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Résumé 
 
Staphylococcus aureus est une bactérie commensale de l’Homme au niveau de la peau et des 
muqueuses, et dont la niche principale de colonisation est la fosse nasale. Le portage 
asymptomatique est une étape déterminante du processus de diffusion de cette bactérie et a 
également été décrit comme facteur de risque notable d’infection subséquente. De plus, la 
dissémination des souches de S. aureus résistantes à la méticilline (SARM) est un problème 
dans les établissements de soins et occasionne une augmentation des taux de morbidité et de 
mortalité, ainsi que des coûts associés aux soins. 
L’objectif de cette thèse était d’étudier l’histoire naturelle de la colonisation nasale par 
S. aureus, en particulier l’impact de l’utilisation des antibiotiques sur l’acquisition et la 
persistance de SARM ou de S. aureus sensible à la méticilline (SASM). Ce travail s’est appuyé 
sur les données issues d’une cohorte prospective multicentrique incluant des patients 
hospitalisés dans des centres de médecine physique et réadaptation et non colonisés par 
S. aureus à l’admission. 
Dans une première partie, les facteurs de risque d’acquisition de SARM et de SASM ont été 
examinés à l’aide d’une analyse cas-cas-témoins nichée. L’utilisation de fluoroquinolones, le 
sexe masculin et une plus grande intensité des soins à l’admission étaient significativement 
associés à l’acquisition de SARM, tandis que l’aide à la toilette et l’utilisation d’un dispositif 
urinaire étaient significativement associées à l’acquisition de SASM. Ces résultats suggèrent 
que l’utilisation de fluoroquinolones pourrait spécifiquement favoriser l’acquisition de SARM 
et confirment l’importance de la transmission interindividuelle comme déterminant de la 
diffusion de S. aureus quel que soit le phénotype de résistance. 
Dans une deuxième partie, les facteurs pouvant influencer la perte de colonisation ont été 
examinés à l’aide de modèles de Cox à fragilité partagée et les durées de colonisation par 
SARM et par SASM ont été estimées par la méthode de Kaplan-Meier. L’utilisation de 
fluoroquinolones et la présence de plaie(s) positive(s) pour une souche différente de celle du nez 
étaient significativement associées à la décolonisation de SASM, mais pas de SARM. De plus, 
le phénotype de résistance à la méticilline n’était pas associé à la durée de colonisation par 
S. aureus, les durées médianes estimées de colonisation par SARM et par SASM étant 
respectivement de trois et deux semaines. Ces résultats suggèrent que le coût biologique de la 
résistance à la méticilline pourrait être limité en population. 
Ce travail de thèse offre un nouvel éclairage sur l’histoire naturelle de la colonisation nasale par 
S. aureus, en discriminant les facteurs relatifs à la forme résistante et à la forme sensible de la 
bactérie. En particulier, ces résultats montrent un impact différentiel des fluoroquinolones sur 
l’acquisition et la persistance de SARM ou de SASM, pouvant avoir d’importantes implications 
pour les politiques de contrôle des infections et les soins des patients. 
 
Mots-clés : S. aureus ; SARM ; SASM ; fluoroquinolone ; résistance bactérienne ; colonisation ; 
analyse cas-cas-témoins ; décolonisation ; modèle de Cox à fragilité partagée ; centre de 
médecine physique et réadaptation. 
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Abstract 
 
Staphylococcus aureus is a commensal bacterium colonizing the human skin and mucous 
membranes, especially the anterior nares. Asymptomatic carriage is a crucial step in the 
bacterial dissemination process and has also been described as a significant risk factor for 
subsequent infection. Moreover, methicillin-resistant S. aureus (MRSA) spread is a problem in 
healthcare settings and leads to higher morbidity and mortality rates, as well as higher hospital 
costs. 
The objective of this research work was to study the natural history of nasal S. aureus 
colonization, particularly the impact of antibiotic use on MRSA or methicillin-sensitive 
S. aureus (MSSA) acquisition and persistence. This work was based on data provided by a 
prospective multicenter cohort including patients hospitalized in long-term-care facilities and 
not colonized with S. aureus at admission. 
In a first part, risk factors for MRSA or MSSA acquisition were investigated using a nested 
case-case-control analysis. Fluoroquinolone use, male sex and more intensive care at admission 
were significantly associated with MRSA acquisition, while body-washing assistance and use of 
a urination device were significantly associated with MSSA acquisition. These results suggest 
that fluoroquinolone use may favor specifically MRSA acquisition and confirm the importance 
of cross-transmission as a determinant of S. aureus spread regardless of resistance phenotype. 
In a second part, factors influencing the time to loss of colonization were investigated using 
shared-frailty Cox models and MRSA or MSSA colonization durations were estimated using the 
Kaplan-Meier method. Fluoroquinolone use and the presence of wound(s) positive for a non-
nasal strain were significantly associated with MSSA decolonization, but not with MRSA 
decolonization. Furthermore, the methicillin resistance phenotype was not associated with 
S. aureus colonization duration, and estimated median time to MRSA or MSSA decolonization 
was three or two weeks respectively. These results suggest that the biological cost associated 
with methicillin-resistance might be limited in the human population. 
This work provides new insights into the natural history of nasal S. aureus colonization, 
discriminating factors for the methicillin-resistant or -sensitive phenotypes of the bacteria. In 
particular, these results strongly suggest a distinct impact of fluoroquinolones on MRSA or 
MSSA acquisition and persistence, which may have important implications for infection control 
policies and patient care. 
 
Keywords: S. aureus; MRSA; MSSA; fluoroquinolone; bacterial resistance; colonization; case-
case-control analysis; decolonization; shared-frailty Cox model; long-term-care facility. 
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Chapitre 1. Introduction 
 
Ce premier chapitre présente la problématique de ce mémoire, les objectifs des travaux réalisés, 
ainsi que la cohorte ASAR sur laquelle s’est appuyée cette thèse. 
 
1.1 Problématique 
 
Staphylococcus aureus est une bactérie d’intérêt majeur en raison de sa capacité à causer un 
large éventail d’infections et de son aptitude à s’adapter à différentes conditions 
environnementales [1, 2]. Elle présente de nombreuses résistances vis-à-vis des antibiotiques. 
Les souches résistantes à la méticilline sont notamment responsables d’infections nosocomiales 
et engendrent une augmentation des coûts associés aux soins [3]. 
 
Les premières souches de S. aureus résistantes à la pénicilline (résistance induite par la 
production d’une pénicillinase) ont été identifiées quelques années après l’introduction de la 
pénicilline en thérapeutique humaine [4, 5] puis ont rapidement diffusé en communauté. A la fin 
des années 1960, environ 80% des souches de S. aureus étaient résistantes à la pénicilline [6]. A 
l’heure actuelle, plus de 90% des souches de S. aureus produisent une pénicillinase. 
 
La méticilline, première pénicilline semi synthétique non sensible aux pénicillinases, a été 
commercialisée en 1961. Au cours de la même année, la première souche résistante à cet 
antibiotique a été isolée en Angleterre [7]. Pendant près de 30 ans, les infections à S. aureus 
résistant à la méticilline (SARM) ont été quasiment exclusivement restreintes aux 
établissements de soins. A partir des années 1990, des épidémies d’infections à SARM ont été 
reportées chez des individus, notamment jeunes, ne présentant aucun lien avec des 
établissements de santé. Des épidémies ont également été décrites dans des prisons, des équipes 
sportives ou dans l’armée [8]. Bien que la diffusion des souches de SARM communautaires soit 
mondiale, la prévalence est hétérogène. Aux États-Unis, les SARM communautaires constituent 
une cause importante d’infections de la peau et des tissus mous [9]. Environ 30% des souches 
de SARM isolées de patients hospitalisés aux États-Unis sont des SARM communautaires, 
proportion pouvant atteindre 60% parmi les souches cutanées traitées en urgence [10, 11]. En 
Europe, la prévalence des SARM communautaires, bien que les estimations varient d’un pays à 
l’autre, est encore relativement faible [12, 13]. Si des épidémies communautaires ont été 
rapportées en Europe, la situation est plus préoccupante aux États-Unis où certains clones de 
SARM communautaires sont localement endémiques. C’est le cas du groupe clonal USA300 
dans 38 états américains [14].  
 
La résistance à la méticilline ayant restreint le spectre des antibiotiques actifs contre S. aureus, 
le traitement le plus souvent utilisé à l’heure actuelle pour traiter les infections à SARM repose 
sur les glycopeptides, en particulier la vancomycine. Cette dernière est utilisée depuis 1956 et la 
première souche de SARM de sensibilité diminuée à la vancomycine a été décrite au Japon en 



16 

1996 [15]. Depuis, des cas ont été documentés aux États-Unis, en Amérique du Sud, en Chine, 
en Australie et en Europe. Ces souches sont dénommées VISA (vancomycin-intermediate 
S. aureus), ou plus généralement GISA (glycopeptide-intermediate S. aureus) car elles sont 
également résistantes à la téicoplanine, un autre antibiotique de la famille des glycopeptides. En 
2002, la première souche de S. aureus résistante à la vancomycine a été isolée aux États-Unis 
[16]. Depuis, seulement quelques cas ont été décrits dans le monde [17].  
 
S. aureus a acquis successivement des gènes de résistance aux antibiotiques. La prévalence de la 
résistance microbienne et la vitesse de diffusion à l’hôpital et en communauté diffèrent selon le 
type de résistance aux antibiotiques. En effet, les souches de S. aureus résistantes à la 
pénicilline et les souches de SARM ont diffusé à l’hôpital très rapidement après leur 
introduction. En revanche, si la quasi-totalité des souches de S. aureus communautaires est 
résistante à la pénicilline, il semble que la résistance à la méticilline ait une capacité moindre de 
diffusion dans la communauté. Enfin, les souches de S. aureus résistantes à la vancomycine sont 
isolées de manière épisodique. La pression de sélection exercée par l’utilisation des 
antibiotiques génère une pression sur S. aureus qui a développé différents mécanismes de 
résistance. Cependant, même si le moteur fondamental est similaire, comment expliquer la 
différence de diffusion de ces différentes souches dans la population humaine ? 
 
L’Homme est un réservoir naturel de S. aureus, environ un tiers de la population est colonisé 
asymptomatiquement au niveau nasal [18]. Il s’agit d’une bactérie commensale de la peau et des 
muqueuses, et les individus colonisés constituent la source principale de la diffusion de cette 
bactérie. L’état de colonisation en représente la pierre angulaire et constitue la clé de la 
transmission interindividuelle et donc de la diffusion dans les populations humaines.  
 
1.2 Objectifs du travail de recherche 
 
Afin de contribuer à une meilleure compréhension des différentes forces impliquées dans le 
processus de dissémination de SARM, l’ambition de ce travail était d’étudier l’histoire naturelle 
de la colonisation nasale par S. aureus, les fosses nasales antérieures constituant la niche 
principale de cette bactérie. Dans le but de comprendre plus particulièrement l’impact de 
l’exposition aux antibiotiques sur la colonisation, nous avons fait pour chacun de nos travaux la 
distinction entre les facteurs pouvant influer sur SARM et sur SASM. Ce travail de thèse prend 
en compte deux facteurs importants de façon conjointe : la colonisation des individus par 
S. aureus qui constitue une étape essentielle de la transmission interindividuelle, et l’exposition 
aux antibiotiques susceptible de jouer un rôle discriminant dans la survie des souches résistantes 
comparativement aux souches sensibles. 
 
Les deux étapes essentielles dans l’histoire naturelle de la colonisation par S. aureus sont 
l’acquisition et la persistance de la colonisation par la bactérie. L’usage des antibiotiques est 
susceptible d’avoir un impact à chacune de ces étapes, il nous a donc semblé pertinent de 
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travailler sur l’une et l’autre de façon distincte. Le premier objectif spécifique de ce travail de 
thèse était d’identifier les facteurs de risque d’acquisition de colonisation par SARM et par 
SASM. Le second était de déterminer la durée de colonisation par SARM et par SASM, et 
d’identifier les facteurs influençant la perte de colonisation en l’absence de traitement 
spécifique de décolonisation. 
 
1.3 Présentation de la cohorte ASAR (Antibiotiques et Staphylococcus aureus 
Résistants) 
 
Afin de répondre à ces deux objectifs, nous avons utilisé les données de l’étude ASAR. Il s’agit 
d’une cohorte prospective mise en place de janvier 2008 à octobre 2010 dans quatre centres 
français de médecine physique et réadaptation (MPR) : l’hôpital Raymond Poincaré à Garches 
(92), l’hôpital Maritime et le centre Jacques Calvé à Berck (62) et le centre Sainte Barbe à 
Fouquières-lès-Lens (62). Les patients étaient inclus s’ils étaient non porteurs de S. aureus à 
l’admission (prélèvements négatifs aux niveaux nasal et périnéal), âgés de plus de 18 ans, 
hospitalisés en service de MPR pour une atteinte neurologique, et si leur durée de séjour 
attendue était d’au moins deux mois. Ils étaient exclus en cas d’immunodépression avérée 
connue ou de refus. Chaque patient était suivi à une fréquence hebdomadaire, en particulier 
concernant le statut de colonisation nasale et la prise d’antibiotiques. Le protocole prévoyait au 
moins 13 semaines de suivi pour chaque patient, ou jusqu’à la sortie du service si celle-ci 
survenait avant.  
 
L’étude de l’impact des antibiotiques sur l’histoire naturelle de la colonisation par S. aureus 
nécessitait de se situer dans un contexte optimal associant une exposition importante aux 
antibiotiques, un risque relativement élevé d’acquisition de S. aureus et des possibilités de suivi 
de plusieurs semaines relativement aisé. C’est pour cela que cette investigation s’est déroulée au 
sein d’unités cliniques de MPR car les patients hospitalisés en rééducation suite à une atteinte 
neurologique sont souvent des sujets jeunes sans antécédent majeur qui ont généralement été 
hospitalisés en amont dans des unités de surveillance continue ou de réanimation. Les troubles 
neurologiques sont fréquemment à l’origine d’infections urinaires ou pulmonaires, ces patients 
sont de ce fait très souvent exposés aux antibiotiques. De plus, ils font l’objet de soins tels que 
des actes invasifs ou chirurgicaux (neurochirurgie, orthopédie) qui ont été décrits comme autant 
de facteurs favorisant l’acquisition de S. aureus. 
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Chapitre 2. État de l’art 
 
Dans ce chapitre dédié à la présentation de l’état de l’art, nous présentons tout d’abord les 
caractéristiques épidémiologiques de S. aureus, les niveaux de consommation d’antibiotiques et 
les mécanismes de résistance de cette bactérie. La dernière partie de ce chapitre se consacre à la 
revue de littérature des facteurs d’acquisition et de persistance de S. aureus, ainsi qu’à 
l’estimation de la durée de colonisation.  
 
2.1 Épidémiologie de S. aureus 
 
2.1.1 Généralités  
 
Les staphylocoques sont des bactéries sphériques (coques) aérobie-anaérobie facultative à Gram 
positif, très résistantes dans le milieu extérieur et peu exigeantes en culture. S. aureus, 
communément appelé staphylocoque doré, est un staphylocoque à coagulase positive. Il a été 
nommé ainsi par Rosenbach en 1884 en raison de la production de caroténoïdes donnant à la 
bactérie sa pigmentation de surface caractéristique [19]. C’est une bactérie commensale de la 
peau et des muqueuses dont la niche principale est la fosse nasale. La colonisation est définie 
comme le portage asymptomatique de la bactérie et concerne environ 30 à 50% de la population 
générale au niveau nasal [18]. D’autres sites peuvent également être colonisés par S. aureus tels 
que le pharynx, l’intestin, le périnée, la peau et les aisselles. Si l’Homme est le principal 
réservoir, ces bactéries sont également retrouvées dans l’environnement (eau, air, surfaces, 
aliments) et chez l’animal, notamment d’élevage. 
 
2.1.2 De la colonisation à l’infection 
 
Caractérisation du portage nasal 
Dans la littérature, au moins trois profils de portage nasal sont classiquement distingués lors de 
suivis longitudinaux chez les individus sains : non-porteurs (environ 50%), porteurs 
intermittents (environ 30%) ou porteurs permanents (environ 20%) [18]. Les porteurs 
permanents seraient considérés comme généralement colonisés par la même souche alors que 
les porteurs intermittents pourraient l’être par différentes souches de manière alternée [20]. De 
plus, le nombre d’unités formant une colonie (UFC) de S. aureus (nombre estimé des bactéries 
dans un échantillon) serait plus élevé chez les porteurs permanents que chez les porteurs 
intermittents [21]. 
 
Il n’existe pas de consensus permettant de déterminer les différents types de portage de 
S. aureus [22]. Une règle empirique a été proposée afin de distinguer de manière optimale les 
porteurs permanents des porteurs intermittents ou des non-porteurs à partir de prélèvements 
nasaux [23]. Selon celle-ci, les résultats quantitatifs et qualitatifs de deux prélèvements nasaux 
obtenus à une semaine d’intervalle permettent de prédire un portage permanent (deux 
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prélèvements positifs), un portage intermittent (un prélèvement positif) ou l’absence de portage 
(aucun prélèvement positif) avec une valeur prédictive positive de 78% et une valeur prédictive 
négative de 96%. Une autre approche consiste à définir le type de colonisation selon le 
pourcentage de prélèvements positifs obtenus au cours du suivi des patients. Les porteurs sont 
intermittents si moins de 80% de leurs prélèvements sont positifs pour S. aureus et les non-
porteurs sont définis si toutes les cultures sont négatives [24, 25]. Pour les patients ayant plus de 
80% de prélèvements positifs, une distinction est faite entre portage permanent (où tous les 
prélèvements sont positifs pour la même souche) et portage cyclique (où les souches sont 
différentes). Récemment, une reclassification du portage nasal de S. aureus a été proposée par 
van Belkum et al., à savoir une unique distinction entre les porteurs permanents et les autres 
(i.e. les porteurs intermittents et les non-porteurs) [26]. En effet, en plus d’être moins à risque 
d’infection que les porteurs permanents, les porteurs intermittents et les non-porteurs partagent 
les mêmes caractéristiques de cinétique d’élimination et de profils d’anticorps. 
 
Facteur de risque d’infection 
La colonisation par S. aureus a été décrite comme facteur de risque d’infection. Plusieurs 
arguments vont dans ce sens, à savoir que les patients colonisés sont généralement infectés par 
leur propre souche [27-29]. De plus, les porteurs de S. aureus présentent un taux d’infection 
plus élevé que les non-porteurs [27]. Les patients colonisés par SARM sont par ailleurs plus à 
risque de développer une infection que les patients colonisés par SASM ou non colonisés [30, 
31]. Il a été observé qu’environ 20% des patients hospitalisés colonisés par SARM 
développaient une infection dans l’année [32]. La colonisation par SARM est également un 
facteur de risque de réhospitalisation [33].  
 
2.1.3 Pathologies associées 
 
Bien qu’étant commensal, S. aureus est également responsable d’un grand nombre d’infections 
chez l’Homme, notamment des infections cutanées (impétigos, folliculites, furoncles, panaris) et 
des infections des muqueuses (conjonctivites, otites, salpingites, endométrites, pneumonies) [1]. 
Ces infections peuvent mener à des bactériémies et faire l’objet de métastases septiques à 
l’origine de foyers infectieux profonds. Dans 10% des bactériémies, une endocardite survient 
comme complication [34]. La porte d’entrée principale de S. aureus est cutanée, comme 
peuvent l’être une plaie ou le point de pénétration d’un cathéter. 
 
S. aureus possède de nombreux facteurs de virulence et de pathogénicité (facteurs d’adhésion, 
toxines, enzymes) et exerce son pouvoir pathogène par la libération d’une ou de plusieurs 
toxines. Parmi les toxines, les entérotoxines libérées par la bactérie sont responsables de toxi-
infections alimentaires (Tableau 1). La production de la toxine à l’origine du syndrome de choc 
toxique staphylococcique est plus rare. Enfin, la leucocidine de Panton-Valentine est une toxine 
qui crée des pores dans la membrane des cellules et est associée à des infections cutanées. Son 
rôle dans les maladies invasives n’est cependant pas encore clairement établi [35]. 
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Tableau 1. Toxines impliquées dans la virulence de S. aureus (d’après [36]) 
 

Familles Principales toxines Mécanismes d'action ou syndromes 
toxiniques spécifiques 

Toxines 
superantigéniques  

Toxine du choc toxique staphylococcique 
Entérotoxines A à E, G, I à U 

Choc toxique staphylococcique par activation 
du système immunitaire et libération de 
cytokines de l'inflammation 
Réaction autoimmune (maladie de Kawasaki, 
dermatite atopique, psoriasis, arthrites 
rhumatismales) 
Intoxication alimentaire 

Toxines formant 
des pores 

Toxines à hélice alpha 
Alpha-hémolysine 
Gamma-hémolysine 
Leucocidine de Panton-Valentine 

Destruction des cellules de défense de l'hôte 
par formation de pores au niveau des 
membranes cellulaires 

Toxines à activité 
protéolytique Exfoliatines 

Syndrome d'exfoliation généralisé (ou 
syndrome staphylococcique de la peau 
ébouillantée) 
Impétigo bulleux staphylococcique 

 
 
2.1.4 Prévalence de S. aureus 
 
Colonisation nasale 
Des enquêtes transversales chez des individus adultes sains semblent indiquer que la prévalence 
de colonisation nasale par S. aureus a diminué depuis les années 1930, notamment en raison 
d’une meilleure hygiène personnelle, pour atteindre environ 27% depuis les années 2000 
(Figure 1) [18]. La prévalence de colonisation nasale par S. aureus serait néanmoins variable 
selon les individus. Elle est par exemple plus élevée chez les jeunes enfants [37] ou les hommes 
de type caucasien [38]. 
 
Une étude prospective réalisée dans des centres de réadaptation européens a permis d’observer 
que la prévalence de colonisation par SARM à l’admission était de 8,7% [39]. D’autres études 
ont montré que la prévalence de colonisation dans des centres de soins de longue durée (SLD) 
pouvait varier de 9% à 58% [40, 41]. Enfin, une cohorte d’une durée de 18 mois de patients 
hospitalisés dans des centres de SLD en Espagne a indiqué une incidence annuelle de 
colonisation par SARM de 20% [42]. 
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Figure 1. Taux de colonisation nasale rapportés au cours du temps [18] 
Les catégories de patients pour lesquelles les taux de colonisation sont plus élevés (ex : patients dialysés) 
ont été exclues. La corrélation négative entre l’année de déclaration et le taux de colonisation nasale est 
significative (coefficient de corrélation = -0,55 ; P < 0,001). 
 
 
Infections à SARM 
En Europe, la proportion de SARM parmi les souches invasives de S. aureus recueillies dans le 
cadre du réseau de surveillance EARS-Net (European Antimicrobial Resistance Surveillance 
Network) est très variable selon les pays (Figure 2). En 2013, elle variait de 0% en Islande à 
64,5% en Roumanie [43]. Les pays d’Europe du Nord (Pays-Bas et pays scandinaves 
notamment) rapportent généralement des taux de SARM inférieurs à ceux de l’Europe du Sud et 
du Sud-Est, en partie grâce à leur politique nationale de « search and destroy ». Une étude 
réalisée dans un hôpital néerlandais a montré que l’application stricte de cette politique avait 
permis de contrôler efficacement une épidémie de cas de colonisation ou d’infection par SARM 
[44]. 
 
En 2008, les SARM représentaient 44% des bactéries résistantes responsables d’infections 
nosocomiales en Europe [3]. Une diminution globale de la proportion de SARM a été observée 
pour la période 2010-2013, bien qu’elle soit moins prononcée que pour la période 2006-2009 
[43]. Cette diminution s’expliquerait notamment par les mesures de contrôle et de prévention 
mises en place [45, 46]. Cependant, le SARM reste un problème de santé publique en Europe où 
le taux moyen était de 18% en 2013 avec sept pays où la proportion de SARM parmi les 
souches invasives de S. aureus isolées dépassait les 25% [43]. 
 
Bien que les taux de SARM soient encore élevés en France par rapport au pays d’Europe du 
Nord, la proportion de SARM dans les prélèvements d’infections invasives à S. aureus est en 
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diminution constante depuis plus de 10 ans. Elle s’élevait à 29% en 2003 et à 17,1% en 2013 
[47]. Une enquête nationale de prévalence réalisée en 2012 a montré que S. aureus représentait 
15,9% des microorganismes responsables d’infections nosocomiales [48]. De plus, S. aureus 
était l’une des bactéries les plus fréquemment isolées quel que soit le type de séjour. Les SARM 
représentaient 38% des souches, pour une prévalence de patients infectés de 0,2%. Le 
pourcentage de SARM était particulièrement élevé dans les services de SLD et dans les services 
de suite et de réadaptation, respectivement de 62,4% et 45,2%. 
 
 

 
 
Figure 2. Proportion des souches de SARM parmi les souches invasives de S. aureus isolées dans les 
pays participants au réseau européen EARS-Net de surveillance de la résistance antibactérienne en 2013 
[43] 
 
 
2.1.5 Caractérisation microbiologique des clones 
 
Plusieurs méthodes de détection ont été utilisées pour décrire les différents clones de S. aureus. 
L’analyse des séquences multilocus1 (multilocus sequence typing, MLST) a permis d’étudier la 
clonalité de S. aureus chez les humains ainsi que l’histoire évolutive de SARM [49, 50]. Cette 
technique correspond au séquençage de sept gènes de ménage ou housekeeping genes (gènes 
constitutifs considérés comme peu évolutifs et présents dans tous les types de cellules) 
permettant d’attribuer un type de séquence (sequence type, ST) à chaque souche analysée. Tous 
les STs ayant cinq des sept gènes en commun sont regroupés dans un même complexe clonal 
                                                
1 Une séquence multilocus est une séquence d’ADN contenant plusieurs locus, c’est-à-dire plusieurs fragments 
séquentiels invariants sur un chromosome. Un locus peut correspondre à un gène mais pas nécessairement. 

This report has been generated from data submitted to TESSy, The European Surveillance System on 2015-08-05. Page: 1 of 1. The 
report reflects the state of submissions in TESSy as of 2015-08-05 at 11:00

Proportion of Methicillin Resistant Staphylococcus 
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2013
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(clonal complex, CC). Cette méthode a permis d’identifier cinq groupes majeurs de clones 
(CC8, CC30, CC5, CC22 et CC45) [18]. 
 
Le typage moléculaire appelé spa typing est une autre technique permettant de caractériser le 
nombre et la structure des répétitions de la séquence polymorphique du gène spa codant pour la 
protéine A. Cette protéine est présente dans la paroi de toutes les souches de S. aureus. 
L’analyse de ces répétitions par réaction en chaîne par polymérase (polymerase chain reaction, 
PCR) permet d’attribuer un profil spa type dont la définition et la nomenclature sont 
standardisées au niveau international. Cette technique a largement été utilisée pour investiguer 
les clones de S. aureus et les voies de transmission lors d’épidémies hospitalières [51-53]. 
 
Le séquençage du génome complet de S. aureus permet d’identifier les événements de 
transmission entre individus avec une meilleure résolution que le spa typing [54]. Cette 
technique permet de comparer les polymorphismes nucléotidiques ou SNPs (single nucleotide 
polymorphisms) et d’identifier la parenté entre les différentes souches. Cette méthode a 
notamment fait ses preuves en microbiologie clinique pour investiguer des épidémies 
d’infections à SARM [55, 56]. Le coût de cette technique ayant fortement diminué ces dernières 
années, certains hôpitaux réalisent le séquençage complet du génome des souches de SARM en 
routine, comme c’est le cas à Copenhague depuis 2013 [57]. 
 
2.2 Résistance de S. aureus aux antibiotiques 
 
2.2.1 Modes d’action des antibiotiques 
 
Les antibiotiques sont des molécules, d’origine naturelle ou synthétique, possédant la propriété 
de tuer (bactéricide) ou de limiter la croissance (bactériostatique) des bactéries. Une grande 
majorité de ces molécules a été découverte dans les années 1940 jusqu’aux années 1960, l’âge 
d’or de la découverte des antibiotiques.  
 
Il existe de très nombreux antibiotiques répartis en différentes familles selon leur mode d’action 
ou leur structure moléculaire. La plupart d’entre eux cible les fonctions physiologiques ou 
métaboliques essentielles à la cellule bactérienne. Parmi les antibiotiques bactéricides, les β-
lactamines (pénicillines, céphalosporines, carbapénèmes, monobactames) et les glycopeptides 
inhibent la synthèse de la paroi bactérienne [58]. En particulier, les β-lactamines se lient à des 
enzymes appelées protéines de liaison des pénicillines (PLP) qui participent à la synthèse du 
peptidoglycane, le principal constituant de la paroi bactérienne. Il existe différentes PLP (PLP1, 
PLP2, etc.) n’ayant pas la même affinité vis-à-vis des β-lactamines. Les glycopeptides tels que 
la vancomycine inhibent la synthèse de la paroi bactérienne en induisant un encombrement 
stérique qui bloque l’assemblage des précurseurs lors de la formation du peptidoglycane. 
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Les quinolones, des antibiotiques de synthèse, empêchent quant à eux la réplication de l’ADN 
bactérien en inhibant l’ADN gyrase nécessaire à cette étape. Enfin, il existe d’autres 
mécanismes d’action des antibiotiques tels que le blocage de la synthèse protéique ou 
l’inhibition de la production d’acide folique nécessaire à la synthèse des bases nucléiques. 
 
2.2.2 Consommation d’antibiotiques en France et en Europe 
 
En France, la consommation d’antibiotiques était parmi les plus élevées en Europe au début des 
années 2000. Une étude conduite dans 26 pays européens de 1997 à 2002 participant au projet 
ESAC (European Surveillance of Antimicrobial Consumption) s’est intéressée à la 
consommation d’antibiotiques chez des patients en soins ambulatoires. Elle s’élevait environ à 
32 doses définies journalières2 pour 1000 habitants et par jour (DDJ/1000H/J) en France alors 
qu’elle était seulement de 10 DDJ/1000H/J aux Pays-Bas [59]. En 2002, les pénicillines étaient 
les antibiotiques les plus consommés en Europe [59]. L’utilisation des quinolones variait quant 
à elle d’un facteur 21 entre l’Italie (3,76 DDJ/1000H/J) et le Danemark (0,17 DDJ/1000H/J).  
 
En 2001, un plan national pour préserver l’efficacité des antibiotiques a été initié en France 
incluant la campagne de communication « Les antibiotiques, c’est pas automatique » [60]. Un 
rapport récent établi par l’Agence nationale de sécurité du médicament et des produits de santé3 
(ANSM) indique que la consommation totale d’antibiotiques en France a diminué de 10,7% 
entre 2000 et 2013, même si une augmentation de 5,9% est observée depuis 2010 [61]. La 
consommation de quasiment toutes les classes d’antibiotiques a diminué de 2000 à 2013, à 
l’exception des associations de pénicillines avec un inhibiteur de β-lactamases en ville ou 
encore des carbapénèmes et des céphalosporines de 3ème génération à l’hôpital [61]. 
 
D’après les données de l’ESAC-Net (European Surveillance of Antimicrobial Consumption 
Network), la consommation d’antibiotiques à usage systémique en France en 2013 s’élevait à 
30,1 DDJ/1000H/J en secteur de ville et à 2,17 DDJ/1000H/J en secteur hospitalier [62]. En 
particulier, la consommation de quinolones était de 0,26 DDJ/1000H/J à l’hôpital. Cependant, 
malgré la diminution de la consommation d’antibiotiques, la France se situe toujours au-dessus 
de la moyenne européenne. En 2012, elle était le 5ème pays consommateur d’antibiotiques en 
secteur hospitalier après la Lettonie, la Finlande, l’Italie et la Lituanie, et le 4ème pays en secteur 
de ville [61]. 
 
Si l’on rapporte la consommation à l’ensemble de la population française, la consommation 
d’antibiotiques est plus importante en ville qu’à l’hôpital. En 2012, elle s’élevait à 29,7 
                                                
2 La dose définie journalière ou defined daily dose (DDD) est une mesure statistique de la consommation 
d’antibiotiques définie par le Collaborating Centre for Drug Statistics Methodology de l'Organisation Mondiale de la 
Santé. Elle correspond à la posologie de référence par jour présumée d’un médicament chez l’adulte dans le cadre de 
son utilisation principale. 
3 Les données de l’ANSM sont issues des déclarations obligatoires de ventes des antibiotiques effectuées par les 
industriels pharmaceutiques. 
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DDJ/1000H/J dans le secteur de ville et à 2,1 DDJ/1000H/J dans le secteur hospitalier [61]. 
Cependant, si la consommation d’antibiotiques est rapportée au nombre de journées 
d’hospitalisation, directement relié à l’activité hospitalière, la consommation d’antibiotiques à 
l’hôpital est nettement supérieure avec 412,3 DDJ pour 1000 jours d’hospitalisation 
(DDJ/1000JH). La consommation d’antibiotiques est donc élevée à l’hôpital si l’on considère 
qu’environ quatre patients hospitalisés sur 10 reçoivent une dose d’antibiotique un jour donné. 
En 2013, les quinolones représentaient 12,1% des antibiotiques consommés à l’hôpital et 6,1% 
de ceux utilisés en ville. Ils représentaient la seconde classe d’antibiotiques la plus consommée 
à l’hôpital après les pénicillines.  
 
Dans les centres de SLD, la consommation d’antibiotiques est élevée et leur utilisation est le 
plus souvent inappropriée [63, 64]. En Europe, une étude de prévalence réalisée en 2013 dans 
des centres de SLD a montré que la prévalence des résidents recevant au moins un antibiotique 
s’élevait à 4,4% [65]. Les quinolones représentaient 16,0% des antibiotiques prescrits pour 
usage systémique. En France, d’après les données de surveillance du réseau ATB-Raisin4, la 
consommation de fluoroquinolones était importante en 2013 dans les services de suite et de 
réadaptation avec une médiane de 32,2 DDJ/1000JH, derrière l’amoxicilline en association avec 
l’acide clavulanique (médiane de 54,4 DDJ/1000JH) [66]. Dans ces services, les 
fluoroquinolones représentent 18% des consommations [47]. L’enquête nationale de prévalence 
des infections nosocomiales et des traitements anti-infectieux réalisée dans les établissements de 
santé français en 2012 a montré que la prévalence des patients traités par antibiotiques s’élevait 
à 8,4% dans les services de suite et de réadaptation et à 4,8% dans les services de SLD [48]. 
 
2.2.3 Profil général de résistance de S. aureus 
 
Chez S. aureus, l’émergence de la résistance aux antibiotiques peut être considérée comme une 
série de vagues de résistance [67]. La première vague correspond à l’introduction de la 
pénicilline dans les années 1940 et à l’apparition quelques années plus tard de souches 
résistantes produisant des enzymes, les pénicillinases5, qui inactivent la pénicilline G et les 
pénicillines à spectre étendu (pénicillines A) telles que l’ampicilline, l’amoxicilline ou la 
pipéracilline [6] (Tableau 2). De nos jours, plus de 90% des souches de S. aureus produisent 
une pénicillinase [1]. 

                                                
4 Le réseau ATB-Raisin est piloté par le Centre de coordination de la lutte contre les infections nosocomiales de 
l’inter-région Sud-Ouest. Basé sur le volontariat, il permet de recueillir des données de consommation d’antibiotiques 
pour des patients en hospitalisation complète dans les établissements de santé (hors antibiotiques dispensés en 
consultation, hospitalisation de jour ou dialyse). 
5 Les pénicillinases sont des enzymes sécrétées par des bactéries et capables d’inactiver certains antibiotiques du 
groupe des pénicillines. Elles appartiennent à la famille des β-lactamases. 



 

27 

Tableau 2. Pourcentage de résistance de S. aureus aux principaux antibiotiques d’après les données du réseau REUSSIR-France en 2010 [68]  
 

Antibiotique  Classe ATC Classe d'antibiotiques 
Pourcentage de résistance  

SARM (N = 2635) SASM (N = 8730) 
Benzylpénicilline (pénicilline G) J01CE Pénicillines sensibles aux β-lactamases 100,0 82,2 
Oxacilline  J01CF Pénicillines résistantes aux β-lactamases 100,0 0,0 
Sulfaméthoxazole et triméthoprime J01EE Associations de sulfamidés et triméthoprime 1,3 1,0 
Érythromycine J01FA Macrolides 36,0 21,2 
Lincomycine  J01FF Lincosamides 27,9 3,9 
Pristinamycine  J01FG Streptogramines 5,5 0,8 
Gentamycine J01GB Autres aminosides 5,9 1,7 
Fluoroquinolones J01MA Fluoroquinolones 83,9 6,2 
Téicoplanine  J01XA Glycopeptides  0,0 0,0 
Vancomycine  J01XC Glycopeptides 0,0 0,0 
Acide fusidique  J01XC Antibiotiques stéroïdiens 14,0 4,7 
Rifampicine  J04AB Antibiotiques anti-tuberculeux 3,5 0,7 

 
Le réseau REUSSIR (Réseau Épidémiologique des Utilisateurs du Système SIR) regroupe 29 établissements de soins français et collecte les données de résistance 
produites en routine par les laboratoires. Le système de classification ATC (Anatomique Thérapeutique Chimique), géré par l’Organisation Mondiale de la Santé (WHO 
Collaborating Centre for Drug Statistics Methodology), est utilisé pour classer les médicaments selon l’organe ou le système sur lesquels ils agissent et/ou leurs 
caractéristiques thérapeutiques et chimiques. 
Abréviations : SARM, Staphylococcus aureus résistant à la méticilline ; SASM, S. aureus sensible à la méticilline. 
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La deuxième vague correspond au développement d’antibiotiques non sensibles aux β-
lactamases (i.e. méticilline, oxacilline) et d’inhibiteurs de β-lactamases (i.e. acide clavulanique) 
pouvant être combinés à d’autres antibiotiques. Dans les années 1960, des souches de SARM 
ayant acquis le gène mecA codant pour une nouvelle protéine de liaison à la pénicilline (PLP2a 
ou PLP2’) ont alors émergé. Celle-ci a une affinité faible pour les β-lactamines et confère une 
résistance à tous les antibiotiques de cette famille. Le gène de résistance à la méticilline mecA 
est inclus dans un élément génétique mobile particulier, la cassette staphylococcique (SCCmec, 
staphylococcal cassette chromosome mec) qui comporte également un complexe de gènes 
codant pour des recombinases responsables de la mobilité de la cassette. Il existe huit types de 
cassettes SCCmec (I-VIII). 
 
La multirésistance est fréquente chez les SARM hospitaliers. Ainsi, les SARM peuvent être 
résistants aux fluoroquinolones, aux macrolides, aux lincosamides et aux aminosides. L’analyse 
de souches de S. aureus isolées dans le sang de plus de 15 000 patients aux États-Unis, Canada, 
Amérique latine, Europe et Pacifique occidental a permis d’observer que le pourcentage de 
souches de SARM résistantes pouvait s’élever à 91% pour la gentamicine (aminosides), 89% 
pour la ciprofloxacine (fluoroquinolones), 88% pour la clindamycine (lincosamides) et 94% 
pour l’érythromycine (macrolides) [69]. 
 
La multirésistance des SARM hospitaliers limite les possibilités thérapeutiques à quelques 
antibiotiques, dont les plus efficaces dans ces situations restent les glycopeptides. Néanmoins, 
de récentes études ont décrit des souches de S. aureus de sensibilité diminuée à la vancomycine 
(VISA) ainsi que des souches complètement résistantes dans quelques cas [16, 17]. Le 
mécanisme de résistance des VISA est l’épaississement de la paroi bactérienne due à des 
mutations génétiques empêchant la vancomycine d’atteindre sa cible. La résistance des souches 
de S. aureus à la vancomycine est liée quant à elle à l’acquisition d’un plasmide contenant le 
gène vanA acquis très vraisemblablement d’entérocoques résistants à la vancomycine [16]. Le 
gène vanA code pour une ligase qui, en créant une liaison ester au niveau du précurseur du 
peptidoglycane, diminue l’affinité de la vancomycine avec le peptidoglycane et empêche ainsi 
son action bactéricide [70]. D’autres antibiotiques récemment développés tels que la ceftaroline 
(céphalosporine de 5ème génération), la daptomycine ou le linézolide sont actifs contre les 
SARM et les S. aureus résistants à la vancomycine bien que quelques souches résistantes aient 
déjà été décrites pour ces deux derniers [71, 72]. 
 
Les SARM communautaires possèdent des cassettes SCCmec différentes des SARM 
hospitaliers et sont, contrairement aux SARM hospitaliers, généralement sensibles à la plupart 
des antibiotiques (à l’exception de la méticilline et des β-lactamines) [8]. 
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2.2.4 Émergence et sélection de la résistance 
 
L’émergence et la sélection de la résistance aux antibiotiques en population est le résultat d’une 
combinaison de mécanismes intervenant à plusieurs niveaux : à l’échelle de la bactérie 
(évolution génétique des bactéries et acquisition de nouveaux mécanismes de résistance, coût 
biologique associé à la résistance), à l’échelle de la population bactérienne en interaction avec 
l’hôte (sélection des souches résistantes après exposition aux antibiotiques, compétition entre 
les souches, immunité naturelle ou acquise) et à l’échelle de la population d’individus 
(transmission directe ou indirecte, pression de sélection antibiotique, pression de colonisation) 
[73]. 
 
Acquisition de la résistance 
A l’échelle microbiologique, l’émergence de la résistance repose sur la modification du génome 
de la bactérie. Si certaines bactéries sont naturellement résistantes à certains antibiotiques (les 
bactéries à Gram négatif sont naturellement résistantes à la pénicilline grâce à leur membrane 
externe qui représente une barrière de perméabilité protectrice), elles peuvent également 
acquérir la résistance aux antibiotiques par divers mécanismes. On parle de résistance acquise. 
 
Les bactéries sont des organismes vivants capables d’échanger du matériel génétique grâce à 
des mécanismes tels que la transformation génétique (via l’incorporation d’un fragment d’ADN 
nu dans le génome bactérien), la transduction (via des bactériophages) ou la conjugaison 
bactérienne (via le transfert de plasmides entre deux cellules par contact direct) [74]. Dans ce 
cas, le transfert des gènes de résistance est horizontal et permet aux bactéries d’opérer des 
recombinaisons génétiques. 
 
Les mutations dans les gènes chromosomiques de la bactérie constituent un autre mécanisme 
d’acquisition de la résistance. Le taux de mutations spontanées responsables de la résistance aux 
antibiotiques est de l’ordre de 10-8 à 10-9 mutations par réplication [75]. De plus, des mutations 
adaptives se produisant non pas lors de la réplication bactérienne mais dans des conditions de 
stress (par exemple l’exposition à des antibiotiques) pourraient constituer un mécanisme 
supplémentaire d’acquisition de la résistance [76]. Une fois la résistance acquise, les gènes de 
résistance sont transmis verticalement à la descendance par réplication bactérienne. 
 
L’importance des mutations vis-à-vis de la recombinaison génétique est variable selon l’espèce 
bactérienne [77]. Chez S. aureus, la résistance à la méticilline est issue de l’acquisition du gène 
mecA. Ce gène est très conservé parmi les staphylocoques et serait apparu chez des espèces à 
coagulase négative [78]. Le mécanisme d’acquisition de mecA chez S. aureus n’est pas connu 
mais résulterait donc d’un transfert horizontal entre les espèces de staphylocoques plutôt que de 
mutations ponctuelles [79]. Enfin, un nouveau mécanisme de résistance conféré par un variant 
du gène mecA (mecC ou mecALGA251) a été récemment décrit chez l’Homme et les animaux 
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(notamment les bovins) porteurs de SARM [80, 81]. A l’instar de mecA, ce gène est également 
présent chez d’autres espèces de staphylocoques.  
 
La résistance aux fluoroquinolones chez S. aureus est due quant à elle à des mutations 
chromosomiques spontanées induisant une surexpression des protéines permettant l’expulsion 
de l’antibiotique hors de la bactérie ou une modification de la topoisomérase empêchant les 
fluoroquinolones de se fixer sur leur cible [6]. 
 
Mécanismes de sélection de la résistance 
La pression de sélection exercée par les antibiotiques sur la résistance peut s’opérer à différents 
niveaux et avoir des effets directs sur l’individu exposé aux antibiotiques et indirects au niveau 
de la population [82]. D’un point de vue théorique, tout d’abord, si un individu est colonisé par 
des souches sensibles à un antibiotique, l’exposition à cet antibiotique aura pour conséquence de 
les éliminer, donc d’en diminuer la durée de colonisation. Sous condition de phénomène de 
compétition à la colonisation muqueuse (cf. 2.2.5.), si l’individu est également colonisé par une 
sous-population de souches résistantes, ces dernières pourront se multiplier. Leur densité de 
colonisation augmentera et, de ce fait, la probabilité de transmission à d’autres individus en sera 
accrue. 
 
De plus, en cas d’éradication complète des souches sensibles par les antibiotiques, l’individu ne 
pourra plus les transmettre à d’autres individus. Le risque de dissémination de la forme 
résistante en sera augmenté dans la population puisque, d’un point de vue populationnel, la 
vacance de la niche sera devenue plus importante. Toujours sous condition d’interactions 
compétitives existant entre les formes sensibles et résistantes, l’individu exposé aux 
antibiotiques devenu non colonisé pourra également être plus à risque d’acquérir la forme 
résistante que s’il était toujours colonisé par la forme sensible.  
 
Le fait qu’un individu soit colonisé par des bactéries résistantes augmente le risque de 
transmission aux autres. Si l’on considère la pression de sélection des antibiotiques, la 
probabilité de transmettre une souche résistante est plus élevée pour des individus exposés à des 
antibiotiques. De la même manière que les vaccins protègent les individus non vaccinés par le 
phénomène d’immunité de groupe, l’exposition d’individus aux antibiotiques, surtout dans un 
contexte où elle est élevée au sein de la population, augmente le risque de colonisation par des 
bactéries résistantes chez les individus non exposés.  
 
La transmission des souches résistantes entre les individus peut être directe ou indirecte (via 
l’environnement par exemple). La pression de colonisation, c’est-à-dire la densité d’individus 
colonisés à un temps donné et dans une unité géographique donnée, influence la transmission 
interindividuelle. Il a notamment été observé que, plus elle était élevée, plus elle augmentait 
l’acquisition de SARM à l’hôpital [83]. La transmission est également influencée par la capacité 
de transmission (épidémicité intrinsèque) de la bactérie. S’il a été montré que certaines souches 
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de S. aureus étaient responsables d’épidémies, aucun marqueur moléculaire d’épidémicité n’a 
pour l’instant été mis en évidence [84]. 
 
2.2.5 Coût biologique associé à la résistance 
 
Les modifications génétiques à l’origine de l’émergence de la résistance aux antibiotiques 
peuvent s’accompagner d’un coût biologique, ou coût en fitness, pour la bactérie. Il a été 
observé que ces modifications pouvaient affecter la croissance in vitro, la capacité de 
colonisation, le taux de transmission, le taux de clairance ou encore la virulence [85]. En effet, 
même si les modifications de l’ADN bactérien sont favorables à la souche devenue résistante en 
lui permettant de survivre en présence d’antimicrobiens, ces modifications peuvent également 
être associée à un handicap relatif de son fonctionnement naturel. Dans ce cas, en l’absence de 
pression antibiotique, les souches sensibles donc a priori plus compétitives pourraient être en 
mesure de se multiplier plus dans la niche écologique (toujours sous condition de compétition) 
au détriment des souches résistantes [86]. Il est néanmoins important de noter que dans certains 
cas l’acquisition de la résistance pourrait ne pas changer le fitness de la bactérie, ou bien 
pourrait conférer un avantage à la bactérie, et ce en l’absence de pression antibiotique [87]. Le 
coût biologique associé à l’acquisition de la résistance est donc un paramètre clé pour la 
stabilité de la résistance. 
 
Lorsque l’acquisition de la résistance engendre une diminution de fitness, les bactéries peuvent 
avoir des moyens leur permettant de restaurer leur compétitivité grâce notamment à des 
mutations compensatoires (n’induisant généralement pas la perte de la résistance) ou encore à la 
résistance croisée (résistance à plusieurs antibiotiques conférée par le même gène de résistance) 
[85]. Plusieurs techniques ont été développées en laboratoire (dans des milieux de culture ou 
chez des modèles animaux) afin de mesurer le coût biologique associé à la résistance : 
comparaison de la croissance des souches sensibles et résistantes, analyse de la compétition par 
co-cultivation des souches sensibles et résistantes à des concentrations initiales identiques, 
évaluation de certaines caractéristiques comme la survie dans l’environnement ou la production 
de biofilms [88]. Cependant, il est important de noter que les résultats obtenus in vitro pour 
étudier l’impact des mutations compensatoires ne semblent pas toujours extrapolables in vivo ni 
à l’évolution de la résistance observée en population [89, 90]. 
 
Une étude in vitro sur des souches de S. aureus ayant acquis par transformation la cassette 
SCCmec conférant la résistance à la méticilline a permis d’observer que leur taux de croissance 
était réduit par rapport aux souches parentales sensibles [91]. D’autres travaux ont étudié la 
compétition lors de co-cultures, les taux de croissance et la survie après dessiccation, et ont 
observé que certains complexes clonaux de SARM pouvaient présenter ou non un fitness 
diminué par rapport aux souches sensibles [92]. Ainsi, la cassette SCCmecII serait associée à 
une diminution de fitness chez les SARM CC30 alors que celui des SARM CC22 ne serait pas 
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impacté par la présence de la cassette SCCmecIV, ceci comparativement à des souches 
sensibles de même type.  
 
Quelques travaux se sont intéressés à la compétition existant entre SARM et SASM pour la 
colonisation des fosses nasales. Ces travaux visaient à tester l’hypothèse selon laquelle la 
colonisation par SASM protègerait de l’acquisition de SARM. L’interprétation des résultats de 
ces travaux reste controversée. Une étude portant sur des individus hospitalisés n’a montré 
aucune association significative entre la colonisation nasale par SASM à l’admission et 
l’acquisition nosocomiale de SARM [93]. Une autre étude a montré que la colonisation par 
SASM, en comparaison de l’absence de colonisation, n’était pas associée à une diminution du 
risque d’acquisition de SARM [94]. En revanche, d’autres travaux sont en faveur d’une 
interaction compétitive entre SARM et SASM. L’un d’entre eux est basé sur une association 
écologique entre la prévalence de SASM et de SARM dans 26 centres de soins de longue durée 
[95]. L’étude cas-témoins rétrospective réalisée par Huang et al. a quant à elle montré une 
association significative entre la colonisation par SASM et l’acquisition subséquente de SARM 
(odds ratio [OR], 0.52 ; intervalle de confiance à 95% [IC95%], 0.29–0.95) [96]. Enfin, une autre 
étude a mis en évidence une prévalence observée de co-colonisation SARM/SASM plus faible 
que la prévalence attendue sous l’hypothèse nulle de non-compétition entre SARM et SASM 
[97]. 
 
2.2.6 Coûts cliniques et économiques des SARM 
 
Les coûts de la résistance aux antibiotiques peuvent se mesurer en termes clinique et 
économique. En effet, la multirésistance des SARM peut mener à des échecs thérapeutiques 
même lorsque qu’un traitement antibiotique recommandé est administré [98]. Plusieurs études 
ont montré que les infections à SARM causaient plus de décès que les infections à SASM [99, 
100]. Ceci pourrait s’expliquer par le retard dans l’administration du traitement approprié et par 
le fait que la vancomycine présenterait une activité bactéricide lente et une faible pénétration 
tissulaire [101]. De plus, la durée d’hospitalisation, les comorbidités associées et les coûts liés à 
l’hospitalisation seraient plus élevés en cas d’infections à SARM comparativement à SASM 
[102, 103]. Chaque année en Europe, il a été estimé que les infections à SARM entraînaient un 
million de jours d’hospitalisation supplémentaires et un surcoût hospitalier de 380 millions 
d’euros [104]. 
 
2.3 Facteurs d’acquisition et de persistance de S. aureus 
 
Afin de diffuser dans la population, S. aureus doit dans un premier temps être acquis par un 
individu non colonisé (Figure 3). La colonisation, notamment nasale, est l’étape cruciale de la 
diffusion interindividuelle de S. aureus. Les bactéries colonisant les fosses nasales servent à la 
fois de réservoirs pour la diffusion de cet organisme dans la population et prédisposent l’hôte à 
une infection subséquente. La durée de colonisation peut être variable et influence le risque de 
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transmission de S. aureus à d’autres individus. En effet, plus cette durée est longue, plus la 
probabilité de transmettre la bactérie est importante. 
 
 

 
 
Figure 3. Processus de diffusion de S. aureus 
 
 
Le mode principal de transmission est par contact direct (via manuportage) avec des individus 
colonisés. En secteur hospitalier, le personnel soignant est une source importante de 
transmission de patient à patient [105]. La transmission de SARM d’un individu colonisé aux 
membres de son foyer a également été documentée [106, 107]. Il semble que S. aureus peut être 
également transmis via l’environnement, par contact avec des surfaces ou des objets 
contaminés. Une étude a montré que cette bactérie était capable de survivre quelques jours à 
plusieurs semaines sur des matériaux fréquemment retrouvés à l’hôpital [108]. 
 
2.3.1 Facteurs de colonisation par S. aureus 
 
La colonisation par S. aureus est un processus résultant de l’interaction entre l’hôte et la 
bactérie. Elle fait intervenir les capacités de S. aureus à adhérer à la muqueuse nasale et à 
échapper au système immunitaire, la génétique de l’hôte pouvant prédisposer à l’acquisition de 
la bactérie, ainsi que des facteurs environnementaux. 
 
Influence génétique de l’hôte 
Des prédispositions génétiques de l’hôte pourraient influencer la colonisation par S. aureus. Le 
polymorphisme génétique6 de certains gènes, codant pour l’interleukine 4 (cytokine) ou la 
protéine C-réactive (marqueur de l’inflammation) par exemple, semble associé à la colonisation 
par S. aureus [22]. De plus, les taux de colonisation peuvent varier selon les groupes ethniques 
[38].  
 
Dans un travail incluant des porteurs permanents et des non-porteurs, les participants ont été 
volontairement inoculés par voie intranasale avec des souches de S. aureus (après traitement par 

                                                
6 Le polymorphisme génétique correspond à la variation entre individus de la séquence génique conduisant à 
l’existence de plusieurs versions d’un gène (allèles) dans une population. 
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mupirocine pour les porteurs permanents) [109]. La majorité des individus est retournée à son 
état initial (i.e. les non-porteurs ont éliminé la bactérie alors que les porteurs permanents se sont 
recolonisés avec leur souche initiale), mettant ainsi en évidence l’importance des facteurs de 
l’hôte pour la colonisation par S. aureus. De plus, l’étude concomitante des facteurs génétiques, 
microbiologiques et épidémiologiques relatifs à la colonisation nasale d’individus vivant dans 
un village isolé d’Amazonie a permis d’observer que les facteurs génétiques de l’hôte étaient un 
déterminant important de la colonisation persistante de S. aureus [110]. En revanche, les études 
familiales visant à mettre en évidence des déterminants génétiques de la colonisation nasale par 
S. aureus obtiennent des résultats contradictoires. Une étude réalisée dans la communauté a 
montré qu’il pouvait exister une prédisposition familiale à l’acquisition de S. aureus sans que 
l’exposition à un réservoir commun ne soit la seule cause [111]. En revanche, d’autres travaux 
ne montrent pas d’héritabilité significative de colonisation par cette bactérie [112, 113]. 
 
Déterminants bactériens 
Afin de coloniser les fosses nasales, S. aureus interagit avec d’autres organismes présents dans 
cette niche. Pendant la première année de vie, une corrélation inverse entre la colonisation par 
S. aureus et Streptococcus pneumoniae a ainsi été mise en évidence chez les nouveau-nés [114, 
115]. Des travaux ont également suggéré des relations antagonistes entre la colonisation par 
S. aureus et d’autres organismes. L’analyse du microbiote nasal de patients hospitalisés a 
montré que la colonisation par S. aureus était négativement corrélée à la présence de 
Staphylococcus epidermidis [116]. De plus, l’inoculation artificielle de S. epidermidis 
produisant la protéase à sérine Esp a conduit à la décolonisation des porteurs de S. aureus [117]. 
L’inoculation artificielle de bactéries du genre Corynebacterium a permis d’éradiquer S. aureus 
chez 71% des porteurs [118].  
 
Des facteurs bactériens propres à S. aureus impliqués dans le processus de colonisation nasale 
ont également été mis en évidence chez des modèles animaux ou chez les humains [22]. Il a 
notamment été montré que les FnBPs (fibronectin binding proteins), des adhésines capables de 
se fixer à la fibronectine de la matrice extracellulaire, étaient nécessaires lors de la colonisation 
nasale chez l’Homme. Une analyse par RT-PCR quantitative (PCR après transcription inverse) 
réalisée sur des prélèvements nasaux d’individus colonisés par S. aureus a révélé une expression 
importante des molécules nécessaires à l’échappement du système immunitaire et à l’adhésion 
tissulaire, notamment du gène fnbA codant pour la FnBPA et du gène clfB codant pour le 
clumping factor B, une autre adhésine [119]. 
 
Facteurs de risque épidémiologiques 
De nombreux facteurs de risque de colonisation ont été décrits dans la littérature. Bien que le 
taux de colonisation par S. aureus diminue au cours de la première année de vie [37, 120], il est 
plus élevé chez les enfants que chez les adultes faisant ainsi du jeune âge un facteur de risque de 
colonisation [121]. En revanche, être âgé de plus de 60 ans est un facteur de risque de 
colonisation par SARM [22]. Le sexe masculin a également été mis en évidence comme facteur 
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de risque de colonisation par S. aureus, que ce soit chez les enfants ou les adultes [120, 122, 
123]. Plusieurs études ont aussi montré que l’obésité était un facteur de risque de colonisation 
par S. aureus [121, 123]. Ceci pourrait s’expliquer par le fait que cette bactérie est capable de 
survivre in vitro dans les adipocytes, bien que S. aureus soit généralement considéré comme un 
pathogène extracellulaire [124]. Le taux de colonisation nasale par S. aureus est également plus 
élevé chez les individus hémodialysés, en dialyse péritonéale continue ambulatoire, en phase 
terminale de maladie rénale ainsi que chez les diabétiques et les patients infectés par le VIH 
[18]. Des résultats contradictoires ont été obtenus concernant le rôle potentiel du tabagisme dans 
la colonisation par S. aureus, retrouvé comme facteur de risque [125, 126] ou facteur protecteur 
[127]. Le mécanisme expliquant le rôle du tabagisme comme déterminant de la colonisation par 
S. aureus est inconnu et nécessite des études approfondies afin de s’assurer que les associations 
retrouvées ne soient pas artéfactuelles. 
 
D’autres facteurs de risque de colonisation nasale par S. aureus ont été décrits et constituent des 
indicateurs de transmission interindividuelle. Il s’agit de l’hospitalisation (soins intensifs, 
chirurgie, etc.), de la présence de lésions cutanées, de dispositifs médicaux (cathéter, 
trachéotomie, etc.) ou encore de l’hospitalisation antérieure [22]. A l’hôpital, la pression de 
colonisation et le nombre de lits par infirmière sont positivement corrélés à l’acquisition de la 
S. aureus [128]. La présence d’individus ou d’animaux domestiques colonisés au sein du foyer 
familial, un environnement contaminé ou la taille importante de la famille sont également des 
facteurs de risque de colonisation par S. aureus [125, 129]. Vivre dans une ferme où les contacts 
avec des animaux sont fréquents ou pratiquer des activités pouvant provoquer des lésions 
cutanées (rafting ou football par exemple) sont associés à des taux de colonisation par S. aureus 
plus élevés [18, 127, 130].  
 
Rôle des antibiotiques dans l’acquisition de SARM 
Les facteurs de risque d’acquisition de SARM, et plus particulièrement l’impact des 
antibiotiques, ont fait l’objet d’un certain nombre de travaux. Cependant, la distinction entre la 
colonisation et l’infection n’est pas toujours faite selon la nature des prélèvements 
(prélèvements cliniques ou dans le cadre d’un programme de surveillance), ce qui peut poser 
problème dans l’interprétation des facteurs de risque de la forme résistante de la bactérie. Ainsi, 
dans l’exemple développé par D’Agata, certains facteurs tels que la présence de cathéters 
veineux centraux peuvent être identifiés comme facteurs de risque de bactériémie à SARM alors 
que la présence de tels dispositifs médicaux est un facteur de bactériémie indépendamment du 
phénotype de résistance de la bactérie [131]. Étudier la colonisation, qui précède l’étape 
d’infection, permet d’identifier les facteurs directement liés à SARM, notamment les 
antibiotiques susceptibles de jouer un rôle discriminant dans la survie des souches résistantes 
par rapport à celles sensibles et de contribuer à leur diffusion dans la population. De plus, les 
études ne sont pas toutes réalisées chez des individus indemnes de SARM, ce qui ne permet pas 
de distinguer une acquisition incidente d’une colonisation prévalente. C’est le cas notamment 
des études transversales réalisées chez les patients admis à l’hôpital.  
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Il existe de nombreux arguments en faveur d’une association entre l’usage des antibiotiques et 
l’acquisition de SARM [132]. En France, les résultats du réseau ATB Raisin sur la surveillance 
de la consommation des antibiotiques en 2013 ont permis d’observer une relation entre 
l’incidence de SARM et la consommation de fluoroquinolones (Figure 4) [66]. Plusieurs études 
hospitalières ont montré une corrélation écologique positive entre l’utilisation d’antibiotiques, 
en particulier les β-lactamines et les fluoroquinolones, et l’incidence de l’acquisition 
(colonisation et/ou infection) de SARM [133-135]. La relation entre la consommation 
d’antibiotiques et la prévalence de SARM a également été mise en évidence à l’aide d’analyses 
de séries temporelles [136, 137]. Ces études ont montré que la consommation d’un certain 
nombre d’antibiotiques (fluoroquinolones, céphalosporines de 3ème génération, macrolides, 
associations de pénicillines avec un inhibiteur de β-lactamases) expliquait les variations 
temporelles de SARM. Concernant les fluoroquinolones, la réduction de l’utilisation de cet 
antibiotique est associée à une diminution de la fréquence d’isolement de SARM dans les 
prélèvements à visée diagnostique [138, 139] et leur réintroduction est associée à une 
augmentation significative de la fréquence d’isolement de SARM par rapport à la période de 
restriction [140]. Il a également été montré que la restriction d’antibiotiques, incluant les 
fluoroquinolones, diminuait significativement l’incidence [141] ou la prévalence de SARM 
[142] à l’hôpital et en communauté. Enfin, une étude a montré que la restriction de l’utilisation 
de certains antibiotiques, dont les fluoroquinolones, était un prédicteur de la diminution des 
clones de SARM qui présentent des niveaux plus élevés de résistances associées [143]. 
 
Au niveau individuel, des travaux ont montré que la consommation d’antibiotiques est un 
facteur de risque de colonisation par SARM [144-147]. Une étude prospective réalisée en soins 
intensifs s’intéressant spécifiquement à l’acquisition a montré que l’utilisation d’antibiotiques 
depuis l’admission était significativement associé aux infections nosocomiales à SARM avec un 
OR de 2,34 (IC95%, 1,33–4,12) [148]. En se basant sur 76 études, Tacconelli et al. ont réalisé 
une méta-analyse afin d’étudier le rôle des antibiotiques sur l’isolement de SARM et ont 
déterminé que le risque de colonisation ou d’infection était 1,8 fois plus important chez les 
patients exposés dans les quatre derniers mois (IC95%, 1,7–1,9) [149]. En considérant les 
différentes classes d’antibiotiques, les risques relatifs s’élevaient à 3 (IC95%, 2,5–3,5) pour les 
fluoroquinolones, à 2,9 (IC95%, 2,4–3,5) pour les glycopeptides, à 2,2 (IC95%, 1,7–2,9) pour les 
céphalosporines et à 1,9 (IC95%, 1,7–2,2) pour les autres β-lactamines. Si cette méta-analyse 
fournit une meilleure évaluation de la relation existant entre les antibiotiques et l’isolement de 
SARM, elle met également en exergue les différences méthodologiques existant entre les 
diverses études, notamment la prise en compte de la posologie ou de la durée d’exposition aux 
antibiotiques dans les analyses. 
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Figure 4. Incidence des SARM isolés à partir de prélèvements à visée diagnostique et consommation de 
fluoroquinolones dans 660 établissements de soins français [66] 
La consommation d’antibiotiques est présentée en nombre de doses définies journalières pour 1000 jours 
d’hospitalisation (DDJ/1000 JH) et l’incidence des SARM est calculée pour 1000 jours d’hospitalisation 
(souches R/1000 JH). Trois valeurs atypiques n’ont pas été représentées. Les lignes roses représentent les 
médianes de consommation en fluoroquinolones (45,9 DDJ/1000 JH) et d’incidence des souches de 
SARM (0,33/1000 JH). 
 
 
Les fluoroquinolones semblent jouer un rôle particulier dans l’acquisition de SARM. Le 
tableau 3 synthétise les principaux travaux ayant mis en évidence leur impact sur le risque 
d’acquisition incidente ou sur le risque de colonisation ou d’infection par SARM au niveau 
individuel. La force des associations est variable, avec des ORs significatifs allant de 1,57 à 
17,06. Les témoins utilisés dans ces études étaient de trois sortes : non colonisés/infectés par 
S. aureus, colonisés/infectés par SASM, ou bien non colonisés/infectés par SARM (englobant 
ainsi les deux premiers types de témoins). La problématique méthodologique qu’implique le 
choix des témoins lorsque l’on étudie l’acquisition de bactéries résistantes sera développée dans 
le prochain chapitre de ce document (cf. 3.1.1). Dans une étude cas-témoins, les 
fluoroquinolones étaient associées au risque de bactériémie nosocomiale à SARM lorsque les 
témoins utilisés étaient des patients ayant développé une bactériémie à SASM (P = 0,03) [150]. 
En revanche, cette association n’était plus significative lorsque des patients n’ayant pas 
développé de bactériémies à S. aureus constituaient le groupe contrôle. Enfin, une analyse de 
survie par régression de Cox a également retrouvé les fluoroquinolones comme facteur de 
risque de colonisation (hazard ratio [HR], 2,57 ; IC95%, 1,84–3,60) ou d’infection (HR, 2,49 ; 
IC95%, 1,02–6,07) par SARM [151].  
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Tableau 3. Principales publications mettant en évidence une association entre la consommation de fluoroquinolones et la colonisation et/ou l’infection par SARM 
 

Références Schéma de l'étude Population Définition des cas Définition des témoins Exposition 
antibiotique OR ajusté (IC95%) 

Dziekan, 2000 [152] Cas-témoins prospectif Hôpital 
universitaire 

Acquisition de SARM 
(colonisation ou infection) 
 

Mixtea Fluoroquinolones 12,1 (1,37–105,71) 

Graffunder, 2002 [153] Cas-témoins rétrospectif Établissement de 
soins tertiaires 

Acquisition de SARM 
(infection) 
 

SASM Lévofloxacine 8,01 (3.15–20.3) 

Hori, 2002 [154] Étude transversale Hôpital 
universitaire 
 

Colonisation par SARM Mixtea Ciprofloxacine 17,06 (2,91–99,90) 

Weber, 2003 [155] Cas-cas-témoins 
rétrospectif 

Hôpital 
universitaire 

Acquisition de SARM 
(colonisation ou infection) 
 

Absence de S. aureus Lévofloxacine 
Ciprofloxacine 

3,38 (1,94–5,90) 
2,48 (1.32–4.67) 

McDonald, 2003 [156] Cohorte  Consultation 
externe (VIH) 
 

Colonisation par SARM Absence de S. aureus Ciprofloxacine 11,9 (1,8–77,8) 

Tacconelli, 2004 [157] Cas-témoins rétrospectif Hôpital 
universitaire 
 

Infection par SARM Mixtea Quinolones 1,99 (1,07–3,69) 

Ernst, 2005 [150] Cas-témoins rétrospectif Hôpital 
universitaire 

Acquisition de SARM 
(infection) 
 

(1) SASM 
(2) Absence de S. aureus 

Fluoroquinolones (1) P = 0,027 
(2) P = 0,015 

LeBlanc, 2006 [151] Cohorte rétrospective Hôpital 
universitaire 

Acquisition de SARM 
(1) Colonisation 
(2) Infection 
 

NA Fluoroquinolones (1) 2,57b (1,84–3,60) 
(2) 2,49b (1,02–6,07) 

Muller, 2006 [158] Cas-témoins rétrospectif Hôpital 
universitaire 
 

Colonisation ou infection 
par SARM 

Mixtea Fluoroquinolones 2,63 (1,44–4,80) 

Eveillard, 2008 [159] Étude transversale SLD Colonisation par SARM Mixtea Fluoroquinolones et 
C3G 

12,07 (5,9–24,7) 
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Suite du tableau 3 
 

Références Schéma de l'étude Population Définition des cas Définition des témoins Exposition 
antibiotique OR ajusté (IC95%) 

Melo, 2009 [160] Cas-cas-témoins 
rétrospectif 
 

Soins intensifs Acquisition de SARM 
(colonisation) 

Absence de S. aureus Ciprofloxacine 5,05 (1,38–21,90) 

Salangsang, 2010 [161] Cas-témoins rétrospectif Hôpital 
universitaire 

Acquisition de SARM 
(colonisation ou infection) 

Mixtea Ciprofloxacine 1,57 (1,13–2,17) 

 
Abréviations : C3G, céphalosporines de 3ème génération ; IC95%, intervalle de confiance à 95% ; NA, non applicable ; OR, odds ratio ; SARM, S. aureus résistant à la 
méticilline ; SASM, S. aureus sensible à la méticilline ; SLD, soins de longue durée ; VIH, virus de l’immunodéficience humaine. 
a Correspond à SASM ou à l’absence de S. aureus. 
b Hazard ratio. 
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Le mécanisme biologique par lequel les fluoroquinolones favoriseraient l’acquisition de SARM 
n’est pas totalement compris. Cependant, deux études in vitro ont montré que l’exposition de 
souches de S. aureus résistantes aux fluoroquinolones à des concentrations sub-inhibitrices de 
ciprofloxacine induisait la synthèse de FnBPs augmentant leur adhésion à des surfaces 
recouvertes de fibronectine [162, 163]. Les fluoroquinolones pourraient donc favoriser 
l’adhésion de ces souches aux muqueuses. De plus, une autre étude a permis d’observer in vitro 
que la proportion des souches les plus résistantes parmi une population de souches de S. aureus 
hétéro-résistantes7 possédant le gène mecA et sensibles aux fluoroquinolones augmentait d’un 
facteur 10 en présence de fluoroquinolones et de manière proportionnelle à leur concentration 
[164]. Une étude prospective réalisée chez 116 patients a montré que l’exposition aux 
fluoroquinolones pendant 14 jours augmentait significativement la charge bactérienne nasale de 
SARM de 0 (étendue : 0–4,00) à 4,30 (étendue : 0–7,46) log10 UFC/échantillon [165]. Enfin, 
Høiby et al. ont observé le développement rapide de souches de S. epidermidis résistantes à la 
méticilline au niveau du nez et de l’aisselle chez des volontaires traités par ciprofloxacine [166]. 
La colonisation persistait, en moyenne, plus de 30 jours après la fin du traitement antibiotique. 
Bien que les auteurs ne rapportent pas ces résultats pour le SARM, la ciprofloxacine pourrait 
avoir le même effet chez des individus colonisés par S. aureus. 
 
En conclusion, il existe de nombreux arguments tant épidémiologiques que biologiques allant 
dans le sens d’un rôle des fluoroquinolones dans la colonisation ou l’infection par SARM. En 
revanche, il n’existe pas à notre connaissance d’études prospectives ayant mis en évidence que 
ces antibiotiques étaient un facteur de risque d’acquisition de colonisation par SARM de 
manière spécifique. C’est dans ce cadre que s’inscrit la première partie de ce travail de 
recherche présentée dans le chapitre 3 dont l’objectif était de déterminer l’impact des 
antibiotiques, et en particulier celui des fluoroquinolones, sur l’acquisition de la colonisation par 
SARM. 
 
2.3.2 Estimation des durées de colonisation par SARM 
 
Les principaux travaux portant sur l’estimation des durées de colonisation par SARM sont 
présentés dans le tableau 4. A l’exception de l’essai clinique décrit par Haverkate et al., toutes 
ces études sont des cohortes prospectives ou rétrospectives. L’étendue des durées médianes de 
colonisation estimées est élevée allant de 12 jours à 40 mois.  
 
Cette hétérogénéité peut s’expliquer par les différences importantes dans les méthodologies 
employées, notamment dans le schéma même de l’étude. Certaines se placent en effet chez des 
patients réhospitalisés pour lesquels la durée entre l’hospitalisation initiale et la réadmission à 
l’hôpital varie considérablement [167-170]. Du point de vue du suivi des individus, des 
différences notables existent concernant la fréquence des prélèvements (de toutes les semaines à 

                                                
7 L’hétéro-résistance correspond à une population hétérogène de souches résistantes et sensibles d’un même 
organisme dans un isolat ou prélèvement clinique.  
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tous les 6 mois). Les sites de prélèvements sont également une source importante 
d’hétérogénéité, avec des études prenant en compte des prélèvements cliniques pouvant traduire 
une infection. Compte-tenu de toutes ces différences, et en particulier celles concernant la 
fréquence des prélèvements, la définition même de la décolonisation est de nature variée. Elle 
est définie par un unique prélèvement ou par plusieurs prélèvements consécutifs et tient compte 
d’un ou de plusieurs sites de prélèvements. De plus, certaines études ont utilisé une méthode de 
typage (électrophorèse en champs pulsé, spa typing, analyse des plasmides ou typage des 
bactériophages) afin de caractériser les souches de SARM [169-175], alors que d’autres se sont 
limitées à l’identification en culture. Dans certains cas, un traitement spécifique de 
décolonisation à base de mupirocine pouvait être administré aux individus porteurs [168, 172, 
173, 175-177]. Enfin, parce que le statut de colonisation des patients n’était pas examiné de 
manière prospective dans ces études, le temps initial à partir duquel les patients ont acquis 
SARM n’était jamais défini avec exactitude. Il était supposé que le début de la colonisation 
correspondait au moment où elle était pour la première fois documentée. 
 
Une autre source d’hétérogénéité réside dans les critères d’exclusion utilisés dans les analyses 
qui ont tendance à favoriser des durées de colonisation plus longues. Aeilt et al. ont exclu les 
porteurs transitoires ne présentant qu’une seule culture positive à SARM [171]. Une autre étude 
réalisée chez des patients réhospitalisés a uniquement inclus les patients pour lesquels le délai 
entre la sortie de l’hôpital et la réadmission était supérieur à trois mois [170]. Enfin, dans 
l’analyse de Mattner et al. également réalisée chez des patients réhospitalisés, les individus qui 
changeaient au moins deux fois de statut de colonisation entre les admissions étaient exclus 
[168]. De plus, les patients à la réadmission pour lesquels un prélèvement était manquant était 
toujours considéré comme étant colonisé par SARM, les auteurs préférant surestimer la durée de 
colonisation afin d’optimiser la sécurité de leurs recommandations. 
 
D’autres travaux ont contribué à appréhender la question de l’estimation de la durée de 
colonisation. Dans la revue systématique réalisée par Shenoy et al., l’analyse combinée des 
données de 16 études a estimé la durée médiane de temps jusqu’à la clairance de SARM à 88 
semaines après documentation de la colonisation par la bactérie [178]. Dans une autre étude 
visant à mieux caractériser les différents types de colonisation, 51 individus dont le statut de 
colonisation était connu ont été décolonisés par mupirocine puis colonisés artificiellement par 
S. aureus. La durée médiane de colonisation chez les individus classifiés comme non-porteurs 
était de 4 jours, de 14 jours chez les porteurs intermittents et de plus de 154 jours chez les 
porteurs permanents [26]. Enfin, l’analyse de la durée de colonisation par SARM chez des 
patients réhospitalisés a estimé que 48,8% (IC95%, 45,8%–51,7%) des patients restaient 
colonisés après un an et 21,2% (IC95%, 13,1%–31,4%) après 4 ans. 
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Tableau 4. Principaux travaux estimant la durée de colonisation par SARM 
 

Références Schéma de 
l'étude Population Sites de prélèvements Fréquence des 

prélèvements 
Définition de la 
décolonisation 

Durée médiane de 
colonisation 

Aeilts, 1982 
[171] 

PR Patients hospitalisés 
(SLD) 

Nez, gorge, périnée, urine, 
crachat, plaie 
 

Hebdomadaire 3 cultures négatives 
consécutives 

44 jours (nez)a 

Sanford, 
1994 [169] 

RE Patients réhospitalisés Nez, aisselle, aine, périnée, 
plaie, crachat, aspirat trachéal 
 

A la réadmission 2 cultures négatives 40 mois 

Scanvic, 
2000 [170] 

PR Patients réhospitalisés Nez, aisselle, aine, plaie Dans les 3 jours 
suivant la réadmission 

4 cultures négatives 
(réalisées sur 2 sites 
différents) 
 

8,5 moisb 

Eveillard, 
2004 [172] 
 

PR Personnel hospitalier Nez Toutes les 3 semaines 1 culture négative 83 jours 

Vriens, 2005 
[177] 

PR Patients hospitalisés ou 
en consultation externe 

Nez, gorge, périnée, plaie, 
peau, urine, crachat 

Tous les 6 mois Cultures négatives pour 
tous les sites (réalisées à 
partir de 3 prélèvements 
distincts) 
 

14 mois 

Marschall, 
2006 [175] 

RE Patients hospitalisés Nez, aine, plaie, sécrétion 
trachéale, urine 

Intermittente Cultures négatives pour 
tous les sites (réalisées à 
partir de 2 prélèvements 
distincts) 
 

7,4 moisb 

Lucet, 2009 
[106] 

PR Patients hospitalisés puis 
en soins à domicile 

Nez, plaie chronique Mensuelle pendant les 
soins à domicile puis 
tous les 3 mois 
  

2 cultures négatives à 1 
semaine d'intervalle 

282 joursb (9,4 mois) 

Lautenbach, 
2010 [174] 

PR Patients en consultation 
externe et contacts 
familiaux 
 

Nez, aisselle, gorge, aine, 
périnée 

Toutes les 2 semaines Cultures négatives pour 
tous les sites 

44 joursc (cas index) 
54 joursc (contacts familiaux) 

Mattner, 
2010 [168]  

RE Patients réhospitalisés Nez, gorge, plaie, prélèvement 
clinique 

A la réadmission 3 cultures négatives sur 
3 jours 

549 joursb (18,3 mois) 
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Suite du tableau 4 
 

Références Schéma de 
l'étude Population Sites de prélèvements Fréquence des 

prélèvements 
Définition de la 
décolonisation 

Durée médiane de 
colonisation 

Larsson, 
2011 [173] 

RE Cas communautaires Nez, gorge, périnée, plaie Mensuelle 3 à 4 cultures négatives 
pendant 2 mois puis 1 
culture négative 1 an 
après 
 

5,9 moisb 

Haverkate, 
2014 [167] 

PR Patients réhospitalisés Nez, périnée, plaie 2 fois par semaine 
pendant 
l'hospitalisation puis à 
la réadmission 
 

2 cultures négatives 0,4 mois (12 jours) 

Rogers, 2014 
[179] 

PR Patients sortis de 
l'hôpital 

Nez, prélèvement clinique 1 prélèvement à 
domicile 
 

1 culture négative 33,3 mois 

Cluzet, 2015 
[176] 

PR Patients hospitalisés et 
contacts familiaux 

Nez, aisselle, aine Toutes les 2 semaines 2 cultures négatives 
consécutives 

21 joursb 

 
Abréviations : PR, prospective ; RE, rétrospective ; SLD, soins de longue durée. 
a Autres sites de prélèvement : 83 jours (gorge), 30 jours (périnée), 30 jours (urine), 29 jours (crachat), 44 jours (plaie). 
b Estimation de Kaplan-Meier. 
c Moyenne. 
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Tous les travaux présentés ici se sont focalisés sur la durée de colonisation par SARM. A notre 
connaissance, aucune étude ne s’est spécifiquement intéressée à la durée de colonisation par 
SASM. Le deuxième objectif de ce travail de recherche dont les résultats sont présentés dans le 
chapitre 4 était d’étudier la persistance de SARM et de SASM et ainsi de comparer la durée de 
colonisation chez les souches résistantes et sensibles. Le fait de se placer chez des patients non 
colonisés par S. aureus à leur admission en centres de MPR et d’avoir un suivi hebdomadaire 
systématique de leur statut de colonisation nasale permettait de définir la date d’acquisition de 
la bactérie et d’estimer la durée de colonisation avec précision. 
 
2.3.3 Facteurs influençant la perte de colonisation 
 
Plusieurs travaux se sont intéressés aux facteurs influençant la perte de colonisation 
(décolonisation) de S. aureus, et donc par extension aux facteurs influençant la durée de 
colonisation. Certaines études ont identifié les facteurs associés au portage persistant (dont la 
définition ne fait actuellement pas l’objet d’un consensus, cf. 2.1.2), alors que d’autres se sont 
intéressées à déterminer les facteurs de décolonisation de la bactérie (en utilisant là encore des 
définitions différentes de la décolonisation, cf. 2.3.2). 
 
Dans une étude réalisée afin d’identifier les facteurs associés à la décolonisation par SARM, 
l’âge avancé était associé à une durée de colonisation plus longue [176]. Ce résultat est en 
contradiction avec celui obtenu par Larrsson et al. où le jeune âge était significativement associé 
à une plus longue durée de colonisation [173]. Concernant l’autonomie des individus, la 
décolonisation de SARM était associée à l’autosuffisance dans les activités quotidiennes [106]. 
Avoir des contacts familiaux colonisés par SARM, la présence d’au moins deux sites corporels 
positifs ainsi que la présence de plaies cutanées étaient des facteurs de persistance de SARM 
[170, 173, 175, 180]. Une étude portant sur la colonisation chez des patients hémodialysés a 
montré que ceux qui étaient infectés par le VIH étaient plus à risque de portage persistant [181]. 
Enfin, la contraception hormonale semblerait également jouer un rôle dans la persistance de 
colonisation nasale par S. aureus chez les femmes [182].  
 
Larsson et al. ont identifié un facteur de risque de persistance de colonisation par SARM propre 
à la bactérie. En effet, dans leur étude, le spa type t002 était un facteur protecteur de 
décolonisation (HR, 0,57 ; IC95%, 0,40–0,80) [173]. Une étude longitudinale réalisée chez 31 
volontaires danois a quant à elle montré que le polymorphisme des gènes codant pour la 
coagulase et pour la protéine A ne contribuait pas à la persistance de S. aureus [183]. 
 
Concernant l’impact des antibiotiques sur la durée de colonisation, le traitement antibiotique 
d’une infection clinique était associé significativement à la décolonisation de SARM (HR, 
2,17 ; IC95%, 1,66–2,83), de la même manière qu’un traitement d’éradication topique (HR, 1,70 ; 
IC95%, 1,16–2,49) ou systémique (HR, 3,45 ; IC95%, 2,69–4,43) [173]. Harbarth et al. ont 
identifié l’utilisation antérieure de fluoroquinolones comme facteur de persistance de SARM 
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(HR, 1,8 ; IC95%, 1,0–3,3) chez des patients participant à un essai clinique de traitement nasal 
par mupirocine [180]. Chez des patients présentant une infection des tissus mous, le traitement 
par clindamycine était associé à une décolonisation plus rapide de SARM (HR, 1,72 ; IC95%, 
1,28–2,30), bien que le mécanisme derrière cette association ne soit pas connu [176].  
 
Le deuxième objectif de ce travail de recherche incluait également l’identification des facteurs 
influençant la perte de colonisation de SARM et de SASM. Les résultats obtenus à partir des 
données de la cohorte ASAR sont présentés dans le chapitre 4. 
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Chapitre 3. Facteurs de risque d’acquisition de S. aureus 
 
Dans ce chapitre, nous présentons tout d’abord le contexte méthodologique, un résumé de 
l’article I, puis l’article lui-même (en anglais) et les données supplémentaires. Seuls le format 
des références bibliographiques et la numérotation des figures ont été modifiés afin de s’intégrer 
de façon cohérente dans ce manuscrit de thèse. Le PDF de l’article tel qu’il a été publié en 2014 
dans la revue Clinical Infectious Diseases [184] est disponible en annexe selon les préférences 
de lecture. 
 
3.1 Contexte méthodologique  
 
3.1.1 Principe de l’analyse cas-cas-témoins 
 
En épidémiologie, les analyses cas-témoins sont classiquement utilisées pour déterminer les 
facteurs de risque d’apparition d’un évènement, le plus souvent une maladie, en comparant la 
fréquence d’exposition à un facteur de risque dans un groupe de sujets atteints de cette maladie 
(les cas) et dans un groupe de sujets indemnes de cette maladie (les témoins) [185]. Une 
fréquence plus élevée de l’exposition parmi les cas indique alors une possible association entre 
le facteur de risque et la maladie. L’un des critères fondamentaux dans le choix du groupe 
témoin est que les sujets n’ayant pas la maladie soient représentatifs de la population dont sont 
issus les cas, permettant ainsi de fournir une fréquence de base de l’exposition au facteur de 
risque [186].  
 
Ce critère majeur peut faire défaut lorsque l’événement étudié est l’acquisition d’une bactérie 
résistante. En général, deux types de témoins peuvent être utilisés pour étudier l’acquisition 
d’une bactérie résistante à un antibiotique : des individus colonisés par la forme sensible de la 
bactérie ou des individus non colonisés. Dans certains cas, le groupe de témoins est mixte et est 
constitué de ces deux types. 
 
Comme nous l’avons vu au chapitre 2, l’émergence d’une mutation conduisant une bactérie 
sensible à devenir résistante à un antibiotique est rare. Les témoins colonisés par une bactérie 
sensible ne sont donc pas représentatifs de la population source dont les cas sont issus. De plus, 
parce que la bactérie est sensible à l’antibiotique, l’exposition à cet antibiotique est moins 
importante dans ce groupe de témoins que dans la population source, ce qui peut surestimer 
l’association entre la prise de cet antibiotique et l’acquisition de la bactérie résistante [187, 188]. 
Ainsi, une étude portant sur les facteurs de risque d’acquisition de formes résistantes de 
Pseudomonas aeruginosa, d’entérocoques et d’Escherichia coli a montré que l’effet des 
antibiotiques mis en évidence en utilisant des témoins sensibles diminuait ou n’était plus 
significatif lorsqu’il s’agissait de témoins indemnes de la bactérie [189]. L’utilisation de 
témoins non colonisés permet a contrario une bonne représentativité de la population dont sont 
issus les cas. Néanmoins, dans ce type d’analyse, il n’est pas possible de différencier les 
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facteurs de risque de la bactérie résistante de ceux de la forme sensible, ainsi que les facteurs de 
risque d’acquisition indépendants du phénotype de résistance de la bactérie. 
 
La méthodologie cas-cas-témoins décrite par Kaye et al. permet d’étudier les facteurs de risque 
d’organismes résistants [190]. Elle consiste à réaliser deux analyses cas-témoins au sein de la 
même étude : la première permet de comparer les cas colonisés par l’organisme résistant avec 
des témoins non colonisés par cet organisme ; la deuxième permet de comparer les cas colonisés 
par l’organisme sensible avec des témoins non colonisés (Figure 5). Ces deux analyses 
permettent ainsi d’identifier respectivement les facteurs spécifiques de la forme résistante et de 
la forme sensible. Si des facteurs de risque sont communs aux deux analyses, il s’agit de 
facteurs de risque de l’organisme indépendamment de son phénotype de résistance. C’est pour 
toutes ces raisons que nous avons utilisé ce schéma d’étude dans notre travail présenté en 3.3, 
afin de discriminer les facteurs d’acquisition de SARM et de SASM, et de déterminer les 
éventuels facteurs de risque communs à l’acquisition de S. aureus. 
 
 

 
 
Figure 5. Principe de l’analyse cas-cas-témoins dans le cadre de l’étude de la colonisation par S. aureus  
 
 
Le choix des témoins peut se faire de deux manières lors d’une analyse cas-cas-témoins. La 
première consiste à sélectionner le même groupe de témoins pour les deux analyses, permettant 
ainsi de comparer de façon optimale les deux modèles d’acquisition (c’est-à-dire de l’organisme 
résistant et de l’organisme sensible). La deuxième manière consiste à choisir deux groupes de 
témoins différents pour chacune des analyses cas-témoins. Le principal avantage de cette 
dernière est de faciliter l’appariement des cas et des témoins, donc d’obtenir des groupes de 
témoins comparables à ceux des cas. En revanche, parce que les témoins utilisés pour l’analyse 
des cas résistants et des cas sensibles sont différents, les résultats des deux modèles 
d’acquisition sont moins comparables que lorsqu’un même groupe de témoins est utilisé. 
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Dans notre travail, nous avons choisi de réaliser deux procédures d’appariement distinctes pour 
les cas résistants et les cas sensibles, et ce à partir du même groupe de témoins potentiels. Un 
témoin pouvait donc être utilisé dans les deux analyses cas-témoins, ce qui a concerné une 
grande majorité. 
 
3.1.2 Critères d’appariement 
 
Comme nous venons de l’indiquer, le fait de choisir deux groupes de témoins distincts pour 
l’analyse cas-cas-témoins permet d’apparier les cas et les témoins plus facilement. Un facteur de 
confusion important à prendre en compte dans les études s’intéressant à l’acquisition d’une 
bactérie résistante est la période à risque, c’est-à-dire la période entre l’admission et 
l’acquisition de la bactérie pour les cas, et la durée de suivi pour les témoins [191]. En effet, 
plus la durée de suivi est longue, plus le risque d’acquérir la bactérie est important, et plus le 
risque de consommer un antibiotique augmente. La période à risque est donc un facteur de 
confusion potentiel. 
 
La pression de colonisation, définie par la proportion de patients colonisés par une bactérie dans 
une zone géographique donnée (un service par exemple) pendant une durée donnée [192], est 
également un paramètre important à prendre en compte lorsque l’on étudie les facteurs de risque 
d’acquisition d’une bactérie résistante. [193]. En effet, la pression de colonisation varie dans le 
temps en fonction des admissions et des sorties des patients et de leur statut de colonisation, ce 
qui peut influencer le risque de transmission interindividuelle. Plusieurs études ont notamment 
identifié la pression de colonisation comme facteur augmentant le risque d’acquisition de 
SARM [158, 194, 195]. Il est donc important de prendre en compte ce paramètre (ou des 
proxys) lors de l’analyse. 
 
Afin d’obtenir une population de témoins comparables à celle des cas dans notre étude, un 
appariement a été réalisé sur trois critères : la durée d’exposition prise en compte dans l’analyse, 
le centre et la date de premier prélèvement nasal (± six mois), les deux derniers critères 
permettant d’ajuster sur la pression de colonisation (Figure 6). La durée d’exposition prise en 
compte dans l’analyse pour les cas était définie comme la période à risque, c’est-à-dire la 
période entre l’admission et l’acquisition de S. aureus. En revanche, la durée d’exposition prise 
en compte dans l’analyse pour les témoins correspondait à leur durée de suivi, qui devait être au 
moins égale à la période à risque des cas. Si elle lui était supérieure, la durée d’exposition prise 
en compte dans l’analyse pour les témoins était fixée de manière à égaler la période à risque des 
cas.
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Figure 6. Appariement des cas et des témoins 
Dans cet exemple, le cas et le témoin sont issus du même centre (centre 1). La date de premier 
prélèvement nasal du témoin se situe jusqu’à six mois avant ou six mois après le premier prélèvement 
nasal du cas. Enfin, le cas se colonise ici au cours de la troisième semaine de suivi (S3), la durée 
d’exposition prise en compte dans l’analyse est donc de trois semaines. La durée d’exposition prise en 
compte dans l’analyse pour le témoin est également de trois semaines (même si son suivi se prolonge au-
delà). 
 
 
3.2 Résumé de l’article I 
 
Le premier objectif de cette thèse était d’identifier les facteurs d’acquisition de S. aureus, et plus 
particulièrement les facteurs de risque d’acquisition de SARM dans des services de MPR. La 
colonisation, par définition asymptomatique, est une étape importante dans le processus de 
dissémination de S. aureus dans la population. De plus, la colonisation par S. aureus précède 
souvent le développement d’une infection [18]. De nombreux facteurs de risque de colonisation 
et/ou d’infection par SARM ont été décrits dans la littérature, notamment des marqueurs de la 
transmission interindividuelle et de la pression de colonisation [152, 195, 196]. Des travaux ont 
également rapporté que l’utilisation de fluoroquinolones était associée à la colonisation et/ou à 
l’infection par SARM [152-161]. Cependant, le protocole de ces études ne permettait pas 
toujours de distinguer les patients ayant acquis la bactérie au cours de leur hospitalisation des 
patients déjà colonisés ou infectés à leur admission (cf. Tableau 3 du chapitre 2). L’objectif de 
ce travail était d’identifier les facteurs de risque d’acquisition de colonisation par SARM, et en 
particulier l’influence des fluoroquinolones.  
 
Pour cela, nous avons utilisé les données de la cohorte multicentrique prospective ASAR 
incluant des patients non porteurs de S. aureus à l’admission et hospitalisés en services de MPR 
de janvier 2008 à octobre 2010. L’intérêt de réaliser cette étude sur des patients hospitalisés en 
rééducation était de pouvoir les suivre pendant une durée raisonnablement prolongée et 
permettre ainsi d’observer l’acquisition de SARM au cours de leur suivi. Le statut de 
colonisation nasale et les facteurs de risque d’acquisition potentiels ont été recueillis 
hebdomadairement pendant 13 semaines ou jusqu’à la sortie du patient. Il est important de 
souligner que, dans cette étude, le terme d’acquisition a été utilisé pour définir, chez les patients 
initialement non colonisés par S. aureus à l’admission, le premier prélèvement nasal positif pour 
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cette bactérie au cours du suivi hebdomadaire. Nous avons choisi de réaliser une analyse cas-
cas-témoins, présentée au début de ce chapitre, afin de différencier les facteurs de risque 
d’acquisition spécifiques de SARM et de SASM. Les cas et les témoins étaient appariés sur le 
centre, la date de premier prélèvement nasal et la durée d’exposition prise en compte dans 
l’analyse afin d’ajuster sur la pression de colonisation et sur la période à risque d’acquisition. 
 
Dans ce travail, nous avons mis en évidence que la consommation de fluoroquinolones était un 
facteur de risque d’acquisition de SARM, mais pas de SASM, confirmant ainsi notre hypothèse 
de travail. Il s’agit à notre connaissance du premier article mettant en évidence l’association 
entre cette classe d’antibiotiques et l’acquisition de colonisation par SARM dans des 
établissements de soins de longue durée. De plus, nous avons identifié le sexe masculin et 
l’intensité élevée des soins à l’admission comme facteurs de risque d’acquisition de SARM, 
l’assistance à la toilette et l’utilisation d’un dispositif urinaire comme facteurs de risque 
d’acquisition de SASM. Ces résultats suggèrent que l’acquisition de S. aureus, indépendamment 
du phénotype de résistance à la méticilline, serait le résultat d’une transmission 
interindividuelle. En effet, l’intensité des soins à l’admission, l’assistance à la toilette et la 
présence d’un dispositif urinaire sont des indicateurs d’une fréquence de contacts élevée avec le 
personnel soignant. 
 
Ce premier travail confirme que les bonnes pratiques d’hygiène sont nécessaires pour maîtriser 
la diffusion de S. aureus dans les services de MPR et qu’il est important d’intégrer les 
fluoroquinolones dans les politiques de bon et de moindre usage des antibiotiques afin de limiter 
l’acquisition de SARM. Afin d’étudier les différentes étapes de l’histoire naturelle du 
staphylocoque doré, nous nous attacherons dans le prochain chapitre à déterminer la durée de 
colonisation par SARM et par SASM et à identifier les facteurs pouvant influencer la perte de 
colonisation. 
 
3.3 Article I : Fluoroquinolone use is a risk factor for methicillin-resistant 
Staphylococcus aureus acquisition in long-term care facilities: a nested case-case-
control study 
 
Authors. Clotilde Couderc1,2,3,a, Sarah Jolivet1,2,3,a, Anne CM Thiébaut1,2,3, Caroline Ligier1,2,3, 
Laetitia Remy4, Anne-Sophie Alvarez4, Christine Lawrence4, Jérôme Salomon5, Jean-Louis 
Herrmann4,6, Didier Guillemot1,2,3 on behalf of the Antibiotic Use and Staphylococcus aureus 
Resistant to Antibiotics (ASAR) Study Groupb 
 
1 Unité de Pharmaco-Épidémiologie et Maladies Infectieuses, Institut Pasteur, Paris 
2 U657, Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale, Paris 
3 EA 4499, Université de Versailles–Saint-Quentin-en-Yvelines, Montigny le Bretonneux 
4 Service de Microbiologie, Hôpital Raymond Poincaré, Garches 
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National des Arts et Métiers, Paris 
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Minor, A. Petit, and T. Sorel 
 
Keywords. methicillin-resistant Staphylococcus aureus, fluoroquinolone, case-case-control 
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Abstract 
 
Background. Methicillin-resistant Staphylococcus aureus (MRSA) nasal colonization is a well-
established risk factor for subsequent infection and a key event in interindividual transmission. 
Some studies have showed an association between fluoroquinolones and MRSA colonization or 
infection. The present study was performed to identify specific risk factors for MRSA 
acquisition in long-term care facilities (LTCFs). 
Methods. A prospective cohort of patients naive for S. aureus colonization was established and 
followed (January 2008 through October 2010) in 4 French LTCFs. Nasal colonization status 
and potential risk factors were assessed weekly for 13 weeks after inclusion. Variables 
associated with S. aureus acquisition were identified in a nested-matched case-case-control 
study using conditional logistic regression models. Cases were patients who acquired MRSA (or 
methicillin-sensitive S. aureus [MSSA]). Patients whose nasal swab samples were always 
negative served as controls. Matching criteria were center, date of first nasal swab, and exposure 
time. 
Results. Among 451 included patients, 76 MRSA cases were matched to 207 controls and 112 
MSSA cases to 208 controls. Multivariable analysis retained fluoroquinolones (odds ratio, 2.17; 
95% confidence interval, 1.01–4.67), male sex (2.09; 1.10–3.98), and more intensive care at 
admission (3.24; 1.74–6.04) as significantly associated with MRSA acquisition, and body-
washing assistance (2.85; 1.27–6.42) and use of a urination device (1.79; 1.01–3.18) as 
significantly associated with MSSA acquisition. 
Conclusions. Our results suggest that fluoroquinolones are a risk factor for MRSA acquisition. 
Control measures to limit MRSA spread in LTCFs should also be based on optimization of 
fluoroquinolone use. 
 
Introduction 
 
Staphylococcus aureus is a commensal organism colonizing several sites in the human body, 
especially the anterior nares. This Gram-positive bacterium is responsible for numerous 
infections including skin infections, bacteremia or respiratory diseases. Notably, 30%–50% of 
healthy adults are colonized by S. aureus, and nasal colonization is known to be an important 
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risk factor for subsequent infection [18, 28], with infection rates higher in carriers than in 
noncarriers [27, 197, 198] and individuals usually being infected with their own carriage isolate 
[28]. Moreover, the highest risk of methicillin-resistant S. aureus (MRSA) infection occurs 
shortly after patients become newly colonized [199]. 
 
MRSA was first described in 1961 in England [7] and has since been responsible for numerous 
hospital and community epidemics worldwide [200]. Despite concerted efforts, control of 
MRSA diffusion remains elusive in healthcare facilities in many developed countries. MRSA 
colonization is the major factor leading to the occurrence of infection and results in increased 
morbidity and mortality rates and hospital costs [102, 201]. Extra in-hospital costs specifically 
attributable to MRSA infections are estimated to reach 380 million euros annually in Europe 
[3]. Thus, identification of risk factors for MRSA colonization might help in the development of 
strategies to prevent MRSA spread in human populations. 
 
Numerous risk factors for MRSA colonization and/or infection have already been identified, 
including previous hospitalization, age, invasive procedure, coma, intensive care unit (ICU) 
stay, intensity of care, or prior MRSA colonization [39, 181, 196, 202]. Among these factors, 
the intensity of contacts between healthcare workers and patients might play a crucial role 
[203]. Use of antibiotics, particularly fluoroquinolones, was associated with increased risk of 
MRSA colonization in tertiary care hospitals [152, 161, 180]. MRSA diffusion in a population 
includes 3 individual-level components (acquisition, persistence of colonization and 
transmission to another person), and the mechanism behind their association with antibiotic use 
is poorly understood. Therefore, it is of major importance to investigate whether 
fluoroquinolone use influences MRSA acquisition, persistence of colonization, or transmission. 
Herein, we report the results of a study designed to investigate the specific effect of 
fluoroquinolones on MRSA acquisition. 
 
Methods 
 
Settings and Study Design 
We established a prospective cohort of patients naive for S. aureus colonization to examine risk 
factors for S. aureus acquisition. The study was conducted in France from January 2008 to 
October 2010 in 4 neurologic long-term care facilities (LTCFs): Raymond-Poincaré University 
Hospital, Garches (2 wards), Maritime Hospital, Berck (2 wards), Jacques-Calvé Center, Berck 
(2 wards), and Sainte-Barbe Center, Fouquières-lès-Lens (4 wards). Hereafter, these LTCFs are 
respectively referred to as centers 1, 2, 3, and 4. They were chosen because their average 
duration of patient stay is 3 months, thereby allowing the role of longer patient follow-up in the 
probability of S. aureus acquisition to be evaluated. Patients hospitalized in LTCFs for 
neurologic impairment often need extensive care and assistance involving multiple contacts 
with healthcare workers and antibiotics for urinary infections. In addition, LTCFs may serve as 
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a reservoir for the spread and control of MRSA among hospital providing more-acute care 
[204]. 
Patients were included if they were ≥18 years old, not initially colonized with S. aureus 
(negative nasal and perineal swab samples at admission), and were hospitalized for a neurologic 
disorder with an expected length of stay ≥2 months. Immunocompromised patients were 
excluded. For each patient, nasal colonization status and potential risk factors were collected 
weekly for at least 13 weeks after inclusion or until discharge if that occurred earlier. MRSA 
and/or methicillin-sensitive S. aureus (MSSA) acquisition was defined as the first positive nasal 
swab sample during follow-up. 
 
Variables associated with S. aureus acquisition were investigated in a nested-matched case-
case-control study, which uses 2 separate case-control analyses in a single study [190]. Cases 
were patients who acquired MRSA (or MSSA). If a patient had acquired both MRSA and 
MSSA at the first positive nasal swab sample, he or she was considered to be both an MRSA 
case and an MSSA case in the analyses. Patients whose nasal swab samples were always 
negative during follow-up served as controls. MRSA and MSSA cases were then compared with 
different MRSA- and MSSA-negative control groups. This study design allows comparison of 
the 2 final models and the identification of risk factors specifically associated with MRSA, 
MSSA, and/or S. aureus acquisition [190]. 
 
Each MRSA case was matched with ≤3 controls and each MSSA case with ≤2 controls by 
center, date of first nasal swab sample (±6 months), and exposure time. Exposure time for a case 
was defined from the date of inclusion in the study to the date of S. aureus acquisition [205]. 
The matched control should have been followed up for at least the same exposure time period. 
After matching, exposure time for each control was set to equal that of his or her matched case. 
Matching for exposure time allowed adjustment for confounding by time at risk [191], and 
matching for center and date of first nasal swab sample served to limit potential confounding by 
colonization pressure [194]. Matched controls were randomly selected and could be used in 
both analyses, because matching procedures for MRSA and MSSA cases were performed 
separately.  
 
Data Collection 
At inclusion, sociodemographic data (sex and age) were collected, as well as clinical 
characteristics (type of neurologic disorder, diabetes mellitus, intensive care burden at 
admission, skin lesions at admission) and preadmission history (transfer from another healthcare 
facility, hospitalization during the preceding year, prior ICU admission, surgery or LTCF stay 
during the preceding 3 months, and antibiotic use during the past month). 
 
Every week, the following data were prospectively recorded using standardized questionnaires: 
strict and/or contact isolation, invasive medical device use (catheter, tracheostomy, enteral 
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nutrition, or urination device), aseptic dressing, body-washing assistance, manual evacuation of 
fecal impaction, and wound swabbing for S. aureus identification. 
Regarding antimicrobial use, daily exposure was recorder either in computerized pharmacy 
records or in specific standardized questionnaires for the entire institutionalization period. 
Antimicrobial agents were classified as follows: β-lactams, macrolides, lincosamides and 
streptogramins, aminoglycosides, fluoroquinolones, other anti-Staphylococcus agents (including 
tetracyclines, pipemidic acid, polymyxins, fusidic acid, metronidazole, sulfonamides, nitrofuran 
derivatives, and rifampicin). 
 
For antimicrobial use and variables collected weekly during follow-up, patients who were 
exposed at least once during their exposure time were considered exposed. 
 
Microbiologic Methods 
To assess S. aureus colonization, alginate swabs were rotated around the inside of both nostrils. 
Swabs were then placed in Stuart’s transport medium (Transwab; Medical Wire and Equipment) 
and kept at room temperature until arrival at the Microbiology of Raymond-Poincaré University 
Hospital. Screening for MRSA and antimicrobial susceptibility testing were performed (see 
Supplementary Methods). To determine S. aureus clonal diversity, all strains isolated from the 
first positive nasal swab samples were subjected to spa typing. 
 
Statistical Analyses 
Categorical variables were compared using χ2 or Fisher exact tests; continuous variables were 
compared with Student t tests. Univariate and multivariable analyses used conditional logistic 
regression models. Odds ratios (ORs) and 95% confidence interval (CIs) were calculated for all 
variables, and all significant associations were evaluated. All variables with Wald test P < .20 in 
univariate analyses were included in the multivariable models (hereafter referred to as full 
models). Backward-stepwise approaches were used to identify independent predictors. 
Variables were removed one by one manually, starting with the variable with the highest P 
value, until all remaining variables had statistically significant OR estimates, leading to the final 
adjusted models. Wald tests were performed to systematically evaluate all pairwise interaction 
terms in each final model. The Hosmer-Lemeshow goodness-of-fit test was used to assess 
model fit. Sensitivity analyses were performed after exclusion of patients who acquired 
S. aureus 1 week after inclusion or patients receiving antibiotic therapy at admission. A further 
analysis was performed after restricting MRSA cases to those with a fluoroquinolone-resistant 
phenotype. For all calculations, statistical significance was defined at P < .05 (2 sided). All 
analyses were performed using Stata software (version 11; StataCorp). 
 
Ethics 
An institutional review board (Comité de Protection des Personnes Ile-de-France XI) approved 
the study protocol (reference 07032); no written informed consent was obtained from the 
patients because the study interventions were standard care. Authorization was also obtained 
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from the Comission nationale de l’informatique et des libertés (French Data Protection Agency; 
reference 907302). 
 
Results 
 
Study Population 
From January 2008 to October 2010, a total of 952 patients were preincluded (Figure 7). 
Among them, 414 (43.5%) S. aureus carriers at admission were excluded. Colonization pressure 
was similar across centers (see supplementary Table 7). In total, 451 patients were included 
from centers 1, 2, 3 and 4, respectively: 159 (35.3%), 59 (13.1%), 150 (33.3%), and 83 (18.4%). 
The cohort’s overall mean age was 51.7 years, 289 patients (64.1%) were male, and 255 
(56.5%) were followed up for 13 weeks. 
 
 

 
 
Figure 7. Flowchart of the study population and case-case-control matching  
Center 1 was Raymond-Poincaré University Hospital (Garches, France); center 2, Maritime Hospital 
(Berck, France); center 3, Jacques-Calvé Center (Berck, France); and center 4, Sainte-Barbe Center 
(Fouquières-lès-Lens, France). The resistance phenotype of the S. aureus–positive strains corresponds to 
the first positive nasal swab sample during follow-up (ie, at S. aureus acquisition). Abbreviations: 
MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus.  
 
 
During follow-up, 187 patients had ≥1 S. aureus–positive nasal swab sample. The percentages 
of patients who acquired S. aureus did not differ among centers (P = .37). In total, 76 or 112 
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 246 patients matched to cases: 
207 MRSA controls 
208 MSSA controls 

18 patients not matched to 
cases 

Matching 

501 patients not included: 
414 S. aureus carriers at admission  

(136 MRSA, 262 MSSA, 16 MRSA/MSSA); 
87 patients excluded for other reasons  
(follow-up problem, refusal, death...) 
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patients, respectively, acquired MRSA or MSSA based on their first positive nasal swab sample 
(1 patient acquired both). The median time from inclusion to MRSA acquisition was 5 weeks 
(interquartile range, 2–8 weeks) and did not differ significantly (P = .08) from the median time 
to MSSA acquisition (4 weeks; interquartile range, 2–6 weeks). Nasal swab samples of the 
remaining 264 patients were negative for S. aureus during follow-up. 
 
Among the 188 S. aureus isolates, 71 (93.4%) of the 76 MRSA strains and 8 (7.1%) of the 112 
MSSA strains were fluoroquinolone resistant. The 178 S. aureus (94.7%) represented 69 spa 
types, and no known spa type could be identified for 6. The 3 predominant spa types were t008 
(19.1%), t777 (10.1%), and t002 (6.7%) (Figure 8). MRSA strains were less diverse than 
MSSA strains (21 and 56 spa types, respectively), with 8 shared spa types. 
 
The 76 MRSA cases were matched to 207 MRSA controls, with 55 (72.4%) each matched to 3 
controls. The 112 MSSA cases were matched to 208 MSSA controls, with 96 (85.7%) each 
matched to 2 controls. Among the 264 potential controls, 246 (93.2%) were used for MRSA or 
MSSA matching, including 170 (69.1%) used for both MRSA and MSSA matching.  
 
Based on exposure time, the protocol called for a total of 2883 samples to be obtained (1 sample 
per week). Of these, 254 (8.8%) were missing. During this period, the most prescribed 
antibiotics were ciprofloxacin (70.4%) among fluoroquinolones and amoxicillin/clavulanic acid 
(33.3%) among β-lactams. 
 
At admission, case-matched controls (n = 246) were comparable to controls (n = 18) not used in 
the analyses, except for center (P = .01). The latter were also more likely to be men (P = .002) 
or to have had a previous LTCF stay (P = .01) and were less likely than case-matched controls 
to have undergone prior surgery (P = .02) or a prior ICU stay (P = .02). 
 
Case-Case-Control Analysis 
According to univariate analyses (Table 5), MRSA acquisition was significantly more frequent 
in male patients, patients requiring more intensive care at admission, and those hospitalized 
during the past year or admitted to the ICU during the preceding 3 months, and it was 
significantly associated with β-lactam or fluoroquinolone use and the need for body-washing 
assistance during follow-up. 
 
Risk factors were also analyzed for MSSA acquisition. Age distributions differed significantly 
between MSSA cases and controls, but with no trend according age. MSSA acquisition was 
significantly associated with manual evacuation of fecal impaction, body-washing assistance, or 
use of a urination device. During follow-up, patients whose wounds were swabbed were more 
likely to acquire MSSA than patients with no wound sampled. 
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Figure 8. Diversity of spa types at acquisition for methicillin-resistant S. aureus (MRSA) and 
methicillin-sensitive S. aureus (MSSA) 
The 6 strains that could not be assigned to any known spa types are not shown (1 MRSA and 5 MSSA). 
 
 
Multivariable analyses retained 3 factors significantly and independently associated with MRSA 
acquisition: male sex (OR, 2.09; 95% CI, 1.10–3.98), higher intensive care burden at admission 
(3.24; 1.74–6.04), or fluoroquinolone use (2.17; 1.01–4.67) (Table 6). The independent risk 
factors for MSSA acquisition were the need for body-washing assistance during follow-up (OR, 
2.85; 95% CI, 1.27–6.42) or use of a urination device (1.79; 1.01–3.18). No statistically 
significant interaction between risk factors was found. Hosmer-Lemeshow goodness-of-fit test 
results indicated that the final MRSA or MSSA acquisition models reflected the data well (P = 
.94 and P = .80, respectively). 
 
Similar MRSA and MSSA risk factors were found in multivariable case-control analyses after 
exclusion of patients who acquired S. aureus 1 week after inclusion or patients receiving 
antibiotic therapy at admission (supplementary Table 9). In addition, fluoroquinolone use was 
also significantly associated with fluoroquinolone-resistant MRSA acquisition (supplementary 
Table 9).  
 
Discussion 
 
Our main objective was to identify risk factors for MRSA acquisition. To the best of our 
knowledge, this is the first study designed to prospectively evaluate those risk factors in a case-
case-control analysis. That study design is considered an effective and more accurate tool to 
assess risk factors for resistant organisms than a standard case-control design, because it allows 
simultaneous comparison of the risk factors for the isolation of antibiotic-resistant or antibiotic-
susceptible strains [190]. 
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Table 5. Univariate analyses of MRSA and MSSA cases vs controls 
 
      MRSA, No. (%)a  MSSA, No. (%)a  Univariate analyses 
 Cases Controls  Cases Controls  MRSA: Cases vs Controls  MSSA: Cases vs Controls 
Variable (n = 76) (n = 207)  (n = 112) (n = 208)  OR (95% CI) P Valueb  OR (95% CI) P Valueb 
Demographics            
 Male sex 53 (69.7) 118 (57.0)  77 (68.8) 124 (59.6)  1.88 (1.03–3.43)   .04  1.55 (.96–2.49) .08 
 Age, y            
  18–29 11 (14.5)   19 (9.1)  13 (11.6)   19 (9.1)  Reference   .62  Reference   .047 
  30–49 20 (26.3)   61 (29.5)  39 (34.8)   61 (29.3)  0.55 (.22–1.37)   0.82 (.33–2.05)  
  50–69 38 (50.0) 105 (50.7)  40 (35.7) 107 (51.4)  0.61 (.27–1.40)   0.49 (.20–1.19)  
  ≥70   7 (9.2)   22 (10.6)  20 (17.9)   21 (10.1)  0.57 (.18–1.77)   1.26 (.45–3.54)  
Baseline clinical characteristic            
 Cerebral neurologic disorderc 54 (72.0) 151 (74.4)  82 (73.9) 148 (73.3)  0.91 (.48–1.71)   .77  1.00 (.58–1.72) 1 
 Diabetes mellitus   8 (10.7)   32 (15.8)  16 (14.6)   32 (15.8)  0.65 (.28–1.48)   .30  0.78 (.40–1.53)   .47 
 More intensive care at admissiond 57 (76.0) 100 (49.0)  62 (56.4) 103 (50.7)  3.35 (1.82–6.17) <.001  1.35 (.80–2.27)   .26 
 Skin lesions at admission 21 (28.0)   54 (26.6)  37 (33.6)   55 (27.2)  1.05 (.59–1.86)   .88  1.48 (.86–2.53)   .16 
History (before admission)            
 Admission from healthcare facility 68 (90.7) 181 (88.7)  96 (87.3) 182 (89.7)  1.42 (.56–3.57)   .46  0.70 (.32–1.55)   .38 
 Previous hospitalization 70 (94.6) 167 (85.2)  99 (91.7) 176 (88.4)  3.43 (1.14–10.3)   .03  1.32 (.56–3.09)   .53 
 Previous ICU stay 43 (57.3)   81 (41.1)  48 (44.9)   85 (42.9)  1.97 (1.12–3.47)   .02  1.16 (.69–1.95)   .57 
 Previous surgical stay 33 (44.0)   83 (42.4)  44 (41.5)   83 (42.1)  1.08 (.63–1.87)   .78  1.04 (.64–1.71)   .87 
 Previous LTCF stay  11 (14.7)   20 (10.0)  10 (9.3)   20 (10.1)  1.57 (.72–3.42)   .26  1.00 (.45–2.23) 1 
 Previous antibiotic therapy 34 (44.7)   71 (34.3)  38 (33.9)   66 (31.7)  1.53 (.90–2.59)   .12  1.15 (.69–1.91)   .60 
Antimicrobial usee            
 Any 29 (38.2)   57 (27.5)  25 (22.3)   55 (26.4)  1.60 (.90–2.86)   .11  0.85 (.49–1.49)   .31 
 β-lactams 19 (25.0)   29 (14.0)  12 (10.7)   27 (13.0)  2.06 (1.05–4.06)   .04  0.86 (.41–1.77)   .67 
 Macrolides, lincosamides, or streptogramins   1   (1.3)     5 (2.4)    2 (1.8)     5 (2.4)  0.53 (.06–4.90)   .57  0.80 (.16–4.12)   .79 
 Aminoglycosides   6   (7.9)   10 (4.8)    4 (3.6)     8 (3.9)  1.64 (.57–4.71)   .36  1.00 (.30–3.32) 1 
 Fluoroquinolones 15 (19.7)   19 (9.2)    8 (7.1)   18 (8.7)  2.39 (1.13–5.05)   .02  0.88 (.36–2.12)   .77 
 Other anti-Staphylococcus agentsf   1   (1.3)     2 (1.0)    1 (0.9)     3 (1.4)  1.30 (.12–14.5)   .83  0.67 (.07–6.41)   .73 
 Other antimicrobialsg 12 (15.8)   25 (12.1)    9 (8.0)   27 (13.0)  1.31 (.63–2.74)   .47  0.61 (.27–1.36)   .23 
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Table 5 continued 
 

 MRSA, No. (%)a  MSSA, No. (%)a  Univariate analyses 
 Cases Controls  Cases Controls  MRSA: Cases vs Controls  MSSA: Cases vs Controls 
Variable (n = 76) (n = 207)  (n = 112) (n = 208)  OR (95% CI) P Valueb  OR (95% CI) P Valueb 
Other follow-up variablee            
 Strict isolation 17 (22.7)   42 (20.5)  19 (17.8)   33 (16.4)  1.13 (.59–2.17) .71  1.06 (.56–2.00) .87 
 Contact isolation 20 (26.7)   50 (24.5)  25 (23.4)   45 (22.4)  1.27 (.63–2.56) .51  1.22 (.66–2.25) .76 
 Catheter 17 (22.4)   31 (15.0)  14 (12.5)   26 (12.5)  1.74 (.87–3.49) .12  1.07 (.52–2.22) .85 
 Tracheostomy 10 (13.2)   27 (13.0)  15 (13.4)   28 (13.5)  0.95 (.44–2.06) .90  1.06 (.55–2.03) .87 
 Aseptic dressing 11 (14.5)   20 (9.7)  15 (13.4)   18 (8.7)  1.59 (.72–3.52) .25  1.63 (.76–3.51) .21 
 Enteral nutrition 17 (22.7)   28 (13.6)  16 (14.7)   25 (12.4)  1.73 (.87–3.46) .12  1.27 (.65–2.50) .48 
 Manual evacuation of faecal impaction 14 (18.7)   24 (11.7)  23 (21.3)   24 (11.8)  1.87 (.91–3.85) .09  2.21 (1.14–4.24) .02 
 Body-washing assistance 67 (89.3) 163 (79.5)  97 (90.0) 157 (77.7)  2.60 (1.09–6.18) .03  3.22 (1.44–7.19) .004 
 Urination device 22 (29.3)   44 (21.5)  33 (30.3)   37 (18.3)  1.53 (.85–2.75) .16  1.95 (1.12–3.40) .02 
  Wound swabbing 28 (36.8)   56 (27.1)   43 (38.4)   55 (26.4)   1.55 (.89–2.70) .12   1.83 (1.10–3.03) .02 
 

Abbreviations: CI, confidence interval; ICU, intensive care unit; LTCF, long-term care facility; MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive 
S. aureus; OR, odds ratio. 
a Percentage are based on the number of patients whose data were available (ie, excluding missing data; see supplementary Table 8). 
b Boldface P values represent statistically significant differences. 
c Compared with medullary or peripheral neurologic disorder. 
d Compared with less intensive care at admission. 
e Exposed at least once since admission. 
f Including glycopeptides, fosfomycin, and linezolid. 
g Including tetracyclines, pipemidic acid, polymyxins, fusidic acid, metronidazole, sulfonamides, nitrofuran derivatives, and rifampicin. 
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Table 6. Multivariable analyses of MRSA and MSSA cases vs controls 
 
      MRSA: Cases vs Controls  MSSA: Cases vs Controls 
   Full modela  Final adjusted modelb  Full modela  Final adjusted modelb 
Variable OR (95% CI) P Value  OR (95% CI) P Value  OR (95% CI) P Value  OR (95% CI) P Value 
Demographics            
 Male sex 2.07 (1.01–4.23) .047  2.09 (1.10–3.98)   .025  0.62 (.36–1.08) .09  - - 
 Age, y            
  18-29 - -  - -  Reference .16  - - 
  30-49 - -  - -  0.94 (.34–2.61)   - - 
  50-69 - -  - -  0.58 (.21–1.61)   - - 
  ≥70 - -  - -  1.39 (.43–4.53)   - - 
Baseline clinical characteristic            
 More intensive care at admissionc 2.75 (1.23–6.10) .013  3.24 (1.74–6.04) <.001  - -  - - 
 Skin lesions at admission - -  - -  0.97 (.49–1.92) .93  - - 
History (prior to admission)            
 Previous hospitalization 2.67 (.74–9.64) .13  - -  - -  - - 
 Previous ICU stay 1.57 (.79–3.12) .20  - -  - -  - - 
 Previous antibiotic therapy 1.14 (.57–2.29) .71  - -  - -  - - 
Antimicrobial used            
 β-lactams 0.75 (.31–1.81) .53  - -  - -  - - 
 Fluoroquinolones 2.33 (1.00–5.45) .05  2.17 (1.01–4.67)   .049  - -  - - 
Other follow-up variabled            
 Catheter 1.02 (.45–2.31) .97  - -  - -  - - 
 Enteral nutrition 0.56 (.20–1.56) .27  - -  - -  - - 
 Manual evacuation of fecal impaction 1.15 (.43–3.07) .79  - -  1.11 (.47–2.63) .81  - - 
 Body-washing assistance 1.13 (.40–3.21) .81  - -  2.58 (1.04–6.36) .04  2.85 (1.27–6.42) .01 
 Urination device 1.01 (.44–2.35) .98  - -  1.54 (.77–3.09) .22  1.79 (1.01–3.18) .047 
  Wound swabbing 1.13   (.53–2.43) .76   - -   1.57 (.80–3.08) .19   - - 

 

Abbreviations: CI, confidence interval; ICU, intensive care unit; MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus; OR, odds ratio. 
a Multivariable full models correspond to models including all the variables with Wald test P value <.20 in univariate analyses. 
b Final adjusted models correspond to models including all the remaining variables showing significant OR estimates after manual backward-stepwise selections. 
c Compared with less intensive care at admission. 
d Exposed at least once since admission. 
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A key finding was that previous fluoroquinolone use was significantly associated with MRSA 
but not MSSA acquisition. That observation strongly suggests that fluoroquinolone use 
facilitates MRSA acquisition. Previous studies had identified fluoroquinolone use as increasing 
the risk for MRSA colonization [152, 180] or infection [150, 153, 155] compared with MSSA 
or absence of S. aureus isolation. A meta-analysis that included 24 320 patients showed that the 
risk of MRSA colonization or infection increased 3-fold after exposure to fluoroquinolones 
[149]. 
 
Two mechanisms changing MRSA biologic properties after exposure to fluoroquinolones, 
might explain how these antibiotics influence MRSA acquisition. First, fluoroquinolone 
exposure could affect fluoroquinolone-resistant S. aureus adhesion. Two in vitro studies showed 
that subinhibitory ciprofloxacin levels induced the expression of fibronectin-binding proteins by 
fluoroquinolone-resistant S. aureus, leading to increased adhesion to fibronectin-coated surfaces 
[162, 163]. Second, fluoroquinolones might also increase MRSA growth. Thus, half the 
fluoroquinolone minimal inhibitory concentration increased the proportion of the more resistant 
subpopulations in heteroresistant S. aureus >10-fold [164]. 
 
We identified 2 additional risk factors for MRSA acquisition: male sex and the need for more 
intensive care at admission. Male sex had previously been found to be a risk factor [39, 206, 
207], probably because of the higher frequencies of others factors predisposing men rather than 
women to MRSA acquisition. Moreover, because controls not used in the analyses were more 
likely to be men than case-matched controls, male sex being a risk factor for MRSA acquisition 
might partly be an artifact of control selection. More intensive care at admission was previously 
reported to be associated with acquisition of several antibiotic-resistant organisms, including 
MRSA [152]. This risk factor may be a marker of disease severity and may reflect the high level 
of healthcare worker contacts linked to interindividual transmission. 
 
We did not find any concordance among risk factors for MRSA and MSSA acquisition, but 
factors associated with MRSA (eg, more intensive care at admission) or with MSSA acquisition 
(eg, body-washing assistance and urination device) reflect frequent contacts with healthcare 
workers, suggesting that factors involved in interindividual transmission are risk factors for 
S. aureus acquisition, regardless of the methicillin resistance phenotype. That possibility is 
supported by univariate analysis identification of body-washing assistance as significantly 
associated with MRSA and MSSA acquisitions. 
 
The methods used to investigate MRSA colonization of infection risk factors have differed 
widely across studies, especially regarding study design (cross-sectional or longitudinal), 
adjustment for the at-risk period or comorbid conditions, and the control group definition, 
which could lead to biased evaluation of antibiotic impact. For example, using MSSA-colonized 
patients as controls could overestimate the association between antibiotic use and MRSA 
colonization [191]. To date, almost no well-designed epidemiologic studies have ever been 
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undertaken to provide evidence of an association between previous antibiotic exposure and the 
risk of MRSA acquisition. The case-case-control study design usually uses the same control 
group for pathogen-resistant and pathogen-sensitive risk-factor analyses [190]. In the present 
study, we compared MRSA and MSSA cases with different control groups, to match cases and 
controls according to 3 important confounding variables (center, date of first nasal swab sample, 
and exposure time), making the controls more representative of the source population from 
which MRSA and MSSA cases originated. Although the choice of 2 separate control groups 
may affect comparison of risk factors between the 2 case-control analyses, the fact that our 2 
control groups shared numerous patients rendered the results of the 2 analyses much more 
comparable. 
 
Our study had some limitations. First, detection of S. aureus acquisition was based only on 
standard microbiologic techniques, without recourse to molecular methods (eg, real-time 
polymerase chain reaction) that can increase detection sensitivity. We were reassured to find 
t008, t777, and t002 as the most prevalent spa types, which is consistent with the spa types 
circulating in France and Europe [208, 209]. Moreover, only nasal swab samples were used to 
determine the presence of S. aureus. Although the combined nasal and skin (axilla and groin) 
swab samples were shown to be more sensitive than nasal swab samples alone [210], we 
decided not to use wound swabbing in the MRSA/MSSA case definitions because we focused 
on acquisition of colonization, and S. aureus presence in wounds might indicate infection. 
Furthermore, wounds were not systematically swabbed, so their use could introduce a selection 
bias, if the swabbed patients were more likely to receive antibiotics. An imperfect S. aureus 
detection sensitivity from perineal and nasal swab samples at inclusion could result in including 
false-negative patients, thus biasing our cohort selection. Similarly, a missing or false-negative 
nasal swab sample during follow-up could yield misclassification of cases as controls, making 
them more alike and thus underestimating the ORs. Nevertheless, after exclusion of patients 
who acquired S. aureus 1 week after study inclusion or those receiving antibiotic therapy at 
admission, multivariable analyses yielded similar results, thereby reinforcing our findings. 
 
Second, colonization pressure was not evaluated and, therefore, could not be used to adjust our 
models for the MRSA and MSSA burden. However, we chose to match by center and date of 
first nasal swab sample to limit potential confounding by colonization pressure.  
 
Third, our findings in LTCFs might not be generalizable to all hospital settings. However, the 
association we found between fluoroquinolone use and MRSA acquisition expands previous 
knowledge on risk factors for MRSA colonization/infection in tertiary care hospitals [150, 152, 
153, 155, 161, 180], reinforcing the notion that antibiotic stewardship is essential, whatever the 
setting. Antibiotic use being rather intensive and inappropriate in LTCFs [63], it may differ 
from that in tertiary care hospitals. 
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In conclusion, S. aureus cross-transmission in LTCFs can be controlled by improving hygiene, 
particularly hand washing. Notably, the effect of fluoroquinolones on MRSA acquisition 
represents another determinant of MRSA diffusion. Nevertheless, their effect on the other stages 
of MRSA diffusion (persistent colonization and transmission) remains to be investigated. Our 
findings should encourage reconsideration of the importance of cautious fluoroquinolone use. 
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Jacobson for editorial assistance.  
 
3.4 Données supplémentaires de l’article I 

 
Supplementary methods 
A 100-µl aliquot was plated on mannitol salt agar plates (Bio-Rad, France) and ChromID 
MRSA (bioMérieux, France) and incubated for 48 hours at 37°C [211]. MRSA screening was 
performed using cefoxitin disks (30µg) and a chromogenic cephalosporin was used for β-
lactamase detection. Antimicrobial susceptibility testing was performed on all S. aureus isolates 
on Mueller-Hinton agar plates (bioMérieux, France) using the disk diffusion method. 
Amplification of a region of the spa gene was performed using PCR with primers 1113F (5’-
TAAAGACGATCCTTCGGTGAGC-3’) and 1496R (5’-TTTGCTTTTGCAATGTCATTTA 
CT-3’). DNA sequences were performed at GenoScreen (Lille, France) and were obtained using 
a 3730xl DNA Analyzer (Applied Biosystems). 
 
Table 7. Pre-included patients colonized with S. aureus at admission 
 

  Center 1a  
(n = 300) 

Center 2a  
(n = 136) 

Center 3a  
(n = 310) 

Center 4a  
(n = 206) 

Total  
(n = 952) 

Pre-included patients colonized with: No. (%) No. (%) No. (%) No. (%) No. (%) 
MRSA    27 (9.0) 33 (24.3)  43 (13.9) 33 (16.0) 136 (14.3) 
MSSA  83 (27.7) 27 (19.9)  93 (30.0) 59 (28.6) 262 (27.5) 
MRSA and MSSA      4 (1.3) 6 (4.4)  4 (1.3) 2 (1.0) 16 (1.7) 
Total 114 (38.0) 66 (48.5) 140 (45.2) 94 (45.6)  414 (43.5) 

 

Abbreviations: MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus.  
a Center 1: Raymond-Poincaré University Hospital (Garches, France); center 2: Maritime Hospital (Berck, 
France); center 3: Jacques-Calvé Center (Berck, France); center 4: Sainte-Barbe Center (Fouquières-lez-
Lens, France). 
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Table 8. Missing data for MRSA and MSSA case-control analyses 
 
      MRSA analysis   MSSA analysis 
   Cases Controls    Cases  Controls  
Variable  (n = 76) (n = 207)   (n = 112) (n = 208) 
Demographics      
 Male gender 0   0  0   0 
 Age, y 0   0  0   0 
        
Baseline clinical characteristic      
 Cerebral neurological disorder 1   4  1   6 
 Diabetes mellitus 1   4  2   5 
 More intensive care at admission 1   3  2   5 
 Skin lesions at admission 1   4  2   6 
        
History (prior to admission)      
 Admission from healthcare facility 1   3  2   5 
 Previous hospitalization 2 11  4   9 
 Previous ICU stay 1 10  5 10 
 Previous surgery stay 1 11  6 11 
 Previous LTCF stay  1   6  4   9 
 Previous antibiotic therapy 0   0  0   0 
        
Antimicrobial use      
 Any 0   0  0   0 
 β-lactams 0   0  0   0 
 Macrolides, lincosamides or streptogramins 0   0  0   0 
 Aminoglycosides 0   0  0   0 
 Fluoroquinolones 0   0  0   0 
 Other anti-Staphylococcus agents 0   0  0   0 
 Other antimicrobials 0   0  0   0 
        
Other follow-up variable      
 Strict isolation 1   2  5   7 
 Contact isolation 1   3  5   7 
 Catheter 0   0  0   0 
 Tracheostomy 0   0  0   0 
 Aseptic dressing 0   0  0   0 
 Enteral nutrition 1   1  3   7 
 Manual evacuation of faecal impaction 1   2  4   5 
 Body-washing assistance 1   2  3   6 
 Urination device 1   2  3   6 
  Wound swabbing 0   0  0   0 

 

Abbreviations: ICU, intensive care unit; LTCF, long-term care facility; MRSA, methicillin-resistant 
S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus. 
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Table 9. Results of multivariable sensitivity analyses 
 
a) After excluding patients who acquired S. aureus one week after their admission 
 
  MRSA, No. (%) OR (95% CI) P Value Variable Cases (n = 70) Controls (n = 192) 
Male gender 48 (68.6) 109 (56.8) 1.96 (1.02–3.79)   .044 
More intensive care at admissiona 54 (78.3)   91 (48.2) 3.62 (1.88–6.99) <.001 
Fluoroquinolones 15 (21.4)   19 (9.90) 2.13 (0.92–5.18)  .08 
 MSSA, No. (%) OR (95% CI) P Value Variable Cases (n = 87) Controls (n = 162) 
Body-washing assistance 78 (90.0) 127 (79.4) 2.29 (0.99–5.30)  .05 
Urination device 26 (30.0)   33 (20.6) 1.58 (0.84–2.98)  .16 

 
b) After excluding patients on antibiotherapy at admission 
 
  MRSA, No. (%) OR (95% CI) P Value Variable Cases (n = 72) Controls (n = 194) 
Male gender 51 (70.8) 111 (57.2) 2.17 (1.10–4.33)   .027 
More intensive care at admissiona 55 (77.5)   90 (47.1) 3.69 (1.91–7.12) <.001 
Fluoroquinolones 13 (18.1) 16 (8.3) 2.26 (0.99–5.16)  .05 
 MSSA, No. (%) OR (95% CI) P Value Variable Cases (n = 112) Controls (n = 197) 
Body-washing assistance 97 (89.0) 150 (78.1) 2.65 (1.18–5.95)  .019 
Urination device 33 (30.3)   32 (16.7) 2.03 (1.12–3.68)  .020 

 
c) Comparing fluoroquinolone-resistant MRSA Cases vs MRSA Controls 
 
  MRSA, No. (%) OR (95% CI) P Value Variable Cases (n = 71) Controls (n = 193) 
Male gender 52 (73.2) 109 (56.5) 2.67 (1.32–5.37)   .006 
More intensive care at admissiona 53 (75.7)   94 (49.2) 3.25 (1.69–6.26) <.001 
Fluoroquinolones 15 (21.1) 18 (9.3) 2.51 (1.14–5.56)   .023 

 

Abbreviations: CI, confidence interval; MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-
sensitive S. aureus; OR, odds ratio. 
a Compared to less intensive care at admission. 
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Chapitre 4. Durée de colonisation et facteurs influençant la perte de 
colonisation 
 
Dans ce chapitre, nous présentons tout d’abord le contexte méthodologique, un résumé de 
l’article II, puis l’article lui-même (en anglais) et les données supplémentaires. Seuls le format 
des références bibliographiques et la numérotation des figures ont été modifiés afin de s’intégrer 
de façon cohérente dans ce manuscrit de thèse. Le PDF de l’article tel qu’il a été publié en 2015 
dans la revue Antimicrobial Agents and Chemotherapy [212] est disponible en annexe selon les 
préférences de lecture.  
 
4.1 Contexte méthodologique : analyse d’événements récurrents 
 
L’analyse de survie est la méthode de référence lorsqu’il s’agit d’étudier la survenue d’un 
événement au cours du temps. On appelle durée de survie le temps écoulé jusqu’à la survenue 
de l’événement étudié. A l’origine, cet événement désignait le décès mais d’autres événements 
ont par la suite été considérés, en particulier l’apparition d’une maladie ou une guérison. Les 
méthodes d’analyse de survie permettent de décrire le temps de survenue d’un événement, de 
comparer la durée de survie entre différents groupes et d’évaluer l’effet de variables explicatives 
sur la survie. Dans notre analyse, l’événement d’intérêt était la perte de colonisation de 
S. aureus, la durée de colonisation étant mesurée à partir de la date d’acquisition. 
 
Les données de survie présentent la caractéristique d’être potentiellement affectées par un 
phénomène de censure. La censure à droite correspond au fait que l’événement peut ne pas être 
observé pour certains individus (observations incomplètes). Une donnée est ainsi censurée à 
droite si l’individu n’a pas subi l’événement à sa dernière observation. Dans ce cas, on sait 
seulement que la durée de survie est supérieure à une certaine valeur. Le mécanisme de censure 
peut être aléatoire ou non aléatoire. Le premier cas correspond par exemple aux études de 
cohorte où les individus sont inclus de manière aléatoire et uniforme dans le temps et où la date 
d’analyse est fixée a priori (censure administrative). Le temps de participation des individus est 
ainsi aléatoire. En revanche, lors d’études expérimentales chez des animaux par exemple, la 
durée d’observation peut être fixée à l’avance si le protocole prévoit de sacrifier les animaux 
après un temps défini à partir de leur inclusion. Dans ce deuxième cas, le mécanisme de censure 
est non aléatoire. Dans notre analyse, le mécanisme de censure à droite était aléatoire étant 
donné que la durée de suivi des individus inclus dans la cohorte n’était pas déterminée a priori. 
Tous les individus dont l’événement de décolonisation n’était pas observé à la fin de leur suivi 
étaient censurés. De plus, un individu pouvait présenter plusieurs épisodes de colonisation 
pendant son suivi, et les épisodes pour lesquels il n’était pas possible de définir l’événement de 
décolonisation en raison de prélèvements manquants étaient également censurés à droite.  
 
La censure par intervalle est fréquente dans les études de cohorte où les individus sont suivis de 
manière intermittente à l’occasion de visites successives par exemple, ou lorsque des 
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prélèvements biologiques sont réalisés pour définir l’événement. Dans ce cas, la durée de survie 
ne peut pas être déterminée avec exactitude, la seule information disponible étant que 
l’événement s’est produit entre deux dates connues. Dans notre analyse, la durée de colonisation 
était censurée par intervalles car la fréquence des prélèvements microbiologiques permettant de 
définir le statut de colonisation nasal des individus était hebdomadaire. 
 
4.1.1 Le modèle de Cox à risques proportionnels  
 
Le modèle le plus répandu pour l’analyse statistique des enquêtes de cohorte en épidémiologie 
est le modèle de Cox à risques proportionnels [213]. Ce modèle permet de prendre en compte 
plusieurs facteurs de risque d’apparition de l’événement sans donner aux fonctions de survie 
une forme paramétrique.  
 
Un modèle à risques proportionnels exprime une relation entre la fonction de risque instantané λ 
et un vecteur de p variables explicatives x = (x1, x2, ..., xp), en incluant une fonction de risque de 
base λ0 qui donne la forme générale du risque et qui est commune à tous les individus :  
 

λ(t, x) = λ0(t) c(β, x) 
 
où β est le vecteur de dimension p des coefficients de régression associés aux variables 
explicatives. La fonction de risque est le produit d’une fonction de risque de base λ0(t) qui ne 
dépend que du temps t ≥ 0 et d’une fonction c(β, x) qui n’en dépend pas. La fonction c(β, x) 
dépend des caractéristiques x du sujet, et cette dépendance est mesurée par le vecteur des 
coefficients β. Ce modèle est dit à risques proportionnels car le rapport des fonctions de risque 
ne varie pas au cours du temps, quels que soient les individus ayant pour vecteurs de 
covariables x et y : 
 

 

 
On choisit en général c(β, x) = exp(β’x) = exp(β1x1 + β2x2 + ... + βpxp) afin d’obtenir une 
fonction de risque positive sans contrainte sur les valeurs des coefficients. Ce cas particulier 
constitue le modèle de Cox : 
 

λ(t, x) = λ0(t) exp(β’x) 
 

Ce modèle est dit semi-paramétrique car la fonction λ0(t) est de forme inconnue. 
  

    

€ 

λ(t , x)
λ(t , y)

=
c(β, x)
c(β, y)
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4.1.2 Le modèle de Cox à fragilité partagée 
 
Le modèle de Cox fait traditionnellement l’hypothèse d’indépendance des temps de survie, au 
moins conditionnellement aux covariables observables incluses dans le modèle. Or, dans 
certains cas, les données de survie sont dites corrélées et violent cette hypothèse 
d’indépendance. Il existe plusieurs types de données corrélées [214]. 
 
Données groupées. Le premier schéma de données corrélées correspond à des données 
groupées, c’est-à-dire lorsque différents groupes d’individus sont suivis de manière simultanée. 
Par exemple, lors d’études familiales, les groupes d’individus correspondent aux différentes 
familles. Les temps de survie de deux individus n’appartenant pas à la même famille sont 
supposés indépendants, alors que les temps de survie des membres d’une même famille peuvent 
être dépendants. 
 
Données répétées. Chaque individu est suivi de manière à étudier l’événement d’intérêt 
plusieurs fois, avec un nombre fixe de temps d’observation pour chaque individu. Les durées de 
survie entre individus sont supposées indépendantes, alors que les temps de survie pour un 
même individu peuvent être dépendants. De telles données résultent typiquement d’une étude 
expérimentale, comme les expériences croisées (cross-over) dans lesquelles on administre 
plusieurs traitements de façon consécutive chez un même individu. L’événement d’intérêt est 
étudié plusieurs fois pour chaque individu et pour un nombre fixe de traitements.  
 
Données récurrentes. L’événement d’intérêt peut survenir plusieurs fois chez le même individu, 
par exemple des infections pulmonaires chez des enfants atteints de mucoviscidose ou des 
épisodes d’hypoglycémie chez des sujets diabétiques. Là encore, les temps de survie entre deux 
individus sont supposés indépendants alors que les différentes durées de survie observées chez 
un même individu peuvent être dépendantes. En revanche, le nombre de temps d’observation est 
aléatoire contrairement aux données répétées.  
 
Dans notre étude, nous avons choisi de réaliser une analyse de survie où l’événement d’intérêt 
était la perte de colonisation de S. aureus. Plusieurs épisodes de colonisation, donc plusieurs 
événements de décolonisation, pouvaient survenir chez le même individu. Le nombre 
d’épisodes par individu étant aléatoire, les données utilisées dans notre analyse étaient 
récurrentes.  
 
Utiliser un modèle de Cox traditionnel pour l’analyse de données corrélées peut biaiser les 
paramètres de régression. Les modèles de survie à fragilité partagée ont été introduits par 
Vaupel, Manton et Stallard en 1979 pour prendre en compte l’hétérogénéité non observée de la 
population et consistent à inclure dans le modèle de survie un effet aléatoire appelé « fragilité » 
[215]. Il s’agit d’une variable aléatoire continue qui quantifie l’excès de risque ou « fragilité » 
d’un individu ou d’un groupe d’individus [216]. Ces modèles permettent ainsi de traiter la 
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dépendance des durées de survie lors de l’analyse d’événements récurrents. Dans ce cas, le 
terme de fragilité est commun à tous les épisodes d’un même individu mais différent d’un 
individu à l’autre. Du fait de sa positivité, cette variable aléatoire a pour effet d’accroître le 
risque de survenue de l’événement d’intérêt, c’est pourquoi elle est qualifiée de « fragilité ». Le 
modèle de Cox à fragilité partagée est un prolongement du modèle de Cox présenté en 4.1.1. : 
 

λ(t, xij) = λ0(t) exp(β’xij + ωi) 
 
où ωi est la fragilité de l’individu i (i = 1 à n, n étant la taille de la population), et xij le vecteur 
de p covariables de l’épisode j (j = 1 à ni, ni étant le nombre aléatoire d’épisodes de chaque 
individu i). Dans ce modèle, les durées de survie sont supposées indépendantes 
conditionnellement aux ωi. La fragilité est un facteur aléatoire dont la distribution doit être 
spécifiée. Différentes distributions peuvent être affectées à la fragilité ; elle est cependant 
généralement choisie parmi les distributions appartenant à la famille exponentielle (gamma, 
lognormale, inverse gaussienne, stable positive). Dans notre travail, la fragilité est distribuée 
selon une loi normale de moyenne 0 et de variance θ ≥ 0. En notant ωi = log(ui), le modèle à 
fragilité partagée devient : 
 

λ(t, xij) = λ0(t) ui exp(β’xij) 
 
où ui suit une distribution lognormale de médiane 1. L’estimation de la variance de la fragilité 
permet de quantifier l’hétérogénéité entre les individus et donc la corrélation entre les épisodes 
d’un même individu. 
 
4.1.3 Échelles de temps 
 
La définition de l’échelle de temps en analyse de survie est fondamentale car elle peut avoir un 
impact sur l’estimation des coefficients β des variables explicatives [217]. Il est notamment 
important qu’elle soit choisie de manière à ce que l’origine de temps coïncide avec le début de 
la période à risque des individus. La durée de suivi, c’est-à-dire le temps depuis l’inclusion, est 
classiquement utilisée dans les études où le début du suivi correspond à une intervention 
(comme l’initiation d’un traitement) ou au diagnostic d’une maladie [218]. En revanche, dans le 
cas d’études observationnelles, s’intéressant par exemple à l’apparition d’une maladie, l’âge 
peut être utilisé comme échelle de temps, la date de naissance étant prise comme origine de 
temps. Si l’incidence de la maladie varie beaucoup au cours du temps, comme l’infection du 
VIH dans les années 1980, le temps calendaire peut également être utilisé en tant qu’échelle de 
temps principale [219]. 
 
Dans le cadre d’événements récurrents, il est fréquent de mesurer la durée de survie comme le 
délai écoulé depuis la plus récente occurrence. Par exemple, si l’hospitalisation est l’événement 
considéré dans l’analyse, le délai de survie est défini comme la durée de suivi depuis la plus 



71 

récente hospitalisation. La date de début de chaque épisode est ainsi réinitialisée à 0, il s’agit 
d’une échelle de temps par intervalles [220]. Dans notre étude, cela implique que, quelle que 
soit la date d’acquisition de S. aureus, le temps associé au début de chaque épisode de 
colonisation est 0 (Figure 9). Une autre approche, celle en temps calendaire, considère le temps 
écoulé depuis le début du suivi de la cohorte. Dans ce cas, si l’on considère le suivi du patient 
présenté dans la figure 9, les temps d’événements correspondent aux semaines calendaires 44 et 
46. 
 
 

 
 
Figure 9. Échelle de temps par intervalles et échelle de temps calendaire 
La semaine de suivi correspond au nombre de semaines depuis l’inclusion de l’individu dans l’étude 
ASAR. La date correspond à celle du prélèvement nasal permettant de déterminer le statut de colonisation 
par S. aureus et la semaine calendaire indique le numéro de semaine correspondant. Le pas de temps 
utilisé pour l’analyse est la semaine car la fréquence de recueil de certaines variables explicatives 
(concernant les actes invasifs par exemple) était hebdomadaire. 
 
 
Le but de notre travail étant de déterminer la durée de colonisation par S. aureus, nous avons 
choisi d’utiliser une échelle de temps par intervalles dans notre analyse principale. Dans celle-
ci, les épisodes de colonisation pour lesquels des prélèvements manquants ne permettaient pas 
de définir précisément la date d’acquisition de S. aureus n’ont pas été pris en compte. Ainsi, le 
temps 0 des épisodes de colonisation considérés correspondait au temps à partir duquel les 
individus étaient à risque de décolonisation. Étant donné que les épisodes avec le même temps 
écoulé depuis le temps 0 constituent l’ensemble des épisodes à risque aux différentes dates 
d’événements, les caractéristiques associées à un épisode chez un individu présentant un 
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événement de décolonisation pouvaient donc être comparées à celles associées à un épisode 
toujours à risque de décolonisation chez ce même individu.  
 
Une approche par temps calendaire a été ensuite utilisée dans une analyse de sensibilité. Ceci 
nous a permis d’inclure les épisodes préalablement supprimés dans l’analyse principale pour 
lesquels la date d’acquisition de S. aureus n’était pas définie avec exactitude. L’utilisation d’un 
temps calendaire est en effet recommandée lorsque l’événement étudié est la survie après le 
diagnostic d’une maladie et qu’il est difficile de déterminer la date de survenue de cette maladie 
[221]. Dans notre analyse, cette approche nous a également permis de mieux prendre en compte 
la pression de colonisation qui pouvait varier au cours du suivi. 
 
4.2 Résumé de l’article II 
 
L’une des étapes importantes du processus de dissémination de S. aureus est la persistance de 
colonisation. Le deuxième objectif de cette thèse était d’estimer la durée de colonisation par 
SARM et par SASM et d’identifier les facteurs pouvant influencer la persistance de la 
colonisation. Des études se sont intéressées à la durée de colonisation par SARM mais ont 
donné lieu à des résultats très disparates, notamment en raison d’une hétérogénéité des 
définitions de la décolonisation, des fréquences de prélèvements, des durées de suivi ou encore 
des méthodes d’identification de S. aureus [178]. Certains facteurs associés à une plus longue 
durée de colonisation par SARM ont également été décrits, tels que la présence de plusieurs 
sites corporels colonisés par SARM ou la consommation de fluoroquinolones [173, 180]. 
 
Afin de répondre au deuxième objectif de cette thèse, nous avons à nouveau utilisé les données 
de la cohorte multicentrique prospective ASAR. Les patients ayant acquis S. aureus au cours de 
leur suivi ont été inclus dans cette analyse. Les souches de S. aureus ont été définies en prenant 
en compte leur phénotype de résistance à la méticilline et leur spa type. L’événement d’intérêt, 
la décolonisation, a été défini par deux prélèvements consécutifs négatifs pour la souche de 
S. aureus de l’épisode de colonisation considéré. Les durées médianes de colonisation par 
SARM, SASM et S. aureus ont été estimées par la méthode de Kaplan-Meier et les facteurs de 
perte de colonisation ont été identifiés à l’aide de modèles de Cox à fragilité partagée afin de 
tenir compte de la dépendance des événements de décolonisation au sein du même patient. 
 
Nous avons montré que les durées médianes estimées de colonisation par SARM et par SASM 
étaient respectivement de trois semaines et de deux semaines. De plus, le phénotype de 
résistance à la méticilline n’était pas significativement associé à la perte de colonisation de 
S. aureus. En analyse multivariée, aucun facteur de perte de colonisation de SARM n’a été 
identifié. En revanche, la présence de plaie(s) positive(s) pour une souche différente de celle du 
nez et la consommation de fluoroquinolones étaient significativement associées à la perte de 
colonisation de SASM. 
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A notre connaissance, il s’agit de la première étude comparant les durées de colonisation par 
SARM et par SASM chez des patients hospitalisés dans des services de MPR. Le fait d’obtenir 
des durées de colonisation similaires suggère que le phénotype de résistance à la méticilline 
n’influence pas la durée de colonisation par S. aureus et que le coût biologique de cette 
résistance pourrait être limité en population. Par ailleurs, le fait que la présence de plaie(s) 
positive(s) pour une souche différente de celle du nez soit un facteur de perte de colonisation de 
SASM pourrait indiquer une compétition entre la souche colonisant la plaie et celle colonisant 
le nez. Enfin, nous avons montré que la consommation de fluoroquinolones était un facteur de 
risque de perte de colonisation de SASM, mais pas de SARM. Ceci suggère que la 
consommation de fluoroquinolones réduit la durée de colonisation par SASM. Il est cependant 
essentiel d’utiliser cet antibiotique avec prudence dans les établissements de soins considérant 
que les fluoroquinolones sont également un facteur de risque d’acquisition de SARM (cf 
Chapitre 3). 
 
4.3 Article II : Fluoroquinolone impact on nasal methicillin-resistant and 
methicillin-sensitive Staphylococcus aureus colonization durations in neurologic 
long-term-care facilities 
 
Authors. Clotilde Couderc1,2,3, Anne C.M. Thiébaut1,2,3, Christine Lawrence4, Coralie 
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Abstract 
 
Staphylococcus aureus nasal carriage is a risk factor for subsequent infection. Estimates of 
colonization duration vary widely among studies, and factors influencing the time to loss of 
colonization, especially the impact of antibiotics, remain unclear. We conducted a prospective 
study on patients naive for S. aureus colonization in 4 French long-term-care facilities. Data on 
nasal colonization status and potential factors for loss of colonization were collected weekly. 
We estimated methicillin-resistant S. aureus (MRSA) and methicillin-sensitive S. aureus 
(MSSA) colonization durations using the Kaplan-Meier method and investigated factors for loss 
of colonization using shared-frailty Cox proportional hazards models. A total of 285 S. aureus 
colonization episodes were identified in 149 patients. The median time to loss of MRSA or 
MSSA colonization was 3 weeks (95% confidence interval, 2 to 8 weeks) or 2 weeks (95% 
confidence interval, 2 to 3 weeks), respectively. In multivariable analyses, the methicillin 
resistance phenotype was not associated with S. aureus colonization duration (P = 0.21); the use 
of fluoroquinolones (hazard ratio, 3.37; 95% confidence interval, 1.31 to 8.71) and having a 
wound positive for a nonnasal strain (hazard ratio, 2.17; 95% confidence interval, 1.15 to 4.07) 
were associated with earlier loss of MSSA colonization, while no factor was associated with 
loss of MRSA colonization. These results suggest that the methicillin resistance phenotype does 
not influence the S. aureus colonization duration and that fluoroquinolones are associated with 
loss of MSSA colonization but not with loss of MRSA colonization. 
 
Introduction 
 
Staphylococcus aureus is a human commensal bacterium and a common cause of hospital-
acquired infections, ranging from mild skin infections to bacteremia. The anterior nares are the 
most common S. aureus niche, although the presence of extranasal sites of colonization is 
increasingly recognized [20, 222]. Approximately 30 to 50% of humans are asymptomatically 
colonized with S. aureus, and nasal carriage is a major risk factor for subsequent infection [18, 
28]. However, the role of long-term nasal S. aureus persistence remains unknown. Notably, 
persistent but not intermittent nasal S. aureus carriage is a risk factor for continuous peritoneal 
dialysis-related infections [223]. Moreover, long-term methicillin- resistant S. aureus (MRSA) 
carriers remain at risk for subsequent infection and death [224].  
 
Estimates of MRSA colonization duration vary widely among studies [106, 167-171, 173, 175, 
177] and range from 12 days [167] to 40 months [169]. A meta-analysis estimated that the 
median time to clearance was 88 weeks after documented, untreated MRSA colonization [178]. 
Some factors associated with a longer MRSA colonization duration have already been 
identified, e.g., ≥2 MRSA-positive body sites or a skin break at readmission [170, 173, 180], 
prior fluoroquinolone use [180], human immunodeficiency virus positivity [181], and household 
contacts with MRSA, young age, or spa type t002 [173]. Conversely, self-sufficiency in daily 
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activities [106] or having an antibiotic-treated documented infection [173] was associated with a 
shorter MRSA carriage time. 
 
This study was undertaken in long-term-care facilities (LTCFs) to evaluate prospectively nasal 
S. aureus (MRSA and/or methicillin-sensitive S. aureus [MSSA]) colonization duration and 
identify factors influencing the time to loss of colonization. 
 
Methods 
 
Settings and study design 
The Antibiotic Use and Staphylococcus aureus Resistant to Antibiotics (ASAR) study is a 
prospective cohort of patients naive for S. aureus colonization established in France from 
January 2008 to October 2010 in 4 neurologic LTCFs. Patients were included if they were not 
colonized with S. aureus at admission (negative nasal and perineal swab specimens), ≥18 years 
old, and hospitalized for a neurologic disorder with an expected stay of ≥2 months, as detailed 
previously [184]. An institutional review board (Comité de Protection des Personnes Île-de-
France XI) approved the study protocol (reference 07032); no written informed consent was 
obtained from the patients because the study interventions were standard care. Authorization 
was also obtained from the Commission Nationale de l’Informatique et des Libertés (French 
Data Protection Agency; reference 907302). 
 
Each patient was tested weekly for his or her status of nasal colonization with S. aureus. At 
inclusion, sociodemographic data (sex and age) and diabetes mellitus status were recorded. 
Every week, a standardized questionnaire was used to collect prospective data on strict isolation 
(single room or cohorting), contact isolation, use of an invasive medical device (catheter, 
tracheostomy, enteral nutrition, and/or urination device), body-washing assistance, and wound 
swabbing for S. aureus identification. Daily antimicrobial use was recorded either in 
computerized pharmacy records or on specific standardized questionnaires. Antibiotics were 
classified as follows: fluoroquinolones (Anatomical Therapeutic Chemical Group J01MA), 
aminoglycosides (J01G), and other anti-MSSA agents (including β-lactamase-resistant 
penicillins [J01CF], combined penicillins and β-lactamase inhibitors [J01CR], third- and fourth-
generation cephalosporins [J01DD/DE], and carbapenems [J01DH]). Macrolides, lincosamides, 
streptogramins, and other anti-S. aureus agents (including vancomycin, fusidic acid, 
fosfomycin, and rifampin) were rarely prescribed and were not considered in the analyses. 
 
Microbiologic techniques 
To assess S. aureus colonization, an alginate swab was rotated inside each nostril and then 
placed in Stuart’s transport medium (Transwab; Medical Wire and Equipment) and kept at room 
temperature until arrival at the Microbiology Laboratory of Raymond-Poincaré University 
Hospital. Screening for MRSA and antimicrobial susceptibility testing were performed as 
previously described [225]. To determine S. aureus clonal diversity, all strains isolated from 
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positive nasal swabs were subjected to spa typing. 
 
Definition of colonization episodes 
A colonization episode was defined as the period between the acquisition and loss of 
colonization with a given S. aureus strain. S. aureus strains were defined by their methicillin 
resistance phenotype and spa type. S. aureus-positive swabs for which the spa type was not 
identified were considered missing samples for the analyses. S. aureus strain acquisition was 
defined as a positive nasal swab following either negative nasal and perineal swabs at admission 
or following two consecutive nasal swab specimens negative for that strain during follow-up. 
This definition and missing samples meant that the date of colonization acquisition was 
unknown for many episodes and data for those episodes were excluded from the analyses 
(Figure 10). 
 
The event of interest was the loss of S. aureus colonization, defined as two consecutive nasal 
swab specimens negative for the episode strain. The time to loss of colonization was the number 
of weeks from the date of acquisition of a given strain. Episodes were right censored during 
follow-up at the last positive swab when consecutive missing samples prevented a precise loss-
of-colonization determination or at the end of observation. 
 
Statistical analyses 
Median MRSA, MSSA, and S. aureus colonization durations were estimated using the Kaplan-
Meier method to account for right-censored observations. Associations between factors and the 
loss of MRSA, MSSA, or S. aureus colonization were investigated using Cox proportional 
hazards models [226]. Because a patient could have several colonization episodes, a shared-
frailty term was used to model a lack of independence between a given patient’s events [227]. 
Episodes with a single S. aureus-positive nasal swab collected during the last week of the 
patient’s follow-up were not analyzed, because survival analysis requires that each episode be 
observed over some nonnull time interval. 
 
Isolation precautions, the use of an invasive medical device, body-washing assistance, antibiotic 
use, and having one or several S. aureus-positive wounds were included as time-dependent 
covariates in the models. We distinguished wounds colonized with the nasal strain (i.e., the 
strains had the same methicillin resistance phenotype and the same spa type) from wounds 
colonized with a nonnasal strain (i.e., the strains had different methicillin resistance phenotypes 
and/or spa types). For nasal swabs positive for two cocolonizing strains, we created a time-
dependent covariate (having another nasal S. aureus strain) for exposure to the strain different 
from that of the ongoing episode. Time-dependent covariates were analyzed as binary variables 
(exposed/nonexposed), and exposure was defined for the time interval between the collection of 
two nasal swab specimens. The dates of antibiotic prescriptions were compared with the 
estimated dates of S. aureus acquisition and loss of colonization, which were considered the 
midpoint between the times for the last negative and the first positive nasal swabs and the 
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midpoint between the times for the last positive and the first negative nasal swabs, respectively. 
 
 

 
 
Figure 10. Flowchart of the study population 
 
 
Hazard ratios (HRs) and 95% confidence intervals (CIs) were calculated for all variables. Those 
associated with time to loss of colonization in univariate analyses (2-sided P = 0.20) were 
included in the multivariable models and maintained in the final models when their HR 
estimates remained statistically significantly associated (2-sided P = 0.05) with loss of 
colonization using a manual backward stepwise procedure, yielding the final adjusted models. 

451 patients included 

194 patients with ≥1 S. aureus-positive nasal swab(s) 

456 S. aureus-colonization episodes (191 patients) 
252 loss-of-colonization events 

425 S. aureus-colonization episodes (178 patients) 
252 loss-of-colonization events 

396 S. aureus-colonization episodes (178 patients) 
225 loss-of-colonization  events 

285 S. aureus-colonization episodes (149 patients) 
175 loss-of-colonization events 

117 MRSA-colonization episodes (72 patients) 
70 loss-of-colonization events 

168 MSSA-colonization episodes (97 patients) 
105 loss-of-colonization events 

257 patients with all S. aureus-
negative nasal swabs 

68 S. aureus-positive nasal swabs 
with missing spa types 

31 episodes with only 1 S. aureus-
positive nasal swab collected the last 

week of the patient’s follow-up 

29 episodes with co-colonizing 
strains 

111 episodes with unknown date of 
S. aureus acquisition 
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All univariate and multivariable models were adjusted for center and fitted with the Efron 
method for handling ties [228]. Interactions between the strain’s methicillin resistance 
phenotype and all the covariates remaining in the final model of loss of S. aureus colonization 
were systematically evaluated. 
 
Sensitivity analyses (i) included only the first colonization episode per patient, (ii) used survival 
time recorded as calendar dates (i.e., nasal swabbing dates) rather than the time to loss of 
colonization, where time zero corresponded to the time of S. aureus acquisition (for this 
approach, episodes with an unknown date of acquisition could be included because the event of 
interest was the loss of S. aureus colonization on a given calendar date rather than the time from 
acquisition), and (iii) defined the loss of S. aureus colonization as three consecutive nasal swab 
specimens negative for the episode strain. 
 
Analyses were performed using SAS (version 9.3) software (SAS Institute, Cary, NC). The 
PHREG procedure and the RANDOM statement were used to fit a shared-frailty model to 
clustered data with normally distributed random effects. 
 
Results 
 
Study population 
Among the 451 patients naive for S. aureus colonization at admission and included in the 
ASAR study, 194 (43.0%) had ≥1 S. aureus-positive nasal swab specimens during follow-up 
(Figure 10), and the 149 patients included in the analyses were from centers 1 to 4: 17 (11.4%), 
53 (35.6%), 50 (33.6%), and 29 (19.5%) patients, respectively (Table 10). Their median age 
was 52.6 years (range, 18.7 to 86.5 years), and 101 (67.8%) were male. The median follow-up 
duration was 20 weeks (range, 4 to 65 weeks), and the median number of colonization episodes 
per patient was 1 (range, 1 to 12). Supplementary Figure 12 reports the results for the nasal 
swabs obtained from each patient during follow-up. At admission, the characteristics of the 
patients included in the analyses were comparable to those of the 45 patients that acquired 
S. aureus and were excluded from the analyses (data not shown). 
 
Considering the 194 patients who had ≥1 S. aureus-positive nasal swab specimens during 
follow-up, the protocol called for a total of 4,728 swab specimens to be obtained (1 per week), 
but 450 (9.5%) were missing. The rate of missing data (8.5%) was similar for the 149 patients 
analyzed. 
 
Colonization episodes 
During follow-up, 285 S. aureus colonization episodes (117 episodes with MRSA colonization 
and 168 episodes with MSSA colonization) were identified in 149 patients; among those 
episodes, loss of colonization occurred in 175 (61.4%) (70 [59.8%] and 105 [62.5%] for MRSA 
and MSSA colonization episodes, respectively).  
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Table 10. Characteristics of the 149 patients colonized with Staphylococcus aureus 
 
Variable Value 
No. (%) of patients at centera:   
 1 17 (11.4) 
 2 53 (35.6) 
 3 50 (33.6) 
 4 29 (19.5) 
No. (%) of male patients 101 (67.8) 
Median (IQRb) age (yr) 52.6 (39.2–61.8) 
Median (IQR) no. of colonization episodes 1 (1–2) 
Median (IQR) follow-up duration (wk) 20 (13–35) 

 
a French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré 
University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), and Sainte-Barbe Center (Fouquières-lès-
Lens). 
b IQR, interquartile range. 
 
 
The median Kaplan-Meier-estimated time to loss of S. aureus colonization was 3 weeks (95% 
CI, 2 to 4 weeks). The respective median times to loss of MRSA and MSSA colonization were 
3 weeks (95% CI, 2 to 8 weeks) and 2 weeks (95% CI, 2 to 3 weeks), respectively. Figure 11 
shows the estimated Kaplan-Meier curves of the MRSA or MSSA colonization duration. A loss 
of colonization occurred after 1 week for 156 (54.7%) episodes: 63 (53.8%) MRSA 
colonization episodes and 93 (55.4%) MSSA colonization episodes. 
 
Seventy-two spa types were identified, with the most predominant spa types being t008, t777, 
and t002 (Table 11). Among the 285 S. aureus strains, 152/168 (90.5%) MRSA strains and 
4/117 (3.4%) MSSA strains were fluoroquinolone resistant. 
 
Among the 149 patients, 44 (29.5%) were colonized with ≥2 different S. aureus strains, 
including 1 patient who was colonized with 5 different ones. Forty-three (28.9%) patients had 
≥2 colonization episodes with the same S. aureus strain during their follow-up. 
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Figure 11. Estimated Kaplan-Meier curves of MRSA or MSSA colonization duration. 
 
 
Table 11. spa type distribution according to methicillin resistance phenotypea 
 
   No. (%) of episodes or patients 

spa type 

MRSA 
  

MSSA 
  

S. aureus 
Episodes 
(n = 117) 

Patients 
(n = 72) 

Episodes 
(n = 168) 

Patients 
(n = 97) 

Episodes 
(n = 285) 

Patients 
(n = 149) 

t008 38 (32.5) 27 (37.5)  26 (15.5) 17 (17.5)  64 (22.5) 42 (28.2) 
t777 27 (23.1) 19 (26.4)  9 (5.4) 9 (9.3)  36 (12.6) 26 (17.4) 
t002 7 (6.0) 6 (8.3)  11 (6.5) 8 (8.2)  18 (6.3) 14 (9.4) 
t571 0 0  12 (7.1) 9 (9.3)  12 (4.2) 9 (6.0) 
t2903 12 (10.3) 6 (8.3)  0 0  12 (4.2) 6 (4.0) 
Others 33 (28.2) 26 (36.1)  110 (65.5) 70 (72.2)  143 (50.2) 95 (63.8) 

 
a Abbreviations: MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive 
S. aureus. 
 
 
Factors influencing time to loss of colonization 
Among 315 S. aureus-positive wound swab specimens collected from 96 colonization episodes, 
215 (68.3%) were colonized with the nasal strain. Among the 100 wounds colonized with a 
nonnasal strain (45 wounds colonized with MRSA, 55 wounds colonized with MSSA), the 
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methicillin resistance phenotype of the nonnasal strain differed from that of the nasal strain for 
78. Only 12 patients (8 MRSA and 9 MSSA colonization episodes) received fluoroquinolones 
during their colonization episodes, 6 patients (4 MRSA and 3 MSSA colonization episodes) 
took aminoglycosides, and other anti-MSSA agents were prescribed to 13 patients (9 MRSA 
and 9 MSSA colonization episodes). 
 
Univariate Cox analyses identified only the adjusting center variable (P = 0.025) to be 
significantly associated with loss of MRSA colonization (Table 12). Fluoroquinolone use and a 
nonnasal strain-positive wound were significantly associated with earlier loss of MSSA and 
S. aureus colonization. The methicillin resistance phenotype did not impact the S. aureus 
colonization duration (P = 0.21). 
 
Multivariable analyses retained fluoroquinolone use and a nonnasal strain-positive wound as 
being significantly and independently associated with earlier loss of MSSA colonization and 
retained fluoroquinolone use, a nonnasal strain-positive wound, and spa type t571 as being 
significantly and independently associated with earlier loss of S. aureus colonization (Table 
13). No interaction between fluoroquinolone use and the methicillin resistance phenotype was 
found in the final model of loss of S. aureus colonization (P = 0.31). 
 
Considering the first colonization episode per patient, only spa type t2903 or t571 was an 
independent factor for loss of MRSA or S. aureus colonization, respectively (supplementary 
Table 14). Using survival time recorded as calendar dates, fluoroquinolone use and a nonnasal 
strain-positive wound were significantly and independently associated with earlier loss of 
S. aureus colonization (supplementary Table 15). Those risk factors were not significant for 
MSSA episodes, while the use of other anti-MSSA agents was independently associated with 
earlier loss of colonization. Finally, when the loss of S. aureus colonization was defined as three 
consecutive nasal swab specimens negative for the episode strain, fluoroquinolones were 
independently associated with loss of MSSA and S. aureus colonization, a wound positive for a 
nasal strain and spa type t2903 were independently associated with loss of MRSA and S. aureus 
colonization, spa type t571 was independently associated with loss of S. aureus colonization, 
and a wound positive for a nonnasal strain was independently associated with loss of MRSA, 
MSSA, and S. aureus colonization (supplementary Table 16). 
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Table 12. Univariate shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA, or S. aureus colonizationf 
 
      MRSA   MSSA   S. aureus 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HR (95% CI) P value  HR (95% CI) P value 
Patient characteristics         
 Centerc         
  1 Reference 0.025  Reference 0.42  Reference 0.006 
  2 0.55 (0.27–1.10)   0.76 (0.42–1.38)   0.63 (0.41–0.97)  
  3 0.36 (0.18–0.72)   0.62 (0.34–1.15)   0.47 (0.31–0.73)  
  4 0.34 (0.12–0.98)    0.62 (0.31–1.24)   0.49 (0.29–0.84)  
 Male sex 1.84 (0.87–3.89) 0.11  1.20 (0.76–1.90) 0.43  1.40 (0.96–2.03) 0.08 
 Age ≥60 yr 0.84 (0.46–1.52) 0.56  1.41 (0.89–2.24) 0.14  1.07 (0.75–1.51) 0.73 
 Diabetes mellitus 0.86 (0.34–2.18) 0.74  0.82 (0.45–1.50) 0.52  0.83 (0.50–1.36) 0.45 
Bacterial characteristics         
 Methicillin resistance NA   NA   0.82 (0.60–1.12) 0.21 
 spa type         
  Other spa types Reference 0.19  Reference 0.29  Reference 0.11 
  t002 1.70 (0.45–6.39)   1.53 (0.65–3.57)   1.39 (0.71–2.71)  
  t008 0.66 (0.31–1.42)   1.33 (0.71–2.50)   0.80 (0.53–1.20)  
  t777 1.44 (0.69–3.00)   0.88 (0.33–2.33)   1.15 (0.72–1.83)  
  t571    2.16 (1.02–4.58)   2.17 (1.08–4.36)  
  t2903 1.65 (0.61–4.48)      1.37 (0.64–2.93)  
Antimicrobials used         
 Fluoroquinolones 1.65 (0.49–5.56) 0.42  3.23 (1.26–8.33) 0.015  2.48 (1.19–5.17) 0.016 
 Aminoglycosides 1.06 (0.14–8.07) 0.95  2.03 (0.26–15.76) 0.50  1.40 (0.34–5.77) 0.64 
 Other anti-MSSA agentsd 0.94 (0.28–3.11) 0.91  1.66 (0.63–4.38) 0.31  1.32 (0.63–2.76) 0.46 
Other follow-up variables         
 Strict isolation 0.78 (0.32–1.90) 0.58  1.00 (0.53–1.90) 1.00  0.93 (0.55–1.55) 0.77 
 Contact isolation 0.50 (0.22–1.12) 0.09  1.28 (0.74–2.22) 0.37  0.89 (0.57–1.40) 0.61 
 Invasive medical device usee 0.79 (0.45–1.40) 0.42  1.18 (0.78–1.79) 0.44  1.04 (0.74–1.44) 0.84 
 Body-washing assistance 0.88 (0.48–1.60) 0.67  1.18 (0.76–1.83) 0.45  1.04 (0.74–1.48) 0.81 
 Having a wound positive for a nasal strain 0.65 (0.35–1.22) 0.18  0.85 (0.49–1.47) 0.56  0.79 (0.53–1.18) 0.25 
 Having a wound positive for a nonnasal strain 1.88 (0.92–3.86) 0.09  2.12 (1.13–3.96) 0.019  2.04 (1.28–3.25) 0.003 
  Having another nasal S. aureus strain     2.75 (0.64–11.89) 0.18   1.01 (0.24–4.16) 0.99 



 

83 

a All analyses were adjusted for center. 
b Boldface P values represent statistically significant differences. 
c French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), 
and Sainte-Barbe Center (Fouquières-lès-Lens). 
d Including β-lactamase–resistant penicillins (Anatomical Therapeutic Chemical Group, J01CF), combinations of penicillins and β-lactamase inhibitors (J01CR), third- 
and fourth-generation cephalosporins (J01DD/DE), and carbapenems (J01DH).  
e Including catheter, tracheostomy, enteral nutrition, and/or urination device. 
f Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus; NA, not 
applicable. 
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Table 13. Multivariable shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA, or S. aureus colonizationd 
 
    MRSA   MSSA   S. aureus 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HR (95% CI) P value  HR (95% CI) P value 
Centerc         
 1 Reference 0.025  Reference 0.82  Reference 0.18 
 2 0.55 (0.27–1.10)   1.17 (0.57–2.41)   1.00 (0.58–1.72)  
 3 0.36 (0.18–0.72)   0.95 (0.45–2.00)   0.71 (0.41–1.23)  
 4 0.34 (0.12–0.98)   0.95 (0.42–2.15)   0.65 (0.33–1.27)  
spa type         
 Other spa types       Reference 0.025 
 t002       1.48 (0.76–2.86)  
 t008       0.75 (0.50–1.12)  
 t777       1.12 (0.71–1.78)  
 t571       2.31 (1.16–4.57)  
 t2903       1.72 (0.81–3.63)  
Fluoroquinolones    3.37 (1.31–8.71) 0.012  2.75 (1.32–5.76) 0.007 
Having a wound positive for a nonnasal strain     2.17 (1.15–4.07) 0.016   2.32 (1.44–3.74) <0.001 

 
a All analyses were adjusted for center. 
b Boldface P values represent statistically significant differences. 
c French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), 
and Sainte- Barbe Center (Fouquières-lès-Lens). 
d Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus. 
 
 
 



85 
 

Discussion 
 
Our study showed that estimates of nasal MRSA and MSSA colonization durations were similar 
and that fluoroquinolone use and a wound positive for a nonnasal strain were independently and 
significantly associated with shorter MSSA colonization durations. Notably, the methicillin 
resistance phenotype was not associated with longer duration of S. aureus colonization, 
suggesting that in the human population, S. aureus fitness, which depends on bacterial growth 
and clearance rates, is not influenced by methicillin susceptibility and, thus, that the biologic 
cost associated with methicillin resistance might be limited. Although methicillin resistance was 
inversely associated with the growth rate in vitro [91], the compensatory mutations that can 
counterbalance the cost conferred by resistance may be differently selected in vivo [89] and, by 
extension, in the human population. Studies examining whether MRSA and MSSA strains 
compete for nasal colonization have yielded conflicting results [93, 94, 96, 97]: some found no 
evidence of competition, while others showed that MSSA colonization protected against MRSA 
acquisition in the nares. 
 
The median time to loss of MRSA colonization of 3 weeks observed in the present study was 
shorter than that described previously [106, 168-170, 173, 175, 177]. Several explanations could 
account for the variability of MRSA colonization duration: different health care settings (acute 
care facilities versus LTCFs), definitions of loss of colonization, follow-up times, frequencies of 
S. aureus sampling, and numbers of anatomical sites screened; the use of spa typing to identify 
strains; and the treatment used to decolonize the patients. Some authors investigated the MRSA 
colonization duration in rehospitalized patients [167-170]. The designs of those studies might 
have overestimated loss-of-colonization times, if the lag time between discharge and 
readmission was long. In addition, some exclusion criteria may prevent the accurate estimation 
of loss-of-colonization times, including shorter colonization episodes, in the analyses. For 
example, one study excluded patients readmitted ≤3 months postdischarge, resulting in an 
estimated median time to MRSA clearance of 8.5 months [170], whereas another excluded 
transient carriers, defined as patients having only 1 MRSA-positive culture and a negative 
culture within a week [173]. Others investigated the MRSA colonization duration at different 
times after hospital discharge, e.g., 6 months after the initial detection of MRSA, yielding 
longer colonization duration estimates [106, 177, 179]. However, one study conducted in a 
rehabilitation center estimated the median nasal carriage time to be 44 days, which is not very 
different from our estimate [171]. Moreover, a recent study that collected specimens from 
patients with MRSA skin and soft tissue infections and their household members for MRSA 
surveillance cultures every 2 weeks for 6 months reported median MRSA colonization duration 
of 21 days, a finding which is also close to our findings [176]. 
 
Pertinently, fluoroquinolone use in the present study was associated with earlier loss of MSSA 
colonization but not with loss of MRSA colonization. Fluoroquinolones act mainly against 
MSSA and not against MRSA [229], which could explain that observation. Consistently, 96.6% 
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of the colonizing MSSA strains were fluoroquinolone sensitive, while 90.5% of the colonizing 
MRSA strains were fluoroquinolone resistant. Although not statistically significant, the 
fluoroquinolone effect also favored shorter MRSA colonization durations. Moreover, no 
interaction between fluoroquinolone use and the methicillin resistance phenotype was found in 
the final model of loss of S. aureus colonization, suggesting that the association between 
fluoroquinolone use and colonization duration did not differ according to the strain’s methicillin 
resistance phenotype. In contrast, Harbarth et al. reported that prior fluoroquinolone therapy 
was independently associated with MRSA persistence [180]. However, our definition of 
persistence and fluoroquinolone exposure as a time-dependent covariate differed, enabling 
assessment of short-term effects (1 week) on the loss of colonization. 
  
Having a wound positive for a nonnasal strain was independently and significantly associated 
with shorter MSSA or S. aureus colonization durations. Univariate analysis indicated the same 
trend for MRSA colonization durations (P = 0.09). S. aureus is frequently isolated from 
hospitalized patients’ wounds and may be a source of cross-contamination with the anterior 
nares [230, 231]. A nonnasal strain isolated from a wound may compete with the nasal strain 
and thereby shorten the nasal S. aureus colonization duration. Indeed, some reported 
observations suggested microbial competition during nasal colonization [96, 97, 116]. However, 
among the 50 S. aureus colonization episodes immediately followed by a colonization episode 
with a different strain, only 5 (10%) were concomitant with colonization of a wound with a 
nonnasal strain corresponding to that of the subsequent episode. 
  
In earlier investigations, skin lesions or >1 MRSA-positive body sites were predictors of 
prolonged MRSA colonization [168, 170, 175, 180, 232, 233]. We did not include the same 
variables, but a wound positive for a nasal strain favored longer MRSA, MSSA, and S. aureus 
colonization durations in univariate analyses, albeit not significantly. Our results suggesting 
opposite effects of having a wound colonized with a nasal or nonnasal strain on the colonization 
duration highlight the importance of distinguishing between them. 
  
The major strength of our prospective study was the use of a protocol that allowed precise 
estimation of the S. aureus colonization duration, i.e., weekly sampling of patients with a 
relatively long duration of monitoring (median follow-up, 5 months), made possible by the 
study setting in LTCFs, where the average stay is 3 months. Moreover, similar results were 
found when the loss of S. aureus colonization was defined as 3 consecutive nasal swab 
specimens negative for the episode strain, indicating the good sensitivity of the S. aureus 
detection method. Furthermore, spa typing enabled the better characterization of the S. aureus 
strains and thereby provided more precise estimates of the colonization duration for each 
episode. Lastly, the use of shared-frailty models ensured maximum exploitation of the data. 
Standard survival analysis requires independent data, and the simplest way to study recurrent 
events is to examine only the time to the first event. That first sensitivity analysis failed to find 
any association between fluoroquinolone use or a nonnasal strain-positive wound and earlier 
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loss of S. aureus or MSSA colonization, thereby illustrating the advantage of this methodology. 
Conversely, when the sensitivity analyses used survival time recorded as calendar dates, 
fluoroquinolone use and a nonnasal strain-positive wound were independent risk factors for loss 
of S. aureus colonization, supporting our main analysis outcome. 
  
This study has several limitations. First, missing data made us exclude 111 colonization 
episodes from the analyses, to avoid underestimating their durations. Moreover, if a patient had 
been repeatedly colonized with the same strain, we could have considered the episode to be 
several colonization episodes because of missing data, while it might have been a single 
episode. In that context, only the colonization episode for which the acquisition interval was 
known was included, perhaps underestimating colonization durations, even if right censoring 
was considered in the survival analysis. In contrast, our definition of loss of colonization, 
intended to avoid possible false-negative swabs, might have overestimated colonization 
durations. 
 
Second, although colonization pressure was not evaluated, all analyses were adjusted for center 
to limit potential cofounding by colonization pressure. Moreover, because of interval censoring, 
we could not discern whether a patient was colonized for 1 week or decolonized and then 
recolonized very rapidly because of a given strain’s high colonization pressure. Nevertheless, 43 
(28.9%) patients had ≥2 episodes of colonization with the same S. aureus strain during follow-
up, suggesting that the persistent carriage frequently described in the literature could be the 
result of recolonization [18, 26]. Furthermore, our second sensitivity analysis using calendar 
time to better control colonization pressure yielded results consistent with those from our main 
analysis. 
 
Third, only nasal swab samples were used to determine S. aureus colonization status, as the 
study protocol did not include swabbing of extranasal body sites. Identification of the strains 
was based only on spa typing and methicillin susceptibility, whereas whole-genome sequencing 
would have increased the resolution of S. aureus characterization. Moreover, no information 
regarding the treatment used for S. aureus decolonization was collected during the study, which 
prevented us from considering this variable in the analyses. 
 
In conclusion, for the LTCF patient cohort described here, the estimated median times to loss of 
MRSA or MSSA colonization were similar, while fluoroquinolone use and a nonnasal strain-
positive wound were independent predictors of the loss of MSSA colonization. These results 
suggest that fluoroquinolone use shortens the MSSA colonization duration, but fluoroquinolone 
use is also a risk factor for MRSA acquisition [184]; therefore, it is essential that they be 
prescribed with caution in health care facilities. Finally, because a longer duration of 
colonization has important implications for infection control policies and patient care and may 
be associated with an increased risk of infection, further research on the natural history of nasal 
and extranasal S. aureus colonization and on this bacterium’s fitness is needed. 
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4.4 Données supplémentaires de l’article II 
 
Figure 12. Nasal swab results for every Staphylococcus aureus-colonized patient during follow-up  
0 indicates an S. aureus-negative nasal swab. Red or blue indicates, respectively, MRSA-positive or 
MSSA-positive nasal swabs. Letters A, B, C and D represent the different spa types identified for each 
patient. * represents a positive nasal swab for which the spa type is missing; –– corresponds to a week for 
which the nasal swab is missing. French centers 1–4 (city) were, respectively: Maritime Hospital (Berck), 
Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck) and Sainte-Barbe 
Center (Fouquières-lès-Lens). 
Abbreviations: MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive 
S. aureus. 
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Table 14. Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA or S. aureus colonization considering only the first colonization episode per patient 
 
a) Univariate analyses 
 
      MRSA (n = 58)   MSSA (n = 91)   S. aureus (n = 149) 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb 
Patient’s characteristics         
 Centerc         
  1 Reference 0.38  Reference 0.51  Reference 0.14 
  2 0.77 (0.27–2.19)   0.66 (0.27–1.60)   0.74 (0.38–1.42)  
  3 0.46 (0.17–1.24)   0.55 (0.21–1.43)   0.51 (0.26–1.00)  
  4 0.46 (0.11–1.89)   0.49 (0.18–1.32)   0.51 (0.24–1.10)  
 Male sex 1.14 (0.42–3.14) 0.80  1.13 (0.64–2.00) 0.67  1.08 (0.68–1.72) 0.73 
 Age ≥60, y 1.06 (0.48–2.36) 0.88  1.21 (0.68–2.17) 0.51  1.15 (0.74–1.80) 0.54 
 Diabetes mellitus 1.15 (0.38–3.47) 0.81  0.51 (0.22–1.17) 0.11  0.69 (0.36–1.31) 0.25 
Bacterial characteristics         
 Methicillin resistance … …  … …  0.77 (0.49–1.21) 0.26 
 spa type         
  Other spa types Reference 0.033  Reference 0.24  Reference 0.019 
  t002 1.68 (0.42–6.78)   0.73 (0.17–3.05)   1.03 (0.40–2.62)  
  t008 0.41 (0.13–1.32)   2.29 (1.07–4.94)   0.92 (0.51–1.67)  
  t777 1.70 (0.65–4.42)   0.93 (0.28–3.10)   1.22 (0.64–2.32)  
  t571 …   3.62 (1.64–7.99)   3.43 (1.59–7.40)  
  t2903 5.44 (1.23–24.11)   …   2.68 (0.89–8.04)  
Antimicrobials used         
 Fluoroquinolones … …  4.17 (0.45–38.70) 0.21  3.37 (0.42–27.13) 0.25 
 Aminoglycosides … …  1.82 (0.21–15.46) 0.58  2.21 (0.28–17.28) 0.45 
 Other anti-MSSA agentsd … …  1.65 (0.47–5.80) 0.44  1.24 (0.38–4.02) 0.72 
Other follow-up variables         
 Strict isolation … …  0.86 (0.34–2.21) 0.75  0.69 (0.28–1.73) 0.43 
 Contact isolation 0.80 (0.25–2.54) 0.70  1.55 (0.78–3.08) 0.21  1.24 (0.69–2.21) 0.47 
 Invasive medical device usee 0.91 (0.41–1.99) 0.80  1.29 (0.75–2.21) 0.36  1.18 (0.77–1.82) 0.45 
 Body-washing assistance 1.22 (0.52–2.84) 0.65  1.26 (0.71–2.22) 0.43  1.23 (0.77–1.96) 0.39 
 Having wound(s) positive for nasal strain 0.71 (0.27–1.87) 0.49  0.79 (0.37–1.68) 0.54  0.77 (0.43–1.36) 0.36 
 Having wound(s) positive for non-nasal strain 2.11 (0.25–18.18) 0.50  1.02 (0.35–3.01) 0.97  1.26 (0.52–3.09) 0.61 
  Having another nasal S. aureus strain … …  … …  … … 



 
 

94 

b) Multivariable analyses 
 
    MRSA (n = 58)   MSSA (n = 91)   S. aureus (n = 149) 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb 
Centerc         
 1 Reference 0.32  … …  Reference 0.27 
 2 2.50 (0.57–10.94)   …   0.91 (0.42–1.99)  
 3 1.09 (0.29–4.15)   …   0.62 (0.28–1.36)  
 4 1.29 (0.21–7.94)    …   0.59 (0.24–1.47)  
spa type         
 Other spa types Reference 0.033  … …  Reference 0.019 
 t002 1.68 (0.42–6.78)   …   1.03 (0.40–2.62)  
 t008 0.41 (0.13–1.32)   …   0.92 (0.51–1.67)  
 t777 1.70 (0.65–4.42)   …   1.22 (0.64–2.32)  
 t571 …   …   3.43 (1.59–7.40)  
 t2903 5.44 (1.23–24.11)   …   2.68 (0.89–8.04)  

 
Respective colonization episodes and loss-of-colonization rates were: 149 and 94 (63.1%) for S. aureus, 58 and 32 (55.2%) for MRSA, and 91 and 62 (68.1%) for MSSA. 
Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus. 
a All analyses were adjusted for center. 
b Boldface P values represent statistically significant differences. 
c French centers 1–4 (city) were, respectively: Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck) and Sainte-
Barbe Center (Fouquières-lès-Lens). 
d Including β-lactamase–resistant penicillins (Anatomical Therapeutic Chemical Group, J01CF), combinations of penicillins and β-lactamase inhibitors (J01CR), third- 
and fourth-generation cephalosporins (J01DD/DE) and carbapenems (J01DH).  
e Including catheter, tracheostomy, enteral nutrition and/or urination device. 
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Table 15. Shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA or S. aureus colonization using survival times recorded as calendar dates 
 
a) Univariate analyses 
 
      MRSA (n = 168)   MSSA (n = 228)   S. aureus (n = 396) 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb 
Patient’s characteristics         
 Centerc         
  1 Reference 0.42  Reference 0.34  Reference 0.15 
  2 0.92 (0.28–3.00)   0.45 (0.15–1.35)   0.62 (0.27–1.42)  
  3 0.50 (0.16–1.59)   0.37 (0.12–1.18)   0.41 (0.18–0.96)  
  4 0.42 (0.09–1.90)    0.32 (0.09–1.16)   0.40 (0.15–1.06)  
 Male sex 1.43 (0.55–3.71) 0.47  1.36 (0.68–2.71) 0.38  1.53 (0.87–2.69) 0.14 
 Age ≥60, y 0.83 (0.36–1.94) 0.67  2.20 (1.08–4.51) 0.031  1.52 (0.87–2.64) 0.14 
 Diabetes mellitus 0.94 (0.26–3.45) 0.93  1.51 (0.63–3.64) 0.36  1.31 (0.62–2.76) 0.47 
Bacterial characteristics         
 Methicillin resistance … …  … …  0.96 (0.64–1.44) 0.84 
 spa type         
  Other spa types Reference 0.57  Reference 0.26  Reference 0.31 
  t002 1.22 (0.18–8.31)   1.29 (0.51–3.27)   1.32 (0.59–2.93)  
  t008 0.96 (0.37–2.47)   1.99 (0.86–4.62)   1.01 (0.62–1.66)  
  t777 1.12 (0.45–2.78)   0.69 (0.21–2.21)   0.99 (0.56–1.74)  
  t571 …   2.65 (0.91–7.74)   2.77 (0.99–7.76)  
  t2903 3.29 (0.75–14.4)   …   1.95 (0.69–5.51)  
Antimicrobials used         
 Fluoroquinolones 1.46 (0.33–6.40) 0.62  2.95 (0.91–9.57) 0.07  2.39 (1.03–5.55) 0.042 
 Aminoglycosides 1.83 (0.11–31.21) 0.68  4.50 (0.94–21.45) 0.06  2.22 (0.68–7.23) 0.19 
 Other anti-MSSA agentsd 0.86 (0.20–3.79) 0.85  4.27 (1.54–11.83) 0.005  2.09 (0.98–4.45) 0.06 
Other follow-up variables         
 Strict isolation 1.57 (0.59–4.18) 0.37  0.86 (0.43–1.74) 0.68  1.10 (0.65–1.88) 0.72 
 Contact isolation 0.72 (0.30–1.74) 0.46  0.91 (0.47–1.74) 0.77  0.88 (0.53–1.45) 0.61 
 Invasive medical device usee 1.12 (0.58–2.19) 0.73  1.43 (0.81–2.54) 0.22  1.38 (0.90–2.12) 0.14 
 Body-washing assistance 1.06 (0.56–2.03) 0.85  1.40 (0.81–2.41) 0.23  1.24 (0.83–1.85) 0.31 
 Having wound(s) positive for nasal strain 0.62 (0.31–1.26) 0.19  0.93 (0.45–1.92) 0.85  0.69 (0.43–1.09) 0.11 
 Having wound(s) positive for non-nasal strain 2.15 (0.79–5.84) 0.13  1.61 (0.69–3.76) 0.27  1.87 (1.03–3.39) 0.039 
  Having another nasal S. aureus strain … …   0.72 (0.13–3.96) 0.71   0.43 (0.10–1.91) 0.27 
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b) Multivariable analyses 
 
    MRSA (n = 168)   MSSA (n = 228)   S. aureus (n = 396) 
Variable HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb  HRa (95% CI) P valueb 
Centerc         
 1 … …  Reference 0.38  Reference 0.28 
 2 … …  0.62 (0.20–1.94)   0.76 (0.32–1.77)  
 3 … …  0.62 (0.18–2.13)   0.49 (0.20–1.16)  
 4 … …  0.33 (0.09–1.23)   0.51 (0.18–1.39)  
Age ≥60, y … …  2.36 (1.13–4.95) 0.023  … … 
Fluoroquinolones … …  … …  2.39 (1.03–5.52) 0.042 
Other anti-MSSA agentsd … …  4.50 (1.64–12.39) 0.004  … … 
Having wound(s) positive for non-nasal strain … …  … …  1.88 (1.03–3.41) 0.040 

 
Respective colonization episodes and loss-of-colonization rates were: 396 and 225 (56.8%) for S. aureus, 168 and 94 (56.0%) for MRSA, and 228 and 131 (57.5%) for 
MSSA. Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus. 
a All analyses were adjusted for center. 
b Boldface P values represent statistically significant differences. 
c French centers 1–4 (city) were, respectively: Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck) and Sainte-
Barbe Center (Fouquières-lès-Lens). 
d Including β-lactamase resistant penicillins (Anatomical Therapeutic Chemical Group, J01CF), combinations of penicillins and β-lactamase inhibitors (J01CR), third- 
and fourth-generation cephalosporins (J01DD/DE) and carbapenems (J01DH). 
e Including catheter, tracheostomy, enteral nutrition and/or urination device. 
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Table 16. Shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA or S. aureus colonizationa 
 

a) Univariate analyses 
 
      MRSA (n = 106)   MSSA (n = 142)   S. aureus (n = 248) 
Variable HRb (95% CI) P valuec  HRb (95% CI) P valuec  HRb (95% CI) P valuec 
Patient’s characteristics         
 Centerd         
  1 Reference 0.003  Reference 0.08  Reference 0.002 
  2 0.39 (0.19–0.83)   0.80 (0.40–1.61)   0.64 (0.38–1.06)  
  3 0.27 (0.13–0.56)   0.49 (0.23–1.05)   0.38 (0.22–0.65)  
  4 0.25 (0.07–0.87)   0.42 (0.18–0.99)   0.36 (0.18–0.71)  
 Male sex 1.13 (0.53–2.44) 0.75  1.40 (0.83–2.37) 0.21  1.26 (0.82–1.95) 0.29 
 Age ≥60, y 0.62 (0.30–1.25) 0.18  1.44 (0.84–2.49) 0.19  1.04 (0.68–1.60) 0.87 
 Diabetes mellitus 0.50 (0.15–1.69) 0.27  0.61 (0.28–1.33) 0.21  0.59 (0.30–1.16) 0.13 
Bacterial characteristics         
 Methicillin resistance … …  … …  0.77 (0.53–1.13) 0.18 
 spa type         
  Other spa types Reference 0.15  Reference 0.28  Reference 0.032 
  t002 3.47 (0.81–14.83)   1.06 (0.32–3.50)   1.43 (0.61–3.34)  
  t008 0.80 (0.34–1.87)   0.93 (0.44–1.99)   0.72 (0.44–1.18)  
  t777 1.02 (0.42–2.45)   0.73 (0.25–2.17)   0.75 (0.41–1.36)  
  t571 …   2.33 (1.06–5.11)   2.60 (1.18–5.75)  
  t2903 2.10 (0.75–5.89)   …   1.65 (0.73–3.69)  
Antimicrobials used         
 Fluoroquinolones 1.60 (0.38–6.79) 0.52  4.51 (1.32–15.42) 0.017  2.50 (0.99–6.30) 0.05 
 Aminoglycosides 1.30 (0.17–9.79) 0.80  2.78 (0.34–22.44) 0.34  1.56 (0.37–6.57) 0.55 
 Other anti-MSSA agentse 1.09 (0.33–3.64) 0.89  1.48 (0.44–4.98) 0.53  1.25 (0.53–2.95) 0.61 
Other follow-up variables         
 Strict isolation 0.88 (0.33–2.35) 0.79  0.68 (0.29–1.62) 0.39  0.76 (0.40–1.46) 0.41 
 Contact isolation 0.40 (0.15–1.10) 0.08  1.00 (0.51–1.94) 0.99  0.71 (0.41–1.24) 0.23 
 Invasive medical device usef 0.78 (0.41–1.47) 0.44   1.08 (0.66–1.77) 0.77  0.93 (0.62–1.39) 0.73 
 Body-washing assistance 0.79 (0.40–1.55) 0.49  1.03 (0.61–1.72) 0.92  0.89 (0.59–1.35) 0.58 
 Having wound(s) positive for nasal strain 0.51 (0.24–1.05) 0.07  0.63 (0.31–1.29) 0.21  0.58 (0.35–0.96) 0.034 
 Having wound(s) positive for non-nasal strain 2.49 (1.16–5.35) 0.020  2.30 (1.16–4.56) 0.017  2.40 (1.43–4.01) 0.001 
  Having another nasal S. aureus strain 1.16 (0.14–9.55) 0.89   5.01 (1.62–15.50) 0.005   2.72 (1.04–7.14) 0.042 
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b) Multivariable analyses 
 
    MRSA (n = 106)   MSSA (n = 142)   S. aureus (n = 248) 
Variable HRb (95% CI) P valuec  HRb (95% CI) P valuec  HRb (95% CI) P valuec 
Centerd         
 1 Reference 0.07  Reference 0.15  Reference  
 2 0.65 (0.24–1.75)   1.26 (0.56–2.81)   0.90 (0.49–1.65) 0.010 
 3 0.36 (0.14–0.91)   0.76 (0.33–1.77)   0.52 (0.28–0.97)  
 4 0.18 (0.03–1.00)   0.62 (0.23–1.64)   0.39 (0.17–0.88)  
spa type         
 Other spa types Reference 0.024  … …  Reference 0.001 
 t002 3.30 (0.81–13.42)   … …  1.48 (0.65–3.37)  
 t008 0.75 (0.33–1.70)   … …  0.69 (0.43–1.11)  
 t777 0.85 (0.36–1.99)   … …  0.74 (0.41–1.32)  
 t571 … …  … …  2.74 (1.28–5.89)  
 t2903 2.80 (1.05–7.46)   … …  2.66 (1.21–5.82)  
Fluoroquinolones … …  4.46 (1.31–15.25) 0.017  2.77 (1.10–6.97) 0.031 
Having wound(s) positive for nasal strain 0.46 (0.22–0.97) 0.042  … …  0.54 (0.32–0.90) 0.017 
Having wound(s) positive for non-nasal strain 3.05 (1.44–6.47) 0.004  2.30 (1.16–4.56) 0.018  2.84 (1.71–4.74) <0.001 
 
Respective colonization episodes and loss-of-colonization rates were: 248 and 126 (50.8%) for S. aureus, 106 and 51 (48.1%) for MRSA, and 142 and 75 (52.8%) for 
MSSA. Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus. 
a Defined as 3 consecutive nasal swabs negative for the episode strain. 
b All analyses were adjusted for center. 
c Boldface P values represent statistically significant differences. 
d French centers 1–4 (city) were, respectively: Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck) and Sainte-
Barbe Center (Fouquières-lès-Lens). 
e Including β-lactamase–resistant penicillins (Anatomical Therapeutic Chemical Group, J01CF), combinations of penicillins and β-lactamase inhibitors (J01CR), third- 
and fourth-generation cephalosporins (J01DD/DE) and carbapenems (J01DH). 
f Including catheter, tracheostomy, enteral nutrition and/or urination device. 
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Chapitre 5. Conclusion 
 
Dans ce dernier chapitre, nous concluons la thèse en synthétisant les principaux résultats 
obtenus, puis en proposant des perspectives de recherche pour continuer à améliorer la 
compréhension de l’histoire naturelle de la colonisation par S. aureus. 
 
5.1 Synthèse des travaux 
 
L’objectif de cette thèse était de déterminer l’impact des antibiotiques sur l’histoire naturelle de 
la colonisation nasale par S. aureus, en particulier sur les étapes d’acquisition et de 
décolonisation de la bactérie. Pour cela, les travaux présentés dans ce document se sont appuyés 
sur les données de la cohorte ASAR spécifiquement conçue pour analyser le risque associé à 
l’exposition médicamenteuse alors que la plupart des travaux portant sur le contrôle du SARM 
se sont surtout intéressés à la transmission entre individus. Le fait de se placer chez des patients 
initialement non colonisés par S. aureus et ayant été suivis de manière systématique chaque 
semaine nous a permis de répondre à cet objectif en employant des méthodologies rigoureuses 
et en distinguant les facteurs associés à SARM et à SASM.  
 
Nos travaux suggèrent un rôle différentiel des fluoroquinolones sur la forme sensible et la forme 
résistante de S. aureus. En effet, les résultats obtenus dans le premier article indiquent que 
l’exposition à cette classe d’antibiotiques favoriserait l’acquisition de SARM (i.e. la détection 
de SARM au cours du suivi hebdomadaire), alors qu’aucune association n’a été retrouvée avec 
SASM. A l’inverse, le modèle de Cox à fragilité partagée présenté dans le deuxième article 
indique que si l’utilisation de fluoroquinolones favorise la décolonisation de SASM, elle ne 
semble pas impacter la durée de colonisation par SARM, au moins dans un contexte tel que 
celui observé avec une majorité de SARM résistants aux fluoroquinolones. Si l’on considère ces 
résultats dans leur ensemble, la consommation de fluoroquinolones au niveau individuel peut 
certainement être considérée comme un moteur de diffusion de SARM dans la population. En 
effet, en favorisant la décolonisation de SASM, les individus exposés aux fluoroquinolones sont 
moins à même de les transmettre à d’autres individus. Sous l’hypothèse d’interaction 
compétitive à la colonisation, cela pourrait être de nature à favoriser la colonisation par SARM 
dans la population chez des individus exposés à SARM ; risque augmenté chez les individus 
exposés aux fluoroquinolones. L’exposition des individus aux fluoroquinolones semble donc 
constituer un mécanisme de sélection des SARM dans la population. Le fait que les souches de 
SARM aient très rapidement diffusé à l’hôpital après leur émergence peut s’expliquer par le fait 
que la consommation d’antibiotiques, et en particulier des fluoroquinolones, est élevée au sein 
des hôpitaux en comparaison du secteur de ville (cf. 2.2.2). 
 
L’analyse cas-cas-témoins présentée dans le premier article a également identifié l’intensité des 
soins à l’admission et le sexe masculin comme facteurs de risque d’acquisition de SARM d’une 
part, l’aide à la toilette et la présence d’un dispositif urinaire comme facteurs de risque 
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d’acquisition de SASM d’autre part. Si aucun argument biologique ne permet d’expliquer 
pourquoi les hommes seraient plus à risque d’acquisition de SARM que les femmes, des auteurs 
ont récemment suggéré que les individus de sexe masculin seraient moins respectueux des 
règles d’hygiène et seraient de ce fait plus à risque de colonisation ou d’infection par SARM 
[234]. Il a notamment été observé que les hommes avaient une fréquence plus faible de lavage 
des mains et d’utilisation de savon ainsi qu’une durée de lavage inférieure à celle des femmes. 
Néanmoins, ces hypothèses n’expliquent pas pourquoi l’effet du sexe masculin n’a pas été mis 
en évidence pour l’acquisition de SASM. Les autres facteurs (i.e. l’intensité des soins à 
l’admission, l’aide à la toilette et la présence d’un dispositif urinaire) reflètent quant à eux les 
contacts avec le personnel soignant. Comme nous l’avons décrit dans le chapitre 2, la 
transmission de S. aureus est principalement manuportée. Nos résultats confirment ainsi 
l’importance de l’hygiène comme mesure d’action sanitaire destinée à limiter la diffusion de 
S. aureus en secteur hospitalier. 
 
Ce travail de thèse a également permis de déterminer probablement avec plus de précision les 
durées de colonisation par SARM et par SASM grâce à la fréquence hebdomadaire des 
prélèvements nasaux et les données de spa typing recueillies dans le cadre de la cohorte ASAR. 
Deux arguments mis en évidence dans le deuxième article suggèrent que l’acquisition de la 
résistance à la méticilline chez S. aureus n’induirait pas de coût biologique. D’une part, les 
durées estimées de colonisation par SARM et par SASM étaient similaires (trois semaines et 
deux semaines respectivement par estimation non paramétrique) ; d’autre part, le phénotype de 
résistance à la méticilline n’était pas associé à la durée de colonisation par S. aureus dans le 
modèle de Cox à fragilité partagée. Ces résultats, en contradiction avec certaines études 
réalisées in vitro [91, 92], nécessitent d’être approfondis.  
 
Enfin, nos résultats indiquent que la présence d’une ou de plusieurs plaies colonisées par une 
souche différente de celle du nez diminue la durée de colonisation nasale par SASM et par 
S. aureus. Ceci suggère qu’il pourrait exister une compétition lorsque les souches isolées dans le 
nez et dans les plaies sont différentes, les souches de S. aureus dans notre analyse étant définies 
par leur phénotype de résistance à la méticilline et par leur spa type.  
 
5.2 Perspectives de recherche 
 
En plus de l’exposition individuelle à des antibiotiques, les phénomènes immunitaires 
(immunité innée ou acquise) impliqués dans la colonisation pourraient affecter la transmission 
interindividuelle de S. aureus. Cette bactérie est en effet principalement extracellulaire ; en 
conséquence, la défense immunitaire contre l’infection repose sur des mécanismes de 
l’immunité innée et de l’immunité humorale (i.e. immunité adaptative reposant sur les 
lymphocytes B et la production d’anticorps). Plusieurs études ont suggéré un lien entre 
l’existence d’anticorps sériques et la colonisation ou l’infection par S. aureus. En l’occurrence, 
une augmentation du taux d’anticorps dirigés contre certains composants ou toxines de 
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S. aureus a été mise en évidence chez des patients infectés [235-237]. Des réponses anticorps 
contre des antigènes de S. aureus ont également été mises en évidence chez des individus ne 
présentant pas de signe d’infection récente à la bactérie [236, 238]. Des études menées chez des 
animaux ont montré que la présence d’anticorps dirigés contre certains composants de 
S. aureus, en particulier FnBP [239], ClfA [240] et certaines toxines [241, 242], pouvait jouer 
un rôle dans la protection contre l’infection par la bactérie. Enfin, il a été montré que la 
production d’anticorps dirigés contre certains composants de S. aureus chez des animaux 
réduirait la charge bactérienne voire empêcherait la colonisation dans certaines conditions [243, 
244]. 
  
Le développement d’un vaccin anti-staphylococcique permettrait de réduire le risque d’infection 
chez les individus, et de les protéger ainsi d’un certain nombre de pathologies, S. aureus étant 
responsable d’un large éventail d’infections. Comprendre l’influence de la colonisation sur les 
réponses immunitaires adaptatives de l’hôte est essentiel pour concevoir un tel vaccin. Il 
semblerait en effet que les individus colonisés par S. aureus développant une septicémie 
présenteraient une mortalité attribuable à cette bactérie plus faible que les individus non 
colonisés [245]. Ceci pourrait signifier que les individus colonisés développeraient une réponse 
immunitaire impactant sur l’issue du pronostic de l’infection. A ce jour, aucun vaccin n’a 
montré une efficacité permettant sa mise sur le marché. Les raisons pouvant expliquer pourquoi 
les essais cliniques du vaccin anti-staphylococcique ont jusqu’à présent échoué sont multiples 
[246]. Tout d’abord, la connaissance des mécanismes immunitaires dirigés contre S. aureus est 
insuffisante. De plus, cette bactérie possède un grand nombre de facteurs de virulence et est 
responsable d’un large spectre d’infections, complexifiant ainsi la réalisation d’un vaccin. 
Enfin, S. aureus présente de nombreux facteurs de pathogénicité capables de neutraliser les 
réponses immunitaires de l’hôte, d’autant plus du fait que cette bactérie appartient à la flore 
commensale. Néanmoins, dans l’éventualité de la réussite de développement et de la mise sur le 
marché d’un vaccin, la question de son impact se posera à différents niveaux. Si ce vaccin cible 
spécifiquement certains sérotypes de S. aureus (par exemple les polysaccharides capsulaires de 
type 5 et 8 prédominants chez l’Homme), une telle vaccination pourrait conduire au 
remplacement des sérotypes vaccinaux par les sérotypes de la même espèce bactérienne non 
présents dans le vaccin. C’est ce qui a notamment été observé après l’introduction du vaccin à 7 
valences dirigé contre Streptococcus pneumoniae [247] et celle du vaccin conjugué contre le 
sérogroupe C du méningocoque (Neisseria meningitidis) [248]. De plus, des études ont suggéré 
l’existence de relations synergiques entre bactéries commensales, en particulier entre S. aureus 
et Candida albicans [249] et entre S. aureus et Pseudomonas aeruginosa [250]. L’immunisation 
conférée par l’introduction d’un vaccin contre S. aureus pourrait donc, en plus d’un potentiel 
remplacement des sérotypes circulants, modifier au niveau individuel la composition du 
microbiome et altérer les interactions entre les différents pathogènes.  
 
En conclusion, cette thèse a permis d’améliorer les connaissances scientifiques sur l’histoire 
naturelle de la colonisation nasale par S. aureus, en estimant les durées de colonisation 
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respectives de SARM et de SASM, et en identifiant les facteurs influençant l’acquisition et la 
perte de colonisation de cette bactérie au niveau individuel. La mise en évidence de l’impact des 
fluoroquinolones sur la dynamique de colonisation de S. aureus permettra notamment d’orienter 
les politiques de bon et de moindre usage des antibiotiques dans les établissements de soins.  
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Fluoroquinolone Use Is a Risk Factor for
Methicillin-Resistant Staphylococcus aureus
Acquisition in Long-term Care Facilities:
A Nested Case-Case-Control Study
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Background. Methicillin-resistant Staphylococcus aureus (MRSA) nasal colonization is a well-established risk
factor for subsequent infection and a key event in interindividual transmission. Some studies have showed an asso-
ciation between fluoroquinolones and MRSA colonization or infection. The present study was performed to identify
specific risk factors for MRSA acquisition in long-term care facilities (LTCFs).

Methods. A prospective cohort of patients naive for S. aureus colonization was established and followed
(January 2008 through October 2010) in 4 French LTCFs. Nasal colonization status and potential risk factors
were assessed weekly for 13 weeks after inclusion. Variables associated with S. aureus acquisition were identified
in a nested-matched case-case-control study using conditional logistic regression models. Cases were patients
who acquired MRSA (or methicillin-sensitive S. aureus [MSSA]). Patients whose nasal swab samples were always
negative served as controls. Matching criteria were center, date of first nasal swab sample, and exposure time.

Results. Among 451 included patients, 76 MRSA cases were matched to 207 controls and 112 MSSA cases to 208
controls. Multivariable analysis retained fluoroquinolones (odds ratio, 2.17; 95% confidence interval, 1.01–4.67),
male sex (2.09; 1.10–3.98), and more intensive care at admission (3.24; 1.74–6.04) as significantly associated with
MRSA acquisition, and body-washing assistance (2.85; 1.27–6.42) and use of a urination device (1.79; 1.01–3.18)
as significantly associated with MSSA acquisition.

Conclusions. Our results suggest that fluoroquinolones are a risk factor for MRSA acquisition. Control measures
to limit MRSA spread in LTCFs should also be based on optimization of fluoroquinolone use.

Keywords. methicillin-resistant Staphylococcus aureus; fluoroquinolone; case-case-control study; long-term care
facility; acquisition.

Staphylococcus aureus is a commensal organism colo-
nizing several sites in the human body, especially the
anterior nares. This Gram-positive bacterium is respon-
sible for numerous infections including skin infections,
bacteremia or respiratory diseases. Notably, 30%–50%
of healthy adults are colonized by S. aureus, and nasal
colonization is known to be an important risk factor for
subsequent infection [1,2],with infection rates higher in
carriers than noncarriers [3–5] and individuals usually
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being infected with their own carriage isolate [1].Moreover, the
highest risk of methicillin-resistant S. aureus (MRSA) infection
occurs shortly after patients become newly colonized [6].

MRSA was first described in 1961 in England [7] and has
since been responsible for numerous hospital and community
epidemics worldwide [8]. Despite concerted efforts, control of
MRSA diffusion remains elusive in healthcare facilities in
many developed countries. MRSA colonization is the major
factor leading to the occurrence of infection and results in
increased morbidity and mortality rates and hospital costs [9,
10]. Extra in-hospital costs specifically attributable to MRSA
infections are estimated to reach 380 million euros annually
in Europe [11]. Thus, identification of risk factors for MRSA
colonization might help in the development of strategies to pre-
vent MRSA spread in human populations.

Numerous risk factors for MRSA colonization and/or infec-
tion have already been identified, including previous hospitali-
zation age, invasive procedure, coma, intensive care unit (ICU)
stay, intensity of care, or prior MRSA colonization [12–15].
Among these factors, the intensity of contacts between health-
care workers and patients might play a crucial role [16]. Use of
antibiotics, particularly fluoroquinolones, was associated with
increased risk of MRSA colonization in tertiary care hospitals
[17–19]. MRSA diffusion in a population includes 3 individu-
al-level components (acquisition, persistence of colonization,
and transmission to another person), and the mechanism be-
hind their association with antibiotic use is poorly understood.
Therefore, it is of major importance to investigate whether flu-
oroquinolone use influences MRSA acquisition, persistence of
colonization, or transmission. Herein, we report the results of
a study designed to investigate the specific effect of fluoroquin-
olones on MRSA acquisition.

METHODS

Settings and Study Design
We established a prospective cohort of patients naive for S. au-
reus colonization to examine risk factors for S. aureus acquisi-
tion. The study was conducted in France from January 2008 to
October 2010 in 4 neurologic long-term care facilities (LTCFs):
Raymond-Poincaré University Hospital, Garches (2 wards),
Maritime Hospital, Berck (2 wards), Jacques-Calvé Center,
Berck (2 wards), and Sainte-Barbe Center, Fouquières-lès-
Lens (4 wards). Hereafter, these LTCFs are respectively referred
to as centers 1, 2, 3, and 4. They were chosen because their av-
erage duration of patient stay is 3 months, thereby allowing the
role of longer patient follow-up in the probability of S. aureus
acquisition to be evaluated. Patients hospitalized in LTCFs for
neurologic impairment often need extensive care and assistance
involving multiple contacts with healthcare workers and antibi-
otics for urinary infections. In addition, LTCFs may serve as a

reservoir for the spread and control of MRSA among hospital
providing more-acute care [20].

Patients were included if they were ≥18 years old, not initially
colonized with S. aureus (negative nasal and perineal swab
samples at admission), and were hospitalized for a neurologic
disorder with an expected length of stay ≥2 months. Immuno-
compromised patients were excluded. For each patient, nasal
colonization status and potential risk factors were collected
weekly for 13 weeks after inclusion or until discharge if that oc-
curred earlier. MRSA and/or methicillin-sensitive S. aureus
(MSSA) acquisition was defined as the first positive nasal
swab sample during follow-up.

Variables associated with S. aureus acquisition were investi-
gated in a nested-matched case-case-control study, which uses 2
separate case-control analyses in a single study [21]. Cases were
patients who acquired MRSA (or MSSA). If a patient had ac-
quired both MRSA and MSSA at the first positive nasal swab
sample, he or she was considered to be both an MRSA case
and an MSSA case in the analyses. Patients whose nasal swab
samples were always negative during follow-up served as con-
trols. MRSA and MSSA cases were then compared with differ-
ent MRSA- and MSSA-negative control groups. This study
design allows comparison of the 2 final models and the identi-
fication of risk factors specifically associated with MRSA,
MSSA, and/or S. aureus acquisition [21].

Each MRSA case was matched with ≤3 controls and each
MSSA case with ≤2 controls by center, date of first nasal
swab sample (±6 months), and exposure time. Exposure time
for a case was defined from the date of inclusion in the study
to the date of S. aureus acquisition [22]. The matched control
should have been followed up for at least the same exposure
time period. After matching, exposure time for each control
was set to equal that of his or her matched case. Matching for
exposure time allowed adjustment for confounding by time at
risk [23], and matching for center and date of first nasal swab
sample served to limit potential confounding by colonization
pressure [24]. Matched controls were randomly selected and
could be used in both analyses, because matching procedures
for MRSA and MSSA cases were performed separately.

Data Collection
At inclusion, sociodemographic data (sex and age) were collected,
as well as clinical characteristics (type of neurologic disorder, di-
abetes mellitus, intensive care burden at admission, skin lesions at
admission) and preadmission history (transfer from another
healthcare facility, hospitalization during the preceding year,
prior ICU admission, surgery or LTCF stay during the preceding
3 months, and antibiotic use during the past month).

Every week, the following data were prospectively recorded
using standardized questionnaires: strict and/or contact isola-
tion, invasive medical device use (catheter, tracheostomy,
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enteral nutrition, or urination device), aseptic dressing, body-
washing assistance, manual evacuation of fecal impaction, and
wound swabbing for S. aureus identification.

Regarding antimicrobial use, daily exposure was recorded ei-
ther in computerized pharmacy records or in specific standard-
ized questionnaires for the entire institutionalization period.
Antimicrobial agents were classified as follows: β-lactams, mac-
rolides, lincosamides and streptogramins, aminoglycosides, flu-
oroquinolones, other anti-Staphylococcus agents (including
glycopeptides, fosfomycin, and linezolid), and others (including
tetracyclines, pipemidic acid, polymyxins, fusidic acid, metroni-
dazole, sulfonamides, nitrofuran derivatives, and rifampicin).

For antimicrobial use and variables collected weekly during
follow-up, patients who were exposed at least once during
their exposure time were considered exposed.

Microbiologic Methods
To assess S. aureus colonization, alginate swabs were rotated
around the inside of both nostrils. Swabs were then placed in
Stuart’s transport medium (Transwab; Medical Wire and
Equipment) and kept at room temperature until arrival at the
Microbiology Laboratory of Raymond-Poincaré University
Hospital. Screening for MRSA and antimicrobial susceptibility
testing were performed (see Supplementary Methods). To de-
termine S. aureus clonal diversity, all strains isolated from the
first positive nasal swab samples were subjected to spa typing.

Statistical Analyses
Categorical variables were compared using χ2 or Fisher exact
tests; continuous variables were compared with Student t
tests. Univariate and multivariable analyses used conditional lo-
gistic regression models. Odds ratios (ORs) and 95% confidence
intervals (CIs) were calculated for all variables, and all signifi-
cant associations were evaluated. All variables with Wald test
P < .20 in univariate analyses were included in the multivariable
models (hereafter referred to as full models). Backward-stepwise
approaches were used to identify independent predictors. Var-
iables were removed one by one manually, starting with the var-
iable with the highest P value, until all remaining variables had
statistically significant OR estimates, leading to the final adjust-
ed models. Wald tests were performed to systematically evaluate
all pairwise interaction terms in each final model. The Hosmer-
Lemeshow goodness-of-fit test was used to assess model fit.
Sensitivity analyses were performed after exclusion of patients
who acquired S. aureus 1 week after inclusion or patients receiv-
ing antibiotic therapy at admission. A further analysis was per-
formed after restricting MRSA cases to those with a
fluoroquinolone-resistant phenotype. For all calculations, statis-
tical significance was defined at P < .05 (2 sided). All analyses
were performed using Stata software (version 11; StataCorp).

Ethics
An institutional review board (Comité de Protection des Per-
sonnes Île-de-France XI) approved the study protocol (refer-
ence 07032); no written informed consent was obtained from
the patients because the study interventions were standard
care. Authorization was also obtained from the Commission na-
tionale de l’informatique et des libertés (French Data Protection
Agency; reference 907302).

RESULTS

Study Population
From January 2008 to October 2010, a total of 952 patients were
preincluded (Figure 1). Among them, 414 (43.5%) S. aureus car-
riers at admission were excluded. Colonization pressure was sim-
ilar across centers (see Supplementary Table 1). In total, 451
patients were included from centers 1, 2, 3, and 4, respectively:
159 (35.3%), 59 (13.1%), 150 (33.3%), and 83 (18.4%). The co-
hort’s overall mean age was 51.7 years, 289 patients (64.1%)
were male, and 255 (56.5%) were followed up for 13 weeks.

During follow-up, 187 patients had≥1 S. aureus–positive nasal
swab sample. The percentages of patients who acquired S. aureus
did not differ among centers (P = .37). In total, 76 or 112 patients,
respectively, acquired MRSA or MSSA based on their first posi-
tive nasal swab sample (1 patient acquired both). The median
time from inclusion toMRSA acquisition was 5 weeks (interquar-
tile range, 2–8 weeks) and did not differ significantly (P = .08)
from the median time to MSSA acquisition (4 weeks; interquar-
tile range, 2–6 weeks). Nasal swab samples of the remaining 264
patients were negative for S. aureus during follow-up.

Among the 188 S. aureus isolates, 71 (93.4%) of the 76 MRSA
strains and 8 (7.1%) of the 112 MSSA strains were fluoroquin-
olone resistant. The 178 S. aureus isolates (94.7%) represented
69 spa types, and no known spa type could be identified for
6. The 3 predominant spa types were t008 (19.1%), t777
(10.1%), and t002 (6.7%) (Figure 2). MRSA strains were less di-
verse than MSSA strains (21 and 56 spa types, respectively),
with 8 shared spa types.

The 76 MRSA cases were matched to 207 MRSA controls,
with 55 (72.4%) each matched to 3 controls. The 112 MSSA
cases were matched to 208 MSSA controls, with 96 (85.7%)
each matched to 2 controls. Among the 264 potential controls,
246 (93.2%) were used for MRSA or MSSA matching, including
170 (69.1%) used for both MRSA and MSSA matching.

Based on exposure time, the protocol called for a total of 2883
samples to be obtained (1 sample per week). Of these, 254
(8.8%) were missing. During this period, the most prescribed
antibiotics were ciprofloxacin (70.4%) among fluoroquinolones
and amoxicillin/clavulanic acid (33.3%) among β-lactams.

At admission, case-matched controls (n = 246) were compa-
rable to controls (n = 18) not used in the analyses, except for
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Figure 1. Flowchart of the study population and case-case-control matching. Center 1 was Raymond-Poincaré University Hospital (Garches, France);
center 2, Maritime Hospital (Berck, France); center 3, Jacques-Calvé Center (Berck, France); and center 4, Sainte-Barbe Center (Fouquières-lès-Lens, France).
The resistance phenotype of the Staphylococcus aureus–positive strains corresponds to the first positive nasal swab sample during follow-up (ie, at
S. aureus acquisition). Abbreviations: MRSA, methicillin-resistant S. aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus.

Figure 2. Diversity of spa types at acquisition for methicillin-resistant Staphylococcus aureus (MRSA) and methicillin-sensitive S. aureus (MSSA). The 6
strains that could not be assigned to any known spa types are not shown (1 MRSA and 5 MSSA strains).
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center (P = .01). The latter were also more likely to be men
(P = .002) or to have had a previous LTCF stay (P = .01) and
were less likely than case-matched controls to have undergone
prior surgery (P = .02) or a prior ICU stay (P = .02).

Case-Case-Control Analysis
According to univariate analyses (Table 1), MRSA acquisition
was significantly more frequent in male patients, patients re-
quiring more intensive care at admission, and those hospital-
ized during the past year or admitted to the ICU during the
preceding 3 months, and it was significantly associated with
β-lactam or fluoroquinolone use and the need for body-washing
assistance during follow-up.

Risk factors were also analyzed for MSSA acquisition. Age dis-
tributions differed significantly between MSSA cases and con-
trols, but with no trend according to age. MSSA acquisition was
significantly associated with manual evacuation of fecal impac-
tion, body-washing assistance, or use of a urination device. Dur-
ing follow-up, patients whose wounds were swabbed were more
likely to acquire MSSA than patients with no wound sampled.

Multivariable analyses retained 3 factors significantly and in-
dependently associated with MRSA acquisition: male sex (OR,
2.09; 95% CI, 1.10–3.98), higher intensive care burden at admis-
sion (3.24; 1.74–6.04), or fluoroquinolone use (2.17; 1.01–4.67)
(Table 2). The independent risk factors for MSSA acquisition
were the need for body-washing assistance during follow-up
(OR, 2.85; 95% CI, 1.27–6.42) or use of a urination device
(1.79; 1.01–3.18). No statistically significant interaction between
risk factors was found. Hosmer-Lemeshow goodness-of-fit test
results indicated that the final MRSA or MSSA acquisition
models reflected the data well (P = .94 and P = .80, respectively).

Similar MRSA and MSSA risk factors were found in multi-
variable case-control analyses after exclusion of patients who ac-
quired S. aureus 1 week after inclusion or patients receiving
antibiotic therapy at admission (Supplementary Table 3). In ad-
dition, fluoroquinolone use was also significantly associated
with fluoroquinolone-resistant MRSA acquisition (Supplemen-
tary Table 3).

DISCUSSION

Our main objective was to identify risk factors for MRSA acqui-
sition. To the best of our knowledge, this is the first study
designed to prospectively evaluate those risk factors in a case-
case-control analysis. That study design is considered an effec-
tive and more accurate tool to assess risk factors for resistant
organisms than a standard case-control design, because it allows
simultaneous comparison of the risk factors for the isolation of
antibiotic-resistant or antibiotic-susceptible strains [21].

A key finding was that previous fluoroquinolone use was sig-
nificantly associated with MRSA but not MSSA acquisition.

That observation strongly suggests that fluoroquinolone use
facilitates MRSA acquisition. Previous studies had identified
fluoroquinolone use as increasing the risk of MRSA coloniza-
tion [17, 18] or infection [25–27] compared with MSSA or ab-
sence of S. aureus isolation. A meta-analysis that included
24 320 patients showed that the risk of MRSA colonization
or infection increased 3-fold after exposure to fluoroquino-
lones [28].

The mechanisms by which fluoroquinolones might influence
MRSA acquisition have not yet been fully elucidated. In our
study, >90% of MRSA strains and <10% of MSSA strains were
fluoroquinolone resistant. Because fluoroquinolones are inac-
tive against most MRSA strains but active against most MSSA
strains [29, 30], they can facilitate undetectable fluoroquino-
lone-resistant MRSA multiplication after eradicating suscepti-
ble rival strains. Moreover, fluoroquinolone resistance may
play an intrinsic role. An investigation covering 10 years of hos-
pital MRSA clones showed that dominant clones rarely lost flu-
oroquinolone resistance, thereby suggesting that this resistance
is involved in MRSA selection and survival [29]. In our present
study, fluoroquinolone use was significantly associated with flu-
oroquinolone-resistant MRSA acquisition.

Two mechanisms changing MRSA biologic properties after
exposure to fluoroquinolones, might explain how these antibi-
otics influence MRSA acquisition. First, fluoroquinolone expo-
sure could affect fluoroquinolone-resistant S. aureus adhesion.
Two in vitro studies showed that subinhibitory ciprofloxacin
levels induced the expression of fibronectin-binding proteins
by fluoroquinolone-resistant S. aureus, leading to increased ad-
hesion to fibronectin-coated surfaces [31, 32]. Second, fluoro-
quinolones might also increase MRSA growth. Thus, half the
fluoroquinolone minimal inhibitory concentration increased
the proportion of the more resistant subpopulations in hetero-
resistant S. aureus >10-fold [33].

We identified 2 additional risk factors for MRSA acquisition:
male sex and the need for more intensive care at admission.
Male sex had previously been found to be a risk factor [15,
34, 35], probably because of the higher frequencies of other fac-
tors predisposing men rather than women to MRSA acquisi-
tion. Moreover, because controls not used in the analyses
were more likely to be men than case-matched controls, male
sex being a risk factor for MRSA acquisition might partly be
an artifact of control selection. More intensive care at admission
was previously reported to be associated with acquisition of sev-
eral antibiotic-resistant organisms, including MRSA [18]. This
risk factor may be a marker of disease severity and may reflect
the high level of healthcare worker contacts linked to interindi-
vidual transmission.

We did not find any concordance among risk factors for
MRSA and MSSA acquisition, but factors associated with
MRSA (eg, more intensive care at admission) or with MSSA
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Table 1. Univariate Analyses of MRSA and MSSA Cases vs Controls

MRSA, No. (%)a MSSA, No. (%)a Univariate Analyses

Cases
(n = 76)

Controls
(n = 207)

Cases
(n = 112)

Controls
(n = 208)

MRSA: Cases vs Controls MSSA: Cases vs Controls

Variable OR (95% CI) P Valueb OR (95% CI) P Valueb

Demographics
Male sex 53 (69.7) 118 (57.0) 77 (68.8) 124 (59.6) 1.88 (1.03–3.43) .04 1.55 (.96–2.49) .08

Age, y

18–29 11 (14.5) 19 (9.1) 13 (11.6) 19 (9.1) Reference .62 Reference .047
30–49 20 (26.3) 61 (29.5) 39 (34.8) 61 (29.3) 0.55 (.22–1.37) 0.82 (.33–2.05)

50–69 38 (50.0) 105 (50.7) 40 (35.7) 107 (51.4) 0.61 (.27–1.40) 0.49 (.20–1.19)

≥70 7 (9.2) 22 (10.6) 20 (17.9) 21 (10.1) 0.57 (.18–1.77) 1.26 (.45–3.54)
Baseline clinical characteristic

Cerebral neurologic disorderc 54 (72.0) 151 (74.4) 82 (73.9) 148 (73.3) 0.91 (.48–1.71) .77 1.00 (.58–1.72) 1

Diabetes mellitus 8 (10.7) 32 (15.8) 16 (14.6) 32 (15.8) 0.65 (.28–1.48) .30 0.78 (.40–1.53) .47
More intensive care at

admissiond
57 (76.0) 100 (49.0) 62 (56.4) 103 (50.7) 3.35 (1.82–6.17) <.001 1.35 (.80–2.27) .26

Skin lesions at admission 21 (28.0) 54 (26.6) 37 (33.6) 55 (27.2) 1.05 (.59–1.86) .88 1.48 (.86–2.53) .16

History (before admission)
Admission from healthcare

facility
68 (90.7) 181 (88.7) 96 (87.3) 182 (89.7) 1.42 (.56–3.57) .46 0.70 (.32–1.55) .38

Previous hospitalization 70 (94.6) 167 (85.2) 99 (91.7) 176 (88.4) 3.43 (1.14–10.3) .03 1.32 (.56–3.09) .53
Previous ICU stay 43 (57.3) 81 (41.1) 48 (44.9) 85 (42.9) 1.97 (1.12–3.47) .02 1.16 (.69–1.95) .57

Previous surgical stay 33 (44.0) 83 (42.4) 44 (41.5) 83 (42.1) 1.08 (.63–1.87) .78 1.04 (.64–1.71) .87

Previous LTCF stay 11 (14.7) 20 (10.0) 10 (9.3) 20 (10.1) 1.57 (.72–3.42) .26 1.00 (.45–2.23) 1
Previous antibiotic therapy 34 (44.7) 71 (34.3) 38 (33.9) 66 (31.7) 1.53 (.90–2.59) .12 1.15 (.69–1.91) .60

Antimicrobial usee

Any 29 (38.2) 57 (27.5) 25 (22.3) 55 (26.4) 1.60 (.90–2.86) .11 0.85 (.49–1.49) .31
β-lactams 19 (25.0) 29 (14.0) 12 (10.7) 27 (13.0) 2.06 (1.05–4.06) .04 0.86 (.41–1.77) .67

Macrolides, lincosamides, or
streptogramins

1 (1.3) 5 (2.4) 2 (1.8) 5 (2.4) 0.53 (.06–4.90) .57 0.80 (.16–4.12) .79

Aminoglycosides 6 (7.9) 10 (4.8) 4 (3.6) 8 (3.9) 1.64 (.57–4.71) .36 1.00 (.30–3.32) 1

Fluoroquinolones 15 (19.7) 19 (9.2) 8 (7.1) 18 (8.7) 2.39 (1.13–5.05) .02 0.88 (.36–2.12) .77

Other anti-Staphylococcus
agentsf

1 (1.3) 2 (1.0) 1 (0.9) 3 (1.4) 1.30 (.12–14.5) .83 0.67 (.07–6.41) .73

Other antimicrobialsg 12 (15.8) 25 (12.1) 9 (8.0) 27 (13.0) 1.31 (.63–2.74) .47 0.61 (.27–1.36) .23
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Table 1 continued.

MRSA, No. (%)a MSSA, No. (%)a Univariate Analyses

Cases
(n = 76)

Controls
(n = 207)

Cases
(n = 112)

Controls
(n = 208)

MRSA: Cases vs Controls MSSA: Cases vs Controls

Variable OR (95% CI) P Valueb OR (95% CI) P Valueb

Other follow-up variablee

Strict isolation 17 (22.7) 42 (20.5) 19 (17.8) 33 (16.4) 1.13 (.59–2.17) .71 1.06 (.56–2.00) .87

Contact isolation 20 (26.7) 50 (24.5) 25 (23.4) 45 (22.4) 1.27 (.63–2.56) .51 1.22 (.66–2.25) .76
Catheter 17 (22.4) 31 (15.0) 14 (12.5) 26 (12.5) 1.74 (.87–3.49) .12 1.07 (.52–2.22) .85

Tracheostomy 10 (13.2) 27 (13.0) 15 (13.4) 28 (13.5) 0.95 (.44–2.06) .90 1.06 (.55–2.03) .87

Aseptic dressing 11 (14.5) 20 (9.7) 15 (13.4) 18 (8.7) 1.59 (.72–3.52) .25 1.63 (.76–3.51) .21
Enteral nutrition 17 (22.7) 28 (13.6) 16 (14.7) 25 (12.4) 1.73 (.87–3.46) .12 1.27 (.65–2.50) .48

Manual evacuation of fecal
impaction

14 (18.7) 24 (11.7) 23 (21.3) 24 (11.8) 1.87 (.91–3.85) .09 2.21 (1.14–4.24) .02

Body-washing assistance 67 (89.3) 163 (79.5) 97 (90.0) 157 (77.7) 2.60 (1.09–6.18) .03 3.22 (1.44–7.19) .004
Urination device 22 (29.3) 44 (21.5) 33 (30.3) 37 (18.3) 1.53 (.85–2.75) .16 1.95 (1.12–3.40) .02

Wound swabbing 28 (36.8) 56 (27.1) 43 (38.4) 55 (26.4) 1.55 (.89–2.70) .12 1.83 (1.10–3.03) .02

Abbreviations: CI, confidence interval; ICU, intensive care unit; LTCF, long-term care facility; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive Staphylococcus aureus; OR, odds ratio.
a Percentages are based on the numbers of patients whose data were available (ie, excluding missing data; see Supplementary Table 2).
b Boldface P values represent statistically significant differences.
c Compared with medullary or peripheral neurologic disorder.
d Compared with less intensive care at admission.
e Exposed at least once since admission.
f Including glycopeptides, fosfomycin, and linezolid.
g Including tetracyclines, pipemidic acid, polymyxins, fusidic acid, metronidazole, sulfonamides, nitrofuran derivatives, and rifampicin.
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acquisition (ie, body-washing assistance and urination device)
reflect frequent contacts with healthcare workers, suggesting
that factors involved in interindividual transmission are risk
factors for S. aureus acquisition, regardless of the methicillin re-
sistance phenotype. That possibility is supported by univariate
analysis identification of body-washing assistance as signifi-
cantly associated with MRSA and MSSA acquisitions.

The methods used to investigate MRSA colonization or infec-
tion risk factors have differed widely across studies, especially
regarding study design (cross-sectional or longitudinal), adjust-
ment for the at-risk period or comorbid conditions, and the
control group definition, which could lead to biased evaluation
of antibiotic impact. For example, using MSSA-colonized

patients as controls could overestimate the association between
antibiotic use and MRSA colonization [23]. To date, almost no
well-designed epidemiologic studies have ever been undertaken
to provide evidence of an association between previous anti-
biotic exposure and the risk of MRSA acquisition. The case-
case-control study design usually uses the same control group
for pathogen-resistant and pathogen-sensitive risk-factor
analyses [21]. In the present study, we compared MRSA and
MSSA cases with different control groups, to match cases and
controls according to 3 important confounding variables (cen-
ter, date of first nasal swab sample, and exposure time), making
the controls more representative of the source population from
which MRSA and MSSA cases originated. Although the choice

Table 2. Multivariable Analyses of MRSA and MSSA Cases vs Controls

Variable

MRSA: Cases vs Controls MSSA: Cases vs Controls

Full Modela Final Adjusted Modelb Full Modela Final Adjusted Modelb

OR (95% CI) P Value OR (95% CI) P Value OR (95% CI) P Value OR (95% CI) P Value

Demographics

Male sex 2.07 (1.01–4.23) .047 2.09 (1.10–3.98) .03 0.62 (.36–1.08) .09 . . . . . .
Age, y

18–29 . . . . . . . . . . . . Reference .16 . . . . . .

30–49 . . . . . . . . . . . . 0.94 (.34–2.61) . . . . . .
50–69 . . . . . . . . . . . . 0.58 (.21–1.61) . . . . . .

≥70 . . . . . . . . . . . . 1.39 (.43–4.53) . . . . . .

Baseline clinical characteristic
More intensive care at
admissionc

2.75 (1.23–6.10) .01 3.24 (1.74–6.04) <.001 . . . . . . . . . . . .

Skin lesions at admission . . . . . . . . . . . . 0.97 (.49–1.92) .93 . . . . . .

History (before admission)
Previous hospitalization 2.67 (.74–9.64) .13 . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Previous ICU stay 1.57 (.79–3.12) .20 . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Previous antibiotic therapy 1.14 (.57–2.29) .71 . . . . . . . . . . . . . . . . . .
Antimicrobial used

β-lactams 0.75 (.31–1.81) .53 . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Fluoroquinolones 2.33 (1.00–5.45) .05 2.17 (1.01–4.67) .049 . . . . . . . . . . . .
Other follow-up variabled

Catheter 1.02 (.45–2.31) .97 . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Enteral nutrition 0.56 (.20–1.56) .27 . . . . . . . . . . . . . . . . . .
Manual evacuation of fecal
impaction

1.15 (.43–3.07) .79 . . . . . . 1.11 (.47–2.63) .81 . . . . . .

Body-washing assistance 1.13 (.40–3.21) .81 . . . . . . 2.58 (1.04–6.36) .04 2.85 (1.27–6.42) .01
Urination device 1.01 (.44–2.35) .98 . . . . . . 1.54 (.77–3.09) .22 1.79 (1.01–3.18) .047

Wound swabbing 1.13 (.53–2.43) .76 . . . . . . 1.57 (.80–3.08) .19 . . . . . .

Abbreviations: CI, confidence interval; ICU, intensive care unit; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus; OR, odds
ratio.
a Multivariable full models correspond to models including all the variables with Wald test P value <.20 in univariate analyses.
b Final adjusted models correspond to models including all the remaining variables showing significant OR estimates after manual backward-stepwise selections.
c Compared with less intensive care at admission.
d Exposed at least once since admission.
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of 2 separate control groups may affect comparison of risk fac-
tors between the 2 case-control analyses, the fact that our 2 con-
trol groups shared numerous patients rendered the results of the
2 analyses much more comparable.

Our study had some limitations. First, detection of S. aureus
acquisition was based only on standard microbiologic tech-
niques, without recourse to molecular methods (eg, real-time
polymerase chain reaction) that can increase detection sensitiv-
ity. We were reassured to find t008, t777, and t002 as the most
prevalent spa types, which is consistent with the spa types cir-
culating in France and Europe [36, 37]. Moreover, only nasal
swab samples were used to determine the presence of S. aureus.
Although the combined nasal and skin (axilla and groin) swab
samples were shown to be more sensitive than nasal swab sam-
ples alone [38], we decided not to use wound swabbing in the
MRSA/MSSA case definitions because we focused on acquisi-
tion of colonization, and S. aureus presence in wounds might
indicate infection. Furthermore, wounds were not systemati-
cally swabbed, so their use could introduce a selection bias, if
the swabbed patients were more likely to receive antibiotics.
An imperfect S. aureus detection sensitivity from perineal and
nasal swab samples at inclusion could result in including false-
negative patients, thus biasing our cohort selection. Similarly, a
missing or false-negative nasal swab sample during follow-up
could yield misclassification of cases as controls, making them
more alike and thus underestimating the ORs. Nevertheless,
after exclusion of patients who acquired S. aureus 1 week after
study inclusion or those receiving antibiotic therapy at admis-
sion, multivariable analyses yielded similar results, thereby rein-
forcing our findings.

Second, colonization pressure was not evaluated and, there-
fore, could not be used to adjust our models for the MRSA and
MSSA burden. However, we chose to match by center and date
of first nasal swab sample to limit potential confounding by col-
onization pressure.

Third, our findings in LTCFs might not be generalizable to all
hospital settings. However, the association we found between flu-
oroquinolone use and MRSA acquisition expands previous
knowledge on risk factors for MRSA colonization/infection in ter-
tiary care hospitals [17–19, 25–27], reinforcing the notion that an-
tibiotic stewardship is essential, whatever the setting. Antibiotic
use being rather intensive and inappropriate in LTCFs [39], it
may differ from that in tertiary care hospitals.

In conclusion, S. aureus cross-transmission in LTCFs can be
controlled by improving hygiene, particularly hand washing.
Notably, the effect of fluoroquinolones on MRSA acquisition
represent another determinant of MRSA diffusion. Neverthe-
less, their effect on the other stages of MRSA diffusion (persis-
tent colonization and transmission) remains to be investigated.
Our findings should encourage reconsideration of the impor-
tance of cautious fluoroquinolone use.
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Fluoroquinolone Impact on Nasal Methicillin-Resistant and
Methicillin-Sensitive Staphylococcus aureus Colonization Durations in
Neurologic Long-Term-Care Facilities
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Francej; INSERM, U1173, Montigny le Bretonneux, Francek

Staphylococcus aureus nasal carriage is a risk factor for subsequent infection. Estimates of colonization duration vary widely
among studies, and factors influencing the time to loss of colonization, especially the impact of antibiotics, remain unclear. We
conducted a prospective study on patients naive for S. aureus colonization in 4 French long-term-care facilities. Data on nasal
colonization status and potential factors for loss of colonization were collected weekly. We estimated methicillin-resistant S.
aureus (MRSA) and methicillin-sensitive S. aureus (MSSA) colonization durations using the Kaplan-Meier method and investi-
gated factors for loss of colonization using shared-frailty Cox proportional hazards models. A total of 285 S. aureus colonization
episodes were identified in 149 patients. The median time to loss of MRSA or MSSA colonization was 3 weeks (95% confidence
interval, 2 to 8 weeks) or 2 weeks (95% confidence interval, 2 to 3 weeks), respectively. In multivariable analyses, the methicillin
resistance phenotype was not associated with S. aureus colonization duration (P � 0.21); the use of fluoroquinolones (hazard
ratio, 3.37; 95% confidence interval, 1.31 to 8.71) and having a wound positive for a nonnasal strain (hazard ratio, 2.17;
95% confidence interval, 1.15 to 4.07) were associated with earlier loss of MSSA colonization, while no factor was associ-
ated with loss of MRSA colonization. These results suggest that the methicillin resistance phenotype does not influence the
S. aureus colonization duration and that fluoroquinolones are associated with loss of MSSA colonization but not with loss of
MRSA colonization.

Staphylococcus aureus is a human commensal bacterium and a
common cause of hospital-acquired infections, ranging from

mild skin infections to bacteremia. The anterior nares are the most
common S. aureus niche, although the presence of extranasal sites
of colonization is increasingly recognized (1, 2). Approximately
30 to 50% of humans are asymptomatically colonized with S. au-
reus, and nasal carriage is a major risk factor for subsequent infec-
tion (3, 4). However, the role of long-term nasal S. aureus persis-
tence remains unknown. Notably, persistent but not intermittent
nasal S. aureus carriage is a risk factor for continuous peritoneal
dialysis-related infections (5). Moreover, long-term methicillin-
resistant S. aureus (MRSA) carriers remain at risk for subsequent
infection and death (6).

Estimates of MRSA colonization duration vary widely among
studies (7–15) and range from 12 days (8) to 40 months (13). A
meta-analysis estimated that the median time to clearance was 88
weeks after documented, untreated MRSA colonization (16).
Some factors associated with a longer MRSA colonization dura-
tion have already been identified, e.g., �2 MRSA-positive body
sites or a skin break at readmission (9, 14, 17), prior fluoroquin-
olone use (17), human immunodeficiency virus positivity (18),
and household contacts with MRSA, young age, or spa type t002
(9). Conversely, self-sufficiency in daily activities (10) or having
an antibiotic-treated documented infection (9) was associated
with a shorter MRSA carriage time.

This study was undertaken in long-term-care facilities (LTCFs)
to evaluate prospectively nasal S. aureus (MRSA and/or methicil-
lin-sensitive S. aureus [MSSA]) colonization duration and iden-
tify factors influencing the time to loss of colonization.

MATERIALS AND METHODS
Settings and study design. The Antibiotic Use and Staphylococcus aureus
Resistant to Antibiotics (ASAR) study is a prospective cohort of patients
naive for S. aureus colonization established in France from January 2008
to October 2010 in 4 neurologic LTCFs. Patients were included if they
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were not colonized with S. aureus at admission (negative nasal and peri-
neal swab specimens), �18 years old, and hospitalized for a neurologic
disorder with an expected stay of �2 months, as detailed previously (19).
An institutional review board (Comité de Protection des Personnes Île-
de-France XI) approved the study protocol (reference 07032); no written
informed consent was obtained from the patients because the study inter-
ventions were standard care. Authorization was also obtained from the
Commission Nationale de l’Informatique et des Libertés (French Data
Protection Agency; reference 907302).

Each patient was tested weekly for his or her status of nasal coloni-
zation with S. aureus. At inclusion, sociodemographic data (sex and age)
and diabetes mellitus status were recorded. Every week, a standardized
questionnaire was used to collect prospective data on strict isolation (sin-
gle room or cohorting), contact isolation, use of an invasive medical de-
vice (catheter, tracheostomy, enteral nutrition, and/or urination device),
body-washing assistance, and wound swabbing for S. aureus identifica-
tion. Daily antimicrobial use was recorded either in computerized phar-
macy records or on specific standardized questionnaires. Antibiotics were
classified as follows: fluoroquinolones (Anatomical Therapeutic Chemi-
cal Group J01MA), aminoglycosides (J01G), and other anti-MSSA agents
(including �-lactamase-resistant penicillins [J01CF], combined penicil-
lins and �-lactamase inhibitors [J01CR], third- and fourth-generation
cephalosporins [J01DD/DE], and carbapenems [J01DH]). Macrolides,

lincosamides, streptogramins, and other anti-S. aureus agents (including
vancomycin, fusidic acid, fosfomycin, and rifampin) were rarely pre-
scribed and were not considered in the analyses.

Microbiologic techniques. To assess S. aureus colonization, an alg-
inate swab was rotated inside each nostril and then placed in Stuart’s
transport medium (Transwab; Medical Wire and Equipment) and kept at
room temperature until arrival at the Microbiology Laboratory of Ray-
mond-Poincaré University Hospital. Screening for MRSA and antimicro-
bial susceptibility testing were performed as previously described (20). To
determine S. aureus clonal diversity, all strains isolated from positive nasal
swabs were subjected to spa typing.

Definition of colonization episodes. A colonization episode was de-
fined as the period between the acquisition and loss of colonization
with a given S. aureus strain. S. aureus strains were defined by their meth-
icillin resistance phenotype and spa type. S. aureus-positive swabs for
which the spa type was not identified were considered missing samples for
the analyses. S. aureus strain acquisition was defined as a positive nasal
swab following either negative nasal and perineal swabs at admission or
following two consecutive nasal swab specimens negative for that strain
during follow-up. This definition and missing samples meant that the date
of colonization acquisition was unknown for many episodes and data for
those episodes were excluded from the analyses (Fig. 1).

FIG 1 Flowchart of the study population.
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The event of interest was the loss of S. aureus colonization, defined as
two consecutive nasal swab specimens negative for the episode strain. The
time to loss of colonization was the number of weeks from the date of
acquisition of a given strain. Episodes were right censored during fol-
low-up at the last positive swab when consecutive missing samples pre-
vented a precise loss-of-colonization determination or at the end of ob-
servation.

Statistical analyses. Median MRSA, MSSA, and S. aureus colonization
durations were estimated using the Kaplan-Meier method to account for
right-censored observations. Associations between factors and the loss of
MRSA, MSSA, or S. aureus colonization were investigated using Cox pro-
portional hazards models (21). Because a patient could have several col-
onization episodes, a shared-frailty term was used to model a lack of
independence between a given patient’s events (22). Episodes with a single
S. aureus-positive nasal swab collected during the last week of the patient’s
follow-up were not analyzed, because survival analysis requires that each
episode be observed over some nonnull time interval.

Isolation precautions, the use of an invasive medical device, body-
washing assistance, antibiotic use, and having one or several S. aureus-
positive wounds were included as time-dependent covariates in the mod-
els. We distinguished wounds colonized with the nasal strain (i.e., the
strains had the same methicillin resistance phenotype and the same spa
type) from wounds colonized with a nonnasal strain (i.e., the strains had
different methicillin resistance phenotypes and/or spa types). For nasal
swabs positive for two cocolonizing strains, we created a time-dependent
covariate (having another nasal S. aureus strain) for exposure to the strain
different from that of the ongoing episode. Time-dependent covariates
were analyzed as binary variables (exposed/nonexposed), and exposure
was defined for the time interval between the collection of two nasal swab
specimens. The dates of antibiotic prescriptions were compared with the
estimated dates of S. aureus acquisition and loss of colonization, which
were considered the midpoint between the times for the last negative and
the first positive nasal swabs and the midpoint between the times for the
last positive and the first negative nasal swabs, respectively.

Hazard ratios (HRs) and 95% confidence intervals (CIs) were calcu-
lated for all variables. Those associated with time to loss of colonization in
univariate analyses (2-sided P � 0.20) were included in the multivariable
models and maintained in the final models when their HR estimates re-
mained statistically significantly associated (2-sided P � 0.05) with loss of
colonization using a manual backward stepwise procedure, yielding the
final adjusted models. All univariate and multivariable models were ad-
justed for center and fitted with the Efron method for handling ties (23).
Interactions between the strain’s methicillin resistance phenotype and all
the covariates remaining in the final model of loss of S. aureus coloniza-
tion were systematically evaluated.

Sensitivity analyses (i) included only the first colonization episode per
patient, (ii) used survival time recorded as calendar dates (i.e., nasal swab-
bing dates) rather than the time to loss of colonization, where time zero
corresponded to the time of S. aureus acquisition (for this approach, ep-
isodes with an unknown date of acquisition could be included because the
event of interest was the loss of S. aureus colonization on a given calendar
date rather than the time from acquisition), and (iii) defined the loss of S.
aureus colonization as three consecutive nasal swab specimens negative
for the episode strain.

Analyses were performed using SAS (version 9.3) software (SAS Insti-
tute, Cary, NC). The PHREG procedure and the RANDOM statement
were used to fit a shared-frailty model to clustered data with normally
distributed random effects.

RESULTS
Study population. Among the 451 patients naive for S. aureus
colonization at admission and included in the ASAR study, 194
(43.0%) had �1 S. aureus-positive nasal swab specimens during
follow-up (Fig. 1), and the 149 patients included in the analyses
were from centers 1 to 4: 17 (11.4%), 53 (35.6%), 50 (33.6%), and

29 (19.5%) patients, respectively (Table 1). Their median age was
52.6 years (range, 18.7 to 86.5 years), and 101 (67.8%) were male.
The median follow-up duration was 20 weeks (range, 4 to 65
weeks), and the median number of colonization episodes per pa-
tient was 1 (range, 1 to 12). Figure S1 in the supplemental material
reports the results for the nasal swabs obtained from each patient
during follow-up. At admission, the characteristics of the patients
included in the analyses were comparable to those of the 45 pa-
tients that acquired S. aureus and were excluded from the analyses
(data not shown).

Considering the 194 patients who had �1 S. aureus-positive
nasal swab specimens during follow-up, the protocol called for a
total of 4,728 swab specimens to be obtained (1 per week), but 450
(9.5%) were missing. The rate of missing data (8.5%) was similar
for the 149 patients analyzed.

Colonization episodes. During follow-up, 285 S. aureus colo-
nization episodes (117 episodes with MRSA colonization and 168
episodes with MSSA colonization) were identified in 149 patients;
among those episodes, loss of colonization occurred in 175
(61.4%) (70 [59.8%] and 105 [62.5%] for MRSA and MSSA col-
onization episodes, respectively).

The median Kaplan-Meier-estimated time to loss of S. aureus
colonization was 3 weeks (95% CI, 2 to 4 weeks). The respective
median times to loss of MRSA and MSSA colonization were 3
weeks (95% CI, 2 to 8 weeks) and 2 weeks (95% CI, 2 to 3 weeks),
respectively. Figure 2 shows the estimated Kaplan-Meier curves of
the MRSA or MSSA colonization duration. A loss of colonization
occurred after 1 week for 156 (54.7%) episodes: 63 (53.8%) MRSA
colonization episodes and 93 (55.4%) MSSA colonization epi-
sodes.

Seventy-two spa types were identified, with the most predom-
inant spa types being t008, t777, and t002 (Table 2). Among the
285 S. aureus strains, 152/168 (90.5%) MRSA strains and 4/117
(3.4%) MSSA strains were fluoroquinolone resistant.

Among the 149 patients, 44 (29.5%) were colonized with �2
different S. aureus strains, including 1 patient who was colonized
with 5 different ones. Forty-three (28.9%) patients had �2 colo-
nization episodes with the same S. aureus strain during their fol-
low-up.

Factors influencing time to loss of colonization. Among 315
S. aureus-positive wound swab specimens collected from 96 colo-
nization episodes, 215 (68.3%) were colonized with the nasal

TABLE 1 Characteristics of the 149 patients colonized with
Staphylococcus aureus

Variable Value

No. (%) of patients at centera:
1 17 (11.4)
2 53 (35.6)
3 50 (33.6)
4 29 (19.5)

No. (%) of male patients 101 (67.8)
Median (IQRb) age (yr) 52.6 (39.2–61.8)
Median (IQR) no. of colonization episodes 1 (1–2)
Median (IQR) follow-up duration (wk) 20 (13–35)
a French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck),
Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), and
Sainte-Barbe Center (Fouquières-lès-Lens).
b IQR, interquartile range.
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strain. Among the 100 wounds colonized with a nonnasal strain
(45 wounds colonized with MRSA, 55 wounds colonized with
MSSA), the methicillin resistance phenotype of the nonnasal
strain differed from that of the nasal strain for 78. Only 12 patients
(8 MRSA and 9 MSSA colonization episodes) received fluoro-
quinolones during their colonization episodes, 6 patients (4
MRSA and 3 MSSA colonization episodes) took aminoglycosides,
and other anti-MSSA agents were prescribed to 13 patients (9
MRSA and 9 MSSA colonization episodes).

Univariate Cox analyses identified only the adjusting center
variable (P � 0.025) to be significantly associated with loss of
MRSA colonization (Table 3). Fluoroquinolone use and a non-
nasal strain-positive wound were significantly associated with
earlier loss of MSSA and S. aureus colonization. The methicillin
resistance phenotype did not impact the S. aureus colonization
duration (P � 0.21).

Multivariable analyses retained fluoroquinolone use and a
nonnasal strain-positive wound as being significantly and in-
dependently associated with earlier loss of MSSA colonization
and retained fluoroquinolone use, a nonnasal strain-positive
wound, and spa type t571 as being significantly and independently
associated with earlier loss of S. aureus colonization (Table 4). No

interaction between fluoroquinolone use and the methicillin re-
sistance phenotype was found in the final model of loss of S. aureus
colonization (P � 0.31).

Considering the first colonization episode per patient, only spa
type t2903 or t571 was an independent factor for loss of MRSA or
S. aureus colonization, respectively (see Table S1 in the supple-
mental material). Using survival time recorded as calendar dates,
fluoroquinolone use and a nonnasal strain-positive wound were
significantly and independently associated with earlier loss of S.
aureus colonization (see Table S2 in the supplemental material).
Those risk factors were not significant for MSSA episodes, while
the use of other anti-MSSA agents was independently associated
with earlier loss of colonization. Finally, when the loss of S. aureus
colonization was defined as three consecutive nasal swab speci-
mens negative for the episode strain, fluoroquinolones were inde-
pendently associated with loss of MSSA and S. aureus coloniza-
tion, a wound positive for a nasal strain and spa type t2903 were
independently associated with loss of MRSA and S. aureus coloni-
zation, spa type t571 was independently associated with loss of S.
aureus colonization, and a wound positive for a nonnasal strain
was independently associated with loss of MRSA, MSSA, and S.
aureus colonization (see Table S3 in the supplemental material).

DISCUSSION

Our study showed that estimates of nasal MRSA and MSSA colo-
nization durations were similar and that fluoroquinolone use and
a wound positive for a nonnasal strain were independently and
significantly associated with shorter MSSA colonization dura-
tions. Notably, the methicillin resistance phenotype was not asso-
ciated with longer duration of S. aureus colonization, suggesting
that in the human population, S. aureus fitness, which depends on
bacterial growth and clearance rates, is not influenced by methi-
cillin susceptibility and, thus, that the biologic cost associated with
methicillin resistance might be limited. Although methicillin re-
sistance was inversely associated with the growth rate in vitro (24),
the compensatory mutations that can counterbalance the cost
conferred by resistance may be differently selected in vivo (25)
and, by extension, in the human population. Studies examining
whether MRSA and MSSA strains compete for nasal colonization
have yielded conflicting results (26–29): some found no evidence
of competition, while others showed that MSSA colonization pro-
tected against MRSA acquisition in the nares.

The median time to loss of MRSA colonization of 3 weeks
observed in the present study was shorter than that described pre-
viously (9–15). Several explanations could account for the vari-
ability of MRSA colonization duration: different health care set-

FIG 2 Estimated Kaplan-Meier curves of MRSA or MSSA colonization
duration.

TABLE 2 spa type distribution according to methicillin resistance phenotypea

spa type

No. (%) of episodes or patients

MRSA MSSA S. aureus

Episodes (n � 117) Patients (n � 72) Episodes (n � 168) Patients (n � 97) Episodes (n � 285) Patients (n � 149)

t008 38 (32.5) 27 (37.5) 26 (15.5) 17 (17.5) 64 (22.5) 42 (28.2)
t777 27 (23.1) 19 (26.4) 9 (5.4) 9 (9.3) 36 (12.6) 26 (17.4)
t002 7 (6.0) 6 (8.3) 11 (6.5) 8 (8.2) 18 (6.3) 14 (9.4)
t571 0 0 12 (7.1) 9 (9.3) 12 (4.2) 9 (6.0)
t2903 12 (10.3) 6 (8.3) 0 0 12 (4.2) 6 (4.0)
Others 33 (28.2) 26 (36.1) 110 (65.5) 70 (72.2) 143 (50.2) 95 (63.8)
a Abbreviations: MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus.
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tings (acute care facilities versus LTCFs), definitions of loss of
colonization, follow-up times, frequencies of S. aureus sampling,
and numbers of anatomical sites screened; the use of spa typing to
identify strains; and the treatment used to decolonize the patients.
Some authors investigated the MRSA colonization duration in
rehospitalized patients (8, 12–14). The designs of those studies
might have overestimated loss-of-colonization times, if the lag
time between discharge and readmission was long. In addition,
some exclusion criteria may prevent the accurate estimation of
loss-of-colonization times, including shorter colonization epi-
sodes, in the analyses. For example, one study excluded patients
readmitted �3 months postdischarge, resulting in an estimated
median time to MRSA clearance of 8.5 months (14), whereas an-
other excluded transient carriers, defined as patients having only 1
MRSA-positive culture and a negative culture within a week (9).
Others investigated the MRSA colonization duration at different
times after hospital discharge, e.g., 6 months after the initial de-

tection of MRSA, yielding longer colonization duration estimates
(10, 15, 30). However, one study conducted in a rehabilitation
center estimated the median nasal carriage time to be 44 days,
which is not very different from our estimate (7). Moreover, a
recent study that collected specimens from patients with MRSA
skin and soft tissue infections and their household members for
MRSA surveillance cultures every 2 weeks for 6 months reported
median MRSA colonization duration of 21 days, a finding which is
also close to our findings (31).

Pertinently, fluoroquinolone use in the present study was as-
sociated with earlier loss of MSSA colonization but not with loss of
MRSA colonization. Fluoroquinolones act mainly against MSSA
and not against MRSA (32), which could explain that observation.
Consistently, 96.6% of the colonizing MSSA strains were fluo-
roquinolone sensitive, while 90.5% of the colonizing MRSA
strains were fluoroquinolone resistant. Although not statistically
significant, the fluoroquinolone effect also favored shorter MRSA

TABLE 3 Univariate shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA, or S. aureus colonizationf

Variable

MRSA MSSA S. aureus

HRa (95% CI) P valueb HR (95% CI) P value HR (95% CI) P value

Patient characteristics
Centerc

1 Reference 0.025 Reference 0.42 Reference 0.006
2 0.55 (0.27–1.10) 0.76 (0.42–1.38) 0.63 (0.41–0.97)
3 0.36 (0.18–0.72) 0.62 (0.34–1.15) 0.47 (0.31–0.73)
4 0.34 (0.12–0.98) 0.62 (0.31–1.24) 0.49 (0.29–0.84)

Male sex 1.84 (0.87–3.89) 0.11 1.20 (0.76–1.90) 0.43 1.40 (0.96–2.03) 0.08
Age � 60 yr 0.84 (0.46–1.52) 0.56 1.41 (0.89–2.24) 0.14 1.07 (0.75–1.51) 0.73
Diabetes mellitus 0.86 (0.34–2.18) 0.74 0.82 (0.45–1.50) 0.52 0.83 (0.50–1.36) 0.45

Bacterial characteristics
Methicillin resistance NA NA 0.82 (0.60–1.12) 0.21
spa type

Other spa types Reference 0.19 Reference 0.29 Reference 0.11
t002 1.70 (0.45–6.39) 1.53 (0.65–3.57) 1.39 (0.71–2.71)
t008 0.66 (0.31–1.42) 1.33 (0.71–2.50) 0.80 (0.53–1.20)
t777 1.44 (0.69–3.00) 0.88 (0.33–2.33) 1.15 (0.72–1.83)
t571 2.16 (1.02–4.58) 2.17 (1.08–4.36)
t2903 1.65 (0.61–4.48) 1.37 (0.64–2.93)

Antimicrobials used
Fluoroquinolones 1.65 (0.49–5.56) 0.42 3.23 (1.26–8.33) 0.015 2.48 (1.19–5.17) 0.016
Aminoglycosides 1.06 (0.14–8.07) 0.95 2.03 (0.26–15.76) 0.50 1.40 (0.34–5.77) 0.64
Other anti-MSSA agentsd 0.94 (0.28–3.11) 0.91 1.66 (0.63–4.38) 0.31 1.32 (0.63–2.76) 0.46

Other follow-up variables
Strict isolation 0.78 (0.32–1.90) 0.58 1.00 (0.53–1.90) 1.00 0.93 (0.55–1.55) 0.77
Contact isolation 0.50 (0.22–1.12) 0.09 1.28 (0.74–2.22) 0.37 0.89 (0.57–1.40) 0.61
Invasive medical device usee 0.79 (0.45–1.40) 0.42 1.18 (0.78–1.79) 0.44 1.04 (0.74–1.44) 0.84
Body-washing assistance 0.88 (0.48–1.60) 0.67 1.18 (0.76–1.83) 0.45 1.04 (0.74–1.48) 0.81
Having a wound positive for a nasal strain 0.65 (0.35–1.22) 0.18 0.85 (0.49–1.47) 0.56 0.79 (0.53–1.18) 0.25
Having a wound positive for a nonnasal strain 1.88 (0.92–3.86) 0.09 2.12 (1.13–3.96) 0.019 2.04 (1.28–3.25) 0.003
Having another nasal S. aureus strain 2.75 (0.64–11.89) 0.18 1.01 (0.24–4.16) 0.99

a All analyses were adjusted for center.
b Boldface P values represent statistically significant differences.
c French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), and Sainte-
Barbe Center (Fouquières-lès-Lens).
d Including �-lactamase-resistant penicillins (Anatomical Therapeutic Chemical Group, J01CF), combinations of penicillins and �-lactamase inhibitors (J01CR), third- and fourth-
generation cephalosporins (J01DD/DE), and carbapenems (J01DH).
e Including catheter, tracheostomy, enteral nutrition, and/or urination device.
f Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus; NA, not applicable.
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colonization durations. Moreover, no interaction between fluoro-
quinolone use and the methicillin resistance phenotype was found
in the final model of loss of S. aureus colonization, suggesting that
the association between fluoroquinolone use and colonization
duration did not differ according to the strain’s methicillin resis-
tance phenotype. In contrast, Harbarth et al. reported that prior
fluoroquinolone therapy was independently associated with
MRSA persistence (17). However, our definition of persistence
and fluoroquinolone exposure as a time-dependent covariate dif-
fered, enabling assessment of short-term effects (1 week) on the
loss of colonization.

Having a wound positive for a nonnasal strain was indepen-
dently and significantly associated with shorter MSSA or S. aureus
colonization durations. Univariate analysis indicated the same
trend for MRSA colonization durations (P � 0.09). S. aureus is
frequently isolated from hospitalized patients’ wounds and may
be a source of cross-contamination with the anterior nares (33,
34). A nonnasal strain isolated from a wound may compete with
the nasal strain and thereby shorten the nasal S. aureus coloniza-
tion duration. Indeed, some reported observations suggested mi-
crobial competition during nasal colonization (26, 27, 35). How-
ever, among the 50 S. aureus colonization episodes immediately
followed by a colonization episode with a different strain, only
5 (10%) were concomitant with colonization of a wound with
a nonnasal strain corresponding to that of the subsequent
episode.

In earlier investigations, skin lesions or �1 MRSA-positive
body sites were predictors of prolonged MRSA colonization (11,
12, 14, 17, 36, 37). We did not include the same variables, but a
wound positive for a nasal strain favored longer MRSA, MSSA,
and S. aureus colonization durations in univariate analyses, albeit
not significantly. Our results suggesting opposite effects of having
a wound colonized with a nasal or nonnasal strain on the coloni-
zation duration highlight the importance of distinguishing be-
tween them.

The major strength of our prospective study was the use of a
protocol that allowed precise estimation of the S. aureus coloniza-
tion duration, i.e., weekly sampling of patients with a relatively
long duration of monitoring (median follow-up, 5 months), made
possible by the study setting in LTCFs, where the average stay is 3
months. Moreover, similar results were found when the loss of
S. aureus colonization was defined as 3 consecutive nasal swab
specimens negative for the episode strain, indicating the good sen-
sitivity of the S. aureus detection method. Furthermore, spa typing
enabled the better characterization of the S. aureus strains and
thereby provided more precise estimates of the colonization du-
ration for each episode. Lastly, the use of shared-frailty models
ensured maximum exploitation of the data. Standard survival
analysis requires independent data, and the simplest way to study
recurrent events is to examine only the time to the first event. That
first sensitivity analysis failed to find any association between fluo-
roquinolone use or a nonnasal strain-positive wound and earlier
loss of S. aureus or MSSA colonization, thereby illustrating the
advantage of this methodology. Conversely, when the sensitivity
analyses used survival time recorded as calendar dates, fluoro-
quinolone use and a nonnasal strain-positive wound were inde-
pendent risk factors for loss of S. aureus colonization, supporting
our main analysis outcome.

This study has several limitations. First, missing data made us
exclude 111 colonization episodes from the analyses, to avoid un-
derestimating their durations. Moreover, if a patient had been
repeatedly colonized with the same strain, we could have consid-
ered the episode to be several colonization episodes because of
missing data, while it might have been a single episode. In that
context, only the colonization episode for which the acquisition
interval was known was included, perhaps underestimating colo-
nization durations, even if right censoring was considered in the
survival analysis. In contrast, our definition of loss of coloniza-
tion, intended to avoid possible false-negative swabs, might have
overestimated colonization durations.

TABLE 4 Multivariable shared-frailty Cox proportional hazards regression models for loss of MRSA, MSSA, or S. aureus colonizationd

Variable

MRSA MSSA S. aureus

HRa (95% CI) P valueb HR (95% CI) P value HR (95% CI) P value

Centerc

1 Reference 0.025 Reference 0.82 Reference 0.18
2 0.55 (0.27–1.10) 1.17 (0.57–2.41) 1.00 (0.58–1.72)
3 0.36 (0.18–0.72) 0.95 (0.45–2.00) 0.71 (0.41–1.23)
4 0.34 (0.12–0.98) 0.95 (0.42–2.15) 0.65 (0.33–1.27)

spa type
Other spa types Reference 0.025
t002 1.48 (0.76–2.86)
t008 0.75 (0.50–1.12)
t777 1.12 (0.71–1.78)
t571 2.31 (1.16–4.57)
t2903 1.72 (0.81–3.63)

Fluoroquinolones 3.37 (1.31–8.71) 0.012 2.75 (1.32–5.76) 0.007
Having a wound positive for nonnasal strain 2.17 (1.15–4.07) 0.016 2.32 (1.44–3.74) <0.001
a All analyses were adjusted for center.
b Boldface P values represent statistically significant differences.
c French centers 1 to 4 (city in France) were, respectively, Maritime Hospital (Berck), Raymond-Poincaré University Hospital (Garches), Jacques-Calvé Center (Berck), and Sainte-
Barbe Center (Fouquières-lès-Lens).
d Abbreviations: CI, confidence interval; HR, hazard ratio; MRSA, methicillin-resistant Staphylococcus aureus; MSSA, methicillin-sensitive S. aureus.
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Second, although colonization pressure was not evaluated, all
analyses were adjusted for center to limit potential cofounding by
colonization pressure. Moreover, because of interval censoring,
we could not discern whether a patient was colonized for 1 week or
decolonized and then recolonized very rapidly because of a given
strain’s high colonization pressure. Nevertheless, 43 (28.9%) pa-
tients had �2 episodes of colonization with the same S. aureus
strain during follow-up, suggesting that the persistent carriage
frequently described in the literature could be the result of recol-
onization (4, 38). Furthermore, our second sensitivity analysis
using calendar time to better control colonization pressure yielded
results consistent with those from our main analysis.

Third, only nasal swab samples were used to determine S. au-
reus colonization status, as the study protocol did not include
swabbing of extranasal body sites. Identification of the strains was
based only on spa typing and methicillin susceptibility, whereas
whole-genome sequencing would have increased the resolution of
S. aureus characterization. Moreover, no information regarding
the treatment used for S. aureus decolonization was collected dur-
ing the study, which prevented us from considering this variable in
the analyses.

In conclusion, for the LTCF patient cohort described here, the
estimated median times to loss of MRSA or MSSA colonization
were similar, while fluoroquinolone use and a nonnasal strain-
positive wound were independent predictors of the loss of MSSA
colonization. These results suggest that fluoroquinolone use
shortens the MSSA colonization duration, but fluoroquinolone
use is also a risk factor for MRSA acquisition (19); therefore, it is
essential that they be prescribed with caution in health care facil-
ities. Finally, because a longer duration of colonization has impor-
tant implications for infection control policies and patient care
and may be associated with an increased risk of infection, further
research on the natural history of nasal and extranasal S. aureus
colonization and on this bacterium’s fitness is needed.
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