CN 15 13-14 12 CLSI 21 21 21 21 21 21 21 21 

NA 19 14-18 13 CLSI 25 25 26 26 26 25 25 25 

S 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

SXT 16 11-15 10 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

TE 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 33: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz von E. coli aus Bestand 2 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm E. coli (Bestand 2) vor und nach den Passagen mit 
Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 18 18 17 18 17 17 17 17 

CTX 26 23-25 22 CLSI 33 33 32 32 32 32 32 33 

C 18 13-17 12 CLSI 24 24 24 24 23 24 23 23 

CIP 21 16-20 15 CLSI 35 34 35 35 35 35 35 34 

CT     Keine 13 13 13 14 14 14 14 14 

ENR     Keine 31 31 31 31 31 31 31 31 

CN 15 13-14 12 CLSI 21 20 21 21 21 21 21 20 

NA 19 14-18 13 CLSI 25 25 25 24 25 25 24 25 

S 15 12-14 11 CLSI 10 10 11 10 11 11 10 10 

SXT 16 11-15 10 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

TE 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 34: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli 09E915 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm ESBL-bildender E. coli 09E915 vor und nach den 
Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

CTX 26 23-25 22 CLSI 20 19 19 20 20 20 20 20 

C 18 13-17 12 CLSI 23 22 23 23 23 22 23 23 

CIP 21 16-20 15 CLSI 32 32 32 33 32 32 33 33 

CT     Keine 13 13 13 13 13 13 13 13 

ENR     Keine 31 30 30 31 30 31 31 31 

CN 15 13-14 12 CLSI 19 20 20 19 19 19 20 19 

NA 19 14-18 13 CLSI 25 24 24 25 25 24 25 25 

S 15 12-14 11 CLSI 14 14 14 14 14 14 13 14 

SXT 16 11-15 10 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

TE 15 12-14 11 CLSI 24 24 24 24 24 24 23 24 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 35: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli aus Bestand 1 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm ESBL-bildender E. coli Bestand 1 vor und nach den 
Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

CTX 26 23-25 22 CLSI 13 13 12 13 12 13 12 12 

C 18 13-17 12 CLSI 25 26 25 25 25 25 25 25 

CIP 21 16-20 15 CLSI 32 32 33 33 32 32 33 33 

CT     Keine 13 13 13 13 13 13 13 13 

ENR     Keine 29 29 28 29 28 29 29 29 

CN 15 13-14 12 CLSI 20 20 20 20 20 20 20 20 

NA 19 14-18 13 CLSI 23 22 22 22 22 22 22 23 

S 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

SXT 16 11-15 10 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

TE 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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Tabelle 36: Hemmhofdurchmessergrößen im Doppelansatz des ESBL-bildenden E. coli aus Bestand 2 vor und nach den Passagen 

Antibiotikum Hemmhofdurchmesser in mm Richtlinie Hemmhofdurchmesser in mm ESBL-bildender E. coli Bestand 2 vor und nach den 
Passagen mit Peressigsäure, Glutaraldehyd und Ameisensäure 

 sensibel 
(≥) 

intermediär resistent 
(≤) 

 unpassagierter Stamm nach Peressigsäure nach Glutaraldehyd nach Ameisensäure 

AMP 17 14-16 13 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

CTX 26 23-25 22 CLSI 12 11 11 11 11 12 11 11 

C 18 13-17 12 CLSI 21 22 22 22 22 22 22 22 

CIP 21 16-20 15 CLSI 32 32 32 32 33 33 32 32 

CT     Keine 13 13 13 13 13 13 13 13 

ENR     Keine 29 30 30 30 30 30 30 30 

CN 15 13-14 12 CLSI 19 20 20 20 19 19 20 19 

NA 19 14-18 13 CLSI 22 21 22 22 22 22 21 21 

S 15 12-14 11 CLSI 7 7 7 7 7 7 7 7 

SXT 16 11-15 10 CLSI 27 28 27 27 27 28 27 27 

TE 15 12-14 11 CLSI 6 6 6 6 6 6 6 6 

B  Negativkontrolle  6 6 6 6 6 6 6 6 
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