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Vorwort zur Jubilaumsausgabe

Am 25. November feiert die Mikroskopische Gesellschaft Wien ihren 115. Geburtstag, sie
wurde am 25. November 1910 von Dr. Wilhelm Kaiser gegrindet. Zuséatzlich feiert unser Mit-
teilungsblatt heuer seinen 75. Geburtstag, und das ist der Grund fir das vorliegende Sonder-
heft.

Entgegen der Regel fir unsere Mitteilungsblatter, nur Mitglieder des Vereins haben Zugriff
auf die Mitteilungsblatter, haben wir uns entschieden diesen besonderen Anlass zu feiern,
indem wir dieses Sonderheft der Allgemeinheit via Download auf unserer Homepage zur
Verfugung stellen.

Das Mitteilungsheft erscheint derzeit 3x jahrlich, fir das Jubildumsheft wurden die Hefte zwei
und drei/2025 zu dieser Jubildumsausgabe zusammengefasst. Wir haben daher nicht nur
mehr Seiten, sondern gleich drei interessante Fachbeitrage zu Themen, die Mikroskopi-
kerlnnen interessiert. Mein Dank gilt den Autoren und all jenen, die mit Bildmaterial und Er-
fahrungen einen Beitrag geleistet haben.

Wie fUr das Heft 3 Ublich, gibt es auch einen Ausblick auf unser Programm fiir das kom-
mende Jahr, es erwarten unsere Mitglieder eine Vielzahl an Veranstaltungen, Exkursionen
und ein- oder mehrtagige Arbeitstreffen in Niederdsterreich, Oberdsterreich und Tirol.

Auch in diesem Zusammenhang gilt mein Dank all jenen, die es durch ihre Mitarbeit und
wertvollen Beitrage ermdglich, dass wir das umfangreichste Programm aller mir bekannten
europaischen mikroskopischen Vereinigungen aufweisen kénnen.

Ich wiinsche allen interessierten Mikroskopikerlnnen viel Spaf’ beim Lesen dieses Jubi-
laumsheftes. Es wiirde mich freuen, wenn wir die eine oder den anderen Leser zukiinftig als
neues Mitglied begriifien diirfen.

Naturlich sind uns auch Gaste willkommen. Als Gast haben Sie die Maglichkeit, eine oder
auch mehrere Veranstaltungen zu besuchen, um so zu sehen, welche Vorteile eine Mitglied-
schaft hat.

Ich wiinsche allen Interessierten und natirlich auch unseren Mitgliedern und Ehrenmit-
gliedern weiterhin Faszination an den schier endlosen Themen, rund um die Mikroskopie.

Liebe Grife

Gerhard Zimmert
Prasident der MGW
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Arbeitsprogramm 2026

Feiertag
JAHRESHAUPTVERSAMMLUNG!
Hermann Hochmeier: Praparationsabend! (Diatomeen)

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

SEMESTERFERIEN!
Die Raume der Gesellschaft bleiben geschlossen!

Fir Interessierte: ,Einfihrung in die Mikroskopie® bzw. Vorweisungs-
abend! Die Mitglieder der Gesellschaft werden ersucht, Praparate zur
Besprechung mit der Mikroskop-Videoeinrichtung mitzubringen!

Dr. Karin Buchart: Wir suchen Bakterien in fermentierten Lebens-
mitteln

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

Gerhard Vicek: Makro Blutenpflanzen

Dr. Gerhard Geissl: Dinnschliffe — Harzburgit aus dem Troodos Ge-
birge, Theorie und Einweisung in die Praxis der Dunnschliffanfertigung

Dr. Gerhard Geissl: Dunnschliffe — Harzburgit aus dem Troodos
Gebirge — Fertigstellung der Schliffe vom 10.03.
Flohmarkt — aus dem Uberbestand der MGW

10:00 — 17:00 Univ.-Prof. Dr. Jirgen Stampfl: Praparationsworkshop
Botanik: PEG-Bléckchen - Fertigung in der Praxis

Wolfgang Bettighofer, MSc: Diatomeen der Nord- und Ostsee (Teil 2)

OSTERFERIEN!
Die Raume der Gesellschaft bleiben geschlossen!

Fabian Kaiser, Mag. pharm. — Mykologische Gesellschaft Wien -
Pilzpraparation — Morchel — angefragt!

10:00 — 16:00
Exkursion Nationalpark Donauauen

Sylvia Buchta: Praparationsabend! Auflicht-Mikroskopie

Fiar Interessierte: ,Einfihrung in die Mikroskopie® bzw. Vorweisungs-
abend! Die Mitglieder der Gesellschaft werden ersucht, Praparate zur
Besprechung mit der Mikroskop-Videoeinrichtung mitzubringen!

Univ.-Doz. Dr. Peter Weish: Thema noch offen
Dr. Thomas Schrofl: Thema noch offen

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

Gerhard Loidolt: Durchlicht DIC mit hohen VergréRerungen
Univ.-Prof. Dr. Jurgen Stampfl: Experimente am REM
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Beginn 14.06. — Ende 21.06.

Thomas Schrofl: Pillersee Treffen

Zieralgen und was noch so im Wassertropfen zu finden ist. Die
Gegend um den Pillersee zeichnet sich durch eine Vielzahl intakter
Moore aus und ist daher ein Paradies fur Mikroskopbegeisterte.
Anmeldung ist erforderlich und lauft direkt Gber Thomas, der dieses
Treffen organisiert.

Dr. Susanne Steinbock: Vortrag Neuseeland — Nordinsel
Dr. Susanne Steinbock: Vortrag Neuseeland - Stdinsel

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

Die Raume der Gesellschaft bleiben im Juli und August geschlossen!

Beginn 15:00 — Ende 14:00

Gerhard Zimmert: Workshop Mikroskopie

Schloss Weinberg/O0O

Zusammenarbeit und Erfahrungsaustausch rund um die Mikroskopie

Mikroprojektion — Besprechung von Praparaten, Kurzvortrage,
Berichte

Dr. Thomas Schréfl: Meteoriten und deren Entstehung im Universum
Dr. Thomas Kann: Praparationsabend! (Histologie)
Dr. Thomas Kann: Erklarungen zum Praparationsabend vom 15.09.

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

Dr. Heimo Bieringer: Technische Kunststoffe, die Starken und
Schwachen als Ergebnis von Mikro-/Makrostruktur

Hans Gunter Plescher, MSc: Praparationsabend! (Botanik)
Hans Gunter Plescher, MSc: Praparationsabend! (Botanik)

Internationales Vernetzungstreffen — via MS Teams
Thema noch offen

Hermann Hochmeier: Praparationsabend! (Diatomeen)
Univ.-Prof. Dr. Jurgen Stampfl: Thema noch offen
Gerhard Vicek: Mikroskopisches Thema offen

10:00 — 17:00 Gerhard Zimmert: Praparationstag: vom Paraffin-
bléckchen Uber den Schnitt zum Dauerpraparat mit botanischem
Material

Wolfgang Bettighofer, MSc: Schalenamdben in Moorgewassern

Prof. OStR Erich Steiner: Praparationsabend! (Mikropaldontologisches
Material)

Feiertag
Vorweihnachtszeit, keine Veranstaltungen

Vorweihnachtszeit, keine Veranstaltungen

Stand des Programms: 14.11.2025



75 Jahre Mitteilungsblatt,
Sonderheft der Mikroskopischen Gesellschaft Wien

Prof. OStR Erich Steiner & Gerhard Zimmert

Seit 1950 werden unsere Mitteilungsblatter jahrlich 3- bis 4-mal verdffentlicht. Unser dama-
liger Vizeprasident Lous Schmid stellte es erstmals zusammen. Damit wurden die inhalt-
lichen Schwerpunkte definiert: Unser Veranstaltungsprogramm, Beitrage Uber die aktuellen
Arbeiten unserer Mitglieder sowie Beitrage von Fachleuten und Buchbesprechungen bildeten
die Basis. Diese wurde um Protokolle unserer jahrlichen Vorstandssitzungen erweitert. Durch
die Beschreibung von hunderten Blchern, Abhandlungen und Artikel — viele fachliche Dis-
kussionen wurden durch Blcher und Zeitschriften ausgel6st — war und ist unser Mitteilungs-
blatt immer aktuell und bildet eine einmalige Wissensbasis, die den Mitgliedern im Mitglieder-
bereich unserer Homepage zur Verfligung gestellt wird.

Die Mitteilungsblatter wurden urspriinglich von unseren Mitgliedern — vor allem den Herren
Karl Pival und Johann Dobsak — in unseren Gesellschaftsrdumen mit Abziehapparat und
Matrizen vervielfaltigt. Einige Jahre spater wurde diese Arbeit von verschiedenen Firmen —
Firma S. Melzer, Skripten Druckerei der Technischen Universitat, Firma Haltemeyer GmbH,
Kopierkeller-Fanta & Posch GmbH & Co KG — Gibernommen. Bevor die Vervielfaltigung auch
in Farbe erfolgte, legten einige unserer Mitglieder — Dr. Thomas Kann, Alfred Schultes, Peter
Pavlicek — auf eigene Kosten Farbkopien ihren Artikeln bei, was die Attraktivitat unseres Mit-
teilungsblattes wesentlich erhodhte. Die Gesellschaft selbst konnte sich damals aus finan-
ziellen Grinden diese Farbkopien nicht leisten. In der Zwischenzeit sind unsere Mitteilungs-
blatter durchgangig in Farbe.

Seit 2020 sind die Mitteilungsblatter aller Jahrgange fir Mitglieder unserer Gesellschaft auf
unserer Webseite abrufbar. Seit 2024 wird aus Kostengriinden das Mitteilungsblatt nur mehr
in digitaler Form zur Verfligung gestellt, eine Papierausgabe ware mit dem Mitgliedsbeitrag
nicht mehr finanzierbar gewesen.

Mitteilungsblatt-Redaktion:

1950 — 1975 Lous Schmid

1976 — 1978 Gretl Schmid (Sekretariat)

1979 — 1983 BOL Herbert Palme

1984 — 1986 Univ.-Doz. Dr. Ferdinand Ruzicka

1987 BOL Herbert Palme

1988 — 1992 BOL Herbert Palme und Michael Fitz

1993 — 1994 BOL Herbert Palme, Michael Fitz und Peter Pavlicek
1995 — 2012 Peter Pavlicek

2013 SR Hans Haslinger und BOL Herbert Palme

2014 — 2020 SR Hans Haslinger und Hans Gunter Plescher, MSc
2021 — 2022 SR Hans Haslinger

Seit 2023 Gerhard Zimmert und Beate Stipanits

Versand des Mitteilungsblattes:
Seit 2024 Wolfgang Bettighofer, MSc

Die Mitteilungsblatter haben sich in den 75 Jahren ihres Bestandes in erfreulicher Weise zu
dem entwickelt, als dass sie von Anbeginn von Lous Schmid gedacht waren: zu einem
geistigen Band, das alle Mitglieder der ,MIKROSKOPISCHEN GESELLSCHAFT WIEN®in so
schoner Weise verbindet.
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Mit der Einstellung der digital gedruckten Version des Mitteilungsblattes, wurde der Post-
versand der Belegexemplare hinféllig. Verlage, die Blicher fir die Leseproben zur Verfliigung

stellen bekommen seit 2024 ebenfalls ein PDF als Beleg fiir die Publikation und kénnen so
diese einfacher auf inrer Homepage zur Veréffentlichung verwenden.

Mit diesem Jubilaumsheft machen wir eine Ausnahme, wir stellen es als Jubilaumsheft fir
alle Interessierte Leser zum Download zur Verfiigung.

Literatur:
Mitteilungsblatter auf der Homepage der MGW

Festschrift anlasslich der Feier zum 100-jahrigen Bestand der Mikroskopischen Gesellschaft
Wien (vormals Mikrographische Gesellschaft Wien) 1910 bis 2010



Buchbesprechungen
von OStR. Prof. Erich Steiner

Josh L. Davis: Queer
Sex und Geschlecht in der Welt der Tiere und Pflanzen

128 Seiten, ca. 80 Fotos, Haupt Verlag, Bern-Stuttgart-Wien, 2025, Hardcover, 17 x 19 cm,
€/D 19,90 / €/A 20,50 / sFr 22,00 - ISBN 978-3-258-08408-4

In der Natur ist gleichgeschlechtliches Sexualverhalten wesentlich weiterverbreitet, als den
meisten bekannt bzw. bewusst ist. Es kommt von Pinguinen bis zu Primaten, von Fischen bis
zu Staublausen und Pflanzen vor. Auch wie die Geschlechtsbestimmung in der Natur orga-
nisiert ist, ist komplexer als allgemein vermutet wird. Der Autor beschreibt in anschaulicher
Weise die Vielfalt von Sexualitat und Geschlecht in der Natur.

Es wird oft behauptet, dass rund 1500 Tierarten homosexuelles Verhalten zeigen. Josh L.
Davis nimmt aber an, dass diese Zahlenangabe eine massive Unterschatzung ist. Am plau-
sibelsten sei, dass die meisten Tierarten queeres Verhalten zeigen und eine rein hetero-
normative Art eher die Ausnahme sei. Trotz dieser anzunehmenden Haufigkeit ist nicht-
heteronormatives Verhalten in der Naturgeschichte grofitenteils ignoriert bzw. vertuscht
worden. Der Autor untersucht, wie bei verschiedenen Organismen — sowohl bei Tieren als
auch bei Pflanzen — die sexuelle Fortpflanzung und die Ausbildung des Geschlechts auf
einer komplexen Interaktion zwischen Genen, Hormonen, Umwelt und Zufall beruht. So lernt
man zum Beispiel Schildkréten kennen, deren Geschlecht durch Bruttemperatur ihrer Eier
bestimmt wird oder Schmetterlinge, die mannliches und weibliches biologisches Gewebe in
ein und demselben Organismus vereinigen.

Alles in allem ein Buch, das jedem an der Biologie Interessierten nur bestens empfohlen
werden kann.

Marilyn J. Roossinck: Viren
Die faszinierende Welt unserer heimlichen Bewohner

288 Seiten, durchgehend farbig bebildert, Haupt Verlag, Bern-Stuttgart-Wien, 2025, Hard-
cover, 19 x 24,6 cm, €/D 36,00 / €/A 37,10 / sFr 39,00 - ISBN 978-3-258-08407-7

Viren sind nicht nur Krankheitserreger. Manche helfen auch ihren Wirten Umweltstress zu
bewaltigen, wie etwa das Curvularia-Thermal-Tolerance-Virus, das Pflanzen hitzeresistenter
macht. Die Autorin beschreibt in anschaulicher Weise, wie Viren in den unterschiedlichsten
Formen existieren. Zu Beginn werden die Grundlagen der Virologie erlautert, was Viren sind
und in welchen Grofien sie vorkommen, ihre Vermehrung bzw. Verbreitung in den ver-
schiedensten Lebensraumen und ihre Anpassungsfahigkeit. Wie sie von Wirten bekampft
werden und wie sich diese Mechanismen in Impfstoffen wie dem Vacciniavirus zunutze
machen lassen, werden ausflihrlich behandelt. Jedes Kapitel wird durch Beispiele verschie-
dener Virusarten — insgesamt rund 45 — untermalt, die das zuvor Erlauterte veranschau-
lichen. Menschliche Eingriffe, aber auch Klimawandel und Globalisierung, beeinflussen die
Ausbreitung von Krankheiten wie COVID-19, Dengue und Gelbfieber. Besonders hervorzu-
heben ist auch die schdne farbige und aussagekraftige durchgehende Bebilderung des
Buches.

Das Werk ist ein hervorragender Leitfaden fir alle, die an diesem vielfaltigen Thema inte-
ressiert sind.



Susanne Wurst: Der Boden lebt
Kleinstlebewesen, unsere Erde und das Klima

168 Seiten, ca. 40 lllustrationen, Haupt Verlag, Bern, 2025, Hardcover, €/A 30,80 / €/D 29,90 /
sFr 30,00 (UVP) - ISBN 978-3-258-08395

Dr. Susanne Wurst leitet als Juniorprofessorin an der Freien Universitat Berlin die Arbeits-
gruppe ,Funktionelle Biodiversitat®. Derzeit arbeitet sie im ,Bundesprogramm Biologische
Vielfalt zur Umsetzung der Nationalen Biodiversitatsstrategie in Deutschland®.

In einer Handvoll Erde findet man mehr mikroskopisch kleine Lebewesen, als es Menschen
auf der Erde gibt. Dr. Susanne Waurst gibt in diesem Buch einen Einblick in diese versteckte
Mikrowelt.

Wir Menschen kommen taglich mit unseren FiRen mit dem Boden in Berthrung. Er wandelt
Stoffe um und sorgt daflr, dass neues Leben aus toter Materie entsteht. Da sich aber die
meisten Vorgange im mikroskopischen Bereich abspielen, bleibt den meisten von uns der
Boden-Lebensraum verschlossen. Das andert die Autorin in ihnrem neuen Werk. In vier Kapi-
teln: Boden — Leben, Boden — Funktion, Boden — in Gefahr und Boden — Schutz, stellt sie die
Organismen des Bodens vor, erlautert inre Wechselwirkungen mit der oberirdischen Welt
und zeigt auf, wie vielfaltig die Leistungen dieses Okosystems sind. Sie behandelt die zu-
nehmenden Gefahrdungen und betont, dass Boden-, Arten- und Klimaschutz untrennbar mit-
einander verbunden und fiir unser Uberleben wesentlich sind. Als Abschluss gibt das Buch
konkrete Handlungsansatze fiir den Alltag.

Alles in allem ein Buch, das jedem Naturliebhaber nur bestens empfohlen werden kann.

Hans-Ulrich Keller: KOSMOS HIMMELSJAHR 2026
Sonne, Mond und Sterne im Jahreslauf

304 Seiten, mit 42 Farb- und Schwarzweil}fotos, 8 historischen Abbildungen, 259 lllustra-
tionen, davon 238 von Gerhard Weiland, sowie 12 Planetenlauf- und 12 Monatssternkarten
von Wil Tirion, Franckh-Kosmos Verlags-GmbH & Co. KG, Stuttgart, 2025, Klappenbroschur,
€/A 22,70 - ISBN 978-3-440-18131-7

Das ,Kosmos Himmelsjahr* ist das alteste astronomische Jahrbuch (seit 1941) im deutsch-
sprachigen Raum. Dieses Werk gibt jedem an der Himmelskunde Interessierten Auskunft
Uber die wichtigsten astronomischen Ereignisse im Jahr 2026. Fragen wie — Wann findet die
nachste Mondesfinsternis statt? In welcher Position befinden sich die Monde des Saturn an
einem bestimmten Tag? — werden rasch und leicht verstandlich beantwortet bzw. aus Tabel-
len herausgelesen. Erganzt wird das Jahrbuch durch ein Kalendarium mit allen wichtigen
Daten bis zum Jahr 2028. Das KOSMOS HIMMELSJAHR wird seit vielen Jahren von einer
stetig wachsenden Leserschaft als unentbehrlicher Flhrer durch die astronomischen Er-
eignisse des Jahres geschatzt.



1. Exkursion in den Nationalpark Donau-Auen
Gerhard Loidolt
Am 26. April fihrte uns eine Exkursion in den Nationalpark Donau-Auen. Von Stopfenreuth

aus wanderten wir mit einer Nationalpark Rangerin am Flussufer die Donau hinauf und dann
durch die herrliche, frisch griin glanzende Au wieder zurick.

Wegen des starken Regens in der Nacht und des friihen Vormittags wurden hier keine Was-
serproben aus den Tumpeln genommen.

Abb. 1-1: Man sieht die gute Laune

In Orth an der Donau kehrten wir beim Gasthaus Binder ein. Die Warnung der Rangerin vor
dem ortsansassigen, patrouillierenden Perlhuhn Mannchen war nicht von ungefahr :-)

Frisch gestarkt ging es dann in den Park von Schloss Eckartsau. Hier wurden Neulinge in die
hohe Kunst der Plankton-Netz-Wurftechnik eingeweiht. Die aus dem Teich enthommen Was-
serproben waren ubervoll mit Cyclops, Wasserflohen und Radertieren.
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Abb. 1-3: Es wimmelt nur so von Wasserlebewesen

11



2. Zieralgenexkursion Pillersee 2025
Wolfgang Bettighofer

Seit mittlerweile 15 Jahren ist der Pillersee ein Mekka der Desmidiaceenfreunde. Angie Opitz
aus St. Ulrich am Pillersee, welche die Lebensraume
der Moore im Bezirk Kitzbuhel jahrzehntelang er-
forscht und beprobt hat, hatte erstmals 2010 zu einem
Mikroskopietreffen nach St. Ulrich eingeladen.

Die Region ist reich an kleinen, naturbelassenen oder
seit vielen Jahrzehnten nicht mehr bewirtschafteten
moorigen Feuchtgebieten und damit eine ausgezeich-
nete Basis flir das Sammeln und Erforschen arten-
reicher Desmidiaceenproben. Neben vielen interes-
sierten Hobbymikroskopikern hat die Pillersee-Woche
auch Desmidiologen und Protistologen wie Prof.
Rupert Lenzenweger, Prof. Dr. Michael Melkonian
und, 2025 erstmals, auch Prof. Dr. Sebastian Hess
angezogen und begeistert.

Seit 2024 organisiert unser Vereinsfreund Dr. Thomas
Schrofl die einwdchige Veranstaltung in der Frih-
stlickspension von Erika Geisler. Der geraumige
Wintergarten ihres Hauses bietet gute Voraussetzun-
gen fur ein Mikroskopielabor flr acht bis zehn Natur-
forscher, die Gastezimmer sind gemutlich, und Erika
sorgt fur Gastlichkeit und angenehme Atmosphare.

Zu entdecken gab es, wie jedes Jahr, nicht nur eine Vielzahl von Desmidiaceenarten,
sondern auch Grunalgen, Ciliaten, Radertiere, Gastrotrichen, Cyanobakterien und
Schalenamdben.

X\l AR N ed 9%
Abb. 2-1: Rupert Lenzenweger und Angie
Opitz beim zweiten Treffen 2011

Abb. 2-2: Im Lauchseemoor bei Fieberbrunn. V. I. n. r.: Martin Kreutz, Wolfgang Bettighofer,
Michael Butkay, Michael Miiller, Sebastian Hess, Ole Riemann
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Die Gruppe dankt Thomas Schrofl fur die Organisation und freut sich bereits auf das Wieder-
sehen im nachsten Jahr.

Abb. 2-3: V.l.n.r.: Closterium striolatum, Cymbella spec., Cyanothece major, Eremosphaera viridis und
Micrasterias crux-melitensis

3. Workshop Kefermarkt der MGW
Univ.-Prof. Jurgen Stampfi

Vom 31.7.2025 bis 4.8.2025 fand wieder der mittlerweile traditionelle Mikroskopie-Workshop
der Mikroskopischen Gesellschaft Wien statt. 8 Teilnehmerlnnen werkelten fleil3ig unter der
Aufsicht von Workshopleiter Gerhard Zimmert an ihren Geraten (Mikroskope, Mikrotome,
Farbemittel ...) im ehemaligen Braukeller des Schlosses Weinberg im oberdsterreichischen
Kefermarkt.

£

Abb. 3-1: Die Teilnehmerlinnen des heurigen Workshops

Das Wetter war nicht sonderlich outdoorfreundlich, und so lag der Fokus auf botanischer
Mikrotechnik, fur die mitgebrachte oder in der Nahe gesammelte Proben unter das Messer
kamen. Ein Schwerpunkt der heurigen Arbeit waren Paraffinschnitte. Auf Gerhards, Uber die
Jahre gut gereiftem, Leitz-Rotationsmikrotom wurden meterlange Schnittbander produziert,
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die zu Uber hundert Praparaten verarbeitet wurden. Nicht alle Praparate sind gut gelungen,
an der Verbesserung der Ausbeute wurde fleiRig gearbeitet.

Aber schlussendlich gab es ein paar fantastische Aufnahmen botanischer Praparate (siehe
auch den Beitrag ,Paraffin - macht das Sinn?“. Der Workshop hat dank der perfekten Organi-
sation wieder viel Freude gemacht, die Zimmer fir 2026 wurden von den meisten bereits
gebucht.

Abb. 3-2: Blattstiel der Felsenbirne (links), geférbt mit Wacker-Farbung. Paraffinschnitt des Fingerkrauts (rechts),
geférbt mit Etzold FCA.
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4. Zellbiologische Beobachtungen an Desmidiaceen
Wolfgang Bettighofer

Desmidiaceen sind in der mikroskopischen Beobachtung immer wieder eine Augenweide!
Das satte Grln, die symmetrischen, oft sternartigen Formen, die feinen Ziselierungen auf
den Zellwanden erfreuen die Beobachtenden. Desmidiaceen gehdren zu den Zygnemato-
phyceen; diese Algengruppe steht entwicklungsgeschichtlich am FulRe des phylogenetischen
Baums der Landpflanzen und ist damit am nachsten mit ihnen verwandt (Hess & al., 2022).

Blick in die Welt der Zellorganellen

Abb. 1: Nucleus mit Nucleolus von Closterium lunula und Micrasterias denticulata, darunter die flligeligen und bei
manchen Arten auch fein gelappten Chloroplasten von Closterium striolatum, Netrium digitus var. lamellosum,
Planotaenium interruptum, Xanthidium antilopaeum und Netrium oblongum.
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Will man Organellen von Zieralgen ohne Vital-(= Subletal-)Farbung im lebenden Zustand be-
trachten, sind vor allem ihre oftmals hubsch gestalteten Chloroplasten gut wahrnehmbar.
Auch die Zellkerne kann man vielfach recht deutlich erkennen, falls sie nicht von Zellwand-
verdickungen oder Uberlagernden Chloroplasten maskiert werden (Abb. 1).

Die grof3en, flach gebauten Zellen der Arten Micrasterias rotata, Micrasterias denticulata,

Micrasterias apiculata und Micrasterias thomasiana var. notata ermdglichen zudem sogar
dem Lichtmikroskopiker einen Einblick in den Bereich der sehr kleinen, kontrastarmen und
daher schwer beobachtbaren Zellorganellen wie Dictyosomen und Mitochondrien (Abb. 2).

/ \ R 5
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Abb. 2: obere Zeile: Micrasterias rotata und M. denticulata; untere Zeile: M. thomasiana var. notata und
M. apiculata. Mal3balken: 100 um.
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Mitochondrien

Mitochondrien fehlen in keiner pflanzlichen oder tierischen Zelle. Man findet in ihnen alle
wesentlichen Enzyme des Zitronensaurezyklus und der Atmungskette sowie des Fett-
saurestoffwechsels mit jenen flr die zugehdrigen energieliefernden Phosphorylierungs-
prozesse vereinigt. Als wichtigste ATP-Lieferanten sind Mitochondrien somit die Zentren der
Energiegewinnung aus den Atmungsprozessen, in welchen die energiereichen Kohlenstoff-
verbindungen abgebaut werden. Sie haben meist eine langliche Form in der GréRenordnung
von 0,2 - 1 um mal 2 - 8 um, entsprechen also der Grof3e von Bakterien.

Dictyosomen

Dictyosomen, auch als Golgi-Apparat bezeichnet, sind Zentren der Synthese von Baustoffen
fur die Zelle. Sie erscheinen als Stapel scheibenférmig abgeflachter, membranumgrenzter
Hohlrdume oder Zisternen, dessen Durchmesser ublicherweise 1 - 2 ym betragt. An den
Randern der Zisternen scheiden sich membranumschlossene Pakete, die Golgi-Vesikel ab,
in welchen die Golgi-Sekrete innerhalb der Zelle zu ihren jeweiligen Bestimmungsorten
transportiert werden. Die Dictyosomen von Algen- und Pflanzenzellen synthetisieren in erster
Linie Zellwandsubstanzen, saure Polysaccharide, Pektine und Hemizellulosen, aber auch
Schleime und &therische Ole werden produziert. Die feinen Kieselplattchen fiir die Schalen
der euglyphiden Amoében sind ebenfalls Produkte von Dictyosomen, um nur ein weiteres Bei-
spiel aus einem véllig anderen Organismenbereich zu nennen (Abb. 3).

R

Abb. 3: von links: Assulina seminulum mit ihren dachziegelartig angeordneten Kieselschuppen. Cyphoderia am-
pulla, Segment eines Quetschpréparats der Schale, deren rundliche Schuppen sich so lberlappen, dass das Bild
einem Kettenhemd gleicht. Tracheleuglypha dentata. Der leichte Deckglasdruck auf die Schale offenbart an deren
Rand, wie diinn die Silikatpléttchen sind.

Wenn Zellen von Euglyphiden kurz vor der Zweiteilung sind, kann man die vom Golgi-
Apparat vorab produzierten Kieselschuppen fiir die nachste Generation in speziellen Vakuo-
len liegen sehen. Die Vakuolenmembran setzt sich aus jenen der Golgi-Vesikel zusammen,
die das Baumaterial angeliefert haben (Abb. 4, Pfeilspitzen).
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Abb. 4: links eine synoptische Darstellung der Schale einer Paulinella chromatophora, rechts ein optischer Quer-
schnitt durch eine Zelle kurz vor einer Zweiteilung. Die Pfeilspitzen weisen auf die vorproduzierten Gehéuse-
schuppen hin.

Tipps zum Aufsammeln von Zieralgen

Verbreitung und Okologie der genannten Arten

Micrasterias rotata wird als acidophil, aber anpassungsfahig beschrieben. Sie bevorzugt ein
schwach saures Milieu (Nieder- und Zwischenmoore), kommt aber sowohl in sauren Sphag-
numgewassern als auch an neutralen Standorten (z. B. Wiesenvernassungen) vor. Die tole-
rierte pH-Spanne ist weit: (3,8 - )4,5 - 7,5! Als Charakterart ist sie in Mitteleuropa sowohl
haufig als auch weit verbreitet und kommt wohl kosmopolitisch vor. Wenn man sie antrifft,
findet man sie oft in Massenvorkommen.

Micrasterias denticulata ist in Nieder- und Zwischenmooren ebenfalls recht haufig. Wenn ihr
die Standortbedingungen zusagen, neigt auch sie zur Massenvermehrung. Rupert Lenzen-
weger (1996) beschreibt sie als Charakterart fir maRig saure Gewasser von Nieder- und
Zwischenmooren, Verlandungs- und Schwingrasenzonen, Wiesen- und Hangvernassungen.
Besonders im Flachland ist sie weit verbreitet, steigt in den Alpen aber bis 1000 m und ist
auch dort nicht selten.

Micrasterias apiculata stellt ahnliche 6kologische Anspriiche, ist aber seltener.

Micrasterias thomasiana ist in ihrer Varietat notata sehr viel weiterverbreitet, als die Typus-
varietat. Rupert Lenzenweger beschreibt sie als Charakterart in sauren bis mafig sauren
Nieder- und Zwischenmoorschlenken, Feuchtwiesen und Waldtimpeln des Alpenvorlandes
bis in die mittleren Héhenlagen der Alpen hinein.

Wie in Coesel & Meesters (2023) zu lesen ist, kommen die Arten M. denticulata und M.
rotata in den Flachlandgebieten des ndrdlichen Mitteleuropas selten vor (M. apiculata sehr
selten), die M. thomasiana var. notata wird als ,etwas haufiger vorkommend* beschrieben.
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Spezielle Hinweise zur Desmidiaceen-Probenahme

Die genannten Micrasterias-Arten findet man meist in sehr flachen Wasseransammlungen,
und zwar Moorschlenken und nassen Rinnen in Feuchtwiesen. In Hochmoorgebieten ist es
ratsam, jene Bereiche zu suchen, wo nicht mehr Sphagnum allein vorherrscht, sondern ver-
mehrt héhere Pflanzen (Graser) im Wasser stehen. Sieht man dort zusatzlich noch Utricu-
laria-Arten (Wasserschlauch), ist man sicherlich im bevorzugten Habitat, namlich im
Zwischenmoorbereich (John & Williamson, 2009). Er ist maRig sauer bis hin zu neutral, in
ihm findet man generell die gro3te Artenvielfalt an Desmidiaceen.

In den seichten und kleinflachigen Wasserstellen hat sich die von Rupert Lenzenweger pro-

pagierte Sammelmethode mit der entnadelten Einwegspritze bewahrt. Viele Desmidiaceen-

arten leben im Aufwuchs an Torfmoosen und héheren Pflanzen und haften dort mit ihrer Be-
wegungsgallerte schwach genug, dass man sie von der Unterlage ablésen kann, wenn man,
die Spritze aufziehend, mit deren Spitze auf der Aufwuchsunterlage hin und her streift.

Abb. 5: Probenahme mit Spritze und Kontrolle mit einer 10er-Einschlaglupe. Im Mittelteil der Abbildung sind zwei
Beispiele fiir Schlenken im Ubergangsmoorbereich der Paradieswiese bei Kitzblihel zu sehen.

Ist die Spritze geflllt, empfiehlt sich ein prifender Blick durch eine 10fach vergro3ernde Ein-
schlaglupe auf ein paar Tropfen, die man auf die Handflache gibt (Abb. 5). Mit etwas Ubung
kann man damit sogar Desmidiaceen-Artengruppen unterscheiden.

Wie bekommt man nun die oben angesprochenen Zellorganellen zu Gesicht?

Ublicher Zustand kurz nach der Aufsammlung

Betrachtet man frisch gesammelte Desmidiaceen mit dem Mikroskop, enthalten sie Ublicher-
weise viele kugelige Assimilatkoérper (Speicherlipide). Das sind zum einen die dlhaltigen und
daher stark lichtbrechenden Plastoglobuli, zum anderen die fetthaltigen Oleosomen (Bre-

sinsky & al., 2008). Vor allem die Oleosomen sind im Bild oft so dominant, dass sie die Sicht
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auf so zarte und nahezu durchscheinende Organellen wie Mitochondrien und Dictyosomen
verdecken. Abb. 6 zeigt einige Beispiele:

‘/~(‘ rn"'s“.,v.-';. > \ ¥

Abb. 6: Assimilatkligelchen in Zygnematophyceenzellen. Obere Zeile: Micrasterias denticulata und M. papillifera.
Untere Zeile: Micrasterias truncata var. bahusiensis, Penium polymorphum und Xanthidium antilopaeum.

Die Zellen mussen fasten

Wir miissen den Zellen Zeit geben, die als Reservestoff eingelagerten Fette und Ole zu ver-
werten und dabei abzubauen, damit wir eine klarere Sicht auf die feinen Cytoplasma-Details
bekommen, welche wir beobachten wollen. Bevor ich die nachstehend gezeigten Aufnahmen
habe machen kdnnen, hatte ich meine Proben in Petrischalen und feuchten Kammern circa
zwei Monate bei schwachem Licht und maRigen Temperaturen (18 — 20 °C) in einem Keller-
raum gelagert. Dass die Zellen in Abb. 2 so frei von Reservestoffkiigelchen aufgenommen
werden konnten, lag genau an einer solchen Fastenperiode!

Beobachtung von Mitochondrien

Untersucht man die Algen bei héherer VergréfRerung (ab Objektiv-Vergroferungen 40x mit
Aperturen ab 1,0), so sind eine ganze Reihe von Gebilden im Zellplasma unterscheidbar.
Fokussiert man ausgehend von der Zelloberflache langsam in das Zelllumen hinein, wobei
kontraststeigernde Mal3nahmen wie schrage Beleuchtung oder DIK hilfreich sind, so erblickt
man knapp unterhalb der Zellwand einen regen Partikelstrom. Die meisten dieser ,Mikro-
somen” (membranumschlossene Vesikel unterschiedlicher Herkunft, in Abb. 7 beispielhaft
eingekreist) sind klein und rundlich mit Durchmessern unter 0,5 ym und werden von der
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Cytoplasmastréomung schnell und in Bereichen ohne Hindernisse geradlinig bewegt (Kleinig
& Sitte, 1984).

Abb. 7: Unterschiedliche Partikeltypen im Cytoplasmastrom von Micrasterias rotata. Die Einzelbilder der beiden
Aufnahmeserien sind jeweils im Sekundentakt aufgenommen worden. Pfeile = Oltropfen, Pfeilképfe = Mitochon-
drien, Kreis = Vesikelansammlung, ,Mikrosomen®. Aus Griinden der Ubersichtlichkeit wurden lediglich die Be-
wegungsstadien einiger Mitochondrien markiert. MaBbalken: 5 um.

Die Mitochondrien erwiesen sich in den Beobachtungen an Zellen von Micrasterias rotata
aber als ziemlich ortstreu und wurden selten — und wenn, dann langsam und nur kurze
Strecken — verlagert. Sie zeigten sich als wurmférmige, formveranderliche Gebilde, die im
Partikelstrom wie Fahnen im Wind hin und her schlackerten (Abb. 7, Pfeilkdpfe). Auch waren
im Partikelstrom immer wieder kleine, stark lichtbrechende Assimilatkugeln (Oltrépfchen) zu
sehen (Abb. 7, Pfeile).

Bei M. denticulata waren die Mitochondrien ebenso wie bei M. rotata standig in schwingen-
der und tanzender Bewegung (Abb. 8, untere Zeile), sie zeigten sich jedoch volumindser, die
zu beobachtende Anzahl war wesentlich geringer und sie befanden sich meist tiefer in der
Zelle, in der Nahe der grof3en flachigen Chloroplasten. Sie waren deshalb seltener so klar
fotografierbar wie diejenigen bei M. rotata. Die Mitochondrien von M. apiculata hingegen
glichen in GréRe und Verteilung sehr denjenigen bei M. rotata. (Abb. 8, obere Zeile).
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Abb. 8: obere Zeile: Mitochondrien von Micrasterias apiculata zusammen mit Oltrépfchen (Pfeilkdpfe); untere
Zeile: Serienaufnahmen von einem Mitochondrion von M. denticulata in schwingender Bewegung zusammen mit
einem Dictyosom (Pfeile) sowie Oltrépfchen (Pfeilkdpfe). Die Bilder der Serien wurden jeweils im Sekunden-
abstand aufgenommen. Mal3balken: 5 um.

Beobachtung von Dictyosomen

Dictyosomen findet man in den Zellen in wesentlich geringerer Zahl als Mitochondrien. lhre
Form erscheint im Lichtmikroskop rundlich abgeflacht, Oberflache und Rand machen den
Anschein, als seien sie genoppt. Ihr Durchmesser liegt Gblicherweise bei 0,5 - 2 ym, in sel-
tenen Fallen um 5 ym (in von Denffer & al., 1971, findet man hierzu den expliziten Beobach-
tungshinweis auf Micrasterias!). Ahnlich den Mitochondrien werden sie durch die Plasma-
strdmung meist nicht verlagert; sollte es geschehen, schwingen sie auch wieder zurick, blei-
ben also in einer gewissen Umgebung. Eine Haufung ist in der Umgebung des Kerns und
der Kanten der Chloroplastenfliigel zu beobachten (Abb. 8, untere Zeile und 9). Selten waren
auch die in der Fachliteratur beschriebenen Kippbewegungen zu sehen, in einem Fall ge-
langen dabei einige Profilaufnahmen (Abb. 9, obere Zeile siehe Pfeilspitzen).
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Abb. 9: Serienaufnahmen von Dictyosomen von Micrasterias denticulata (obere Zeile) und M. thomasiana var.
notata (untere Zeile). Die typischen, in der Literatur (Drawert & Mix, 1962) erwdhnten Kippbewegungen sind vor
allem in der ersten Zeile (Bilder 3 und 4, siehe Pfeilspitzen) gut erkennbar. Mal3balken: 5 um.

Zur Beweglichkeit der Desmidiaceen

Viele Zieralgenarten kénnen sich mittels ausgestof3ener Gallerte gezielt bewegen (Abb. 10).
Sie haben die Fahigkeit, sich nach dem Licht auszurichten und in Richtung des Lichtes zu
wandern, sogar senkrecht zum Substrat (Linne von Berg & al., 2003)! Wird es dunkel, so
stellen sich Micrasterias-Zellen lotrecht. So haben sie die gréRtmdgliche ,Sensorflache” auf
die zu erwartende Einfallsrichtung des Lichtes zu Beginn der nachsten Helligkeitsperiode. Zu
Beginn der Morgendammerung richten sie ihre Chloroplasten senkrecht zum Lichteinfall aus.
Der IWF-Film C1496 von Wenderoth (1983) zeigt dies in eindrucksvoller Weise.

Fur die Produktion der Bewegungsgallerte aus Polysacchariden haben diese Zieralgenarten
einen zusatzlichen, darauf spezialisierten Dictyosomen-Typ. Wenn man im genannten Film
den volumindsen Ausstol3 von Schleim zu Fortbewegungszwecken sieht, fragt man sich un-
willktrlich, woher die Zellen diese Materialfille nehmen. Dies wird nur verstandlich, wenn
man von einer hohen Quellrate ausgeht. Tatsachlich wurde beispielsweise an Wurzelspitzen
des Mais gemessen, dass der dort als Gleitmittel austretende Schleim um das 1000fache
volumindser war als die interne Zulieferung von Schleimvesikeln an die Ausstromdéffnungen
der Wurzelspitzen (Steer, 1985).
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Abb. 10: Bild links: Gallerte zur Fortbewegung an einer Zellspitze von Closterium moniliferum. Bild rechts: Nach
einer Dunkelphase senkrecht mittels Gallerte auf dem Objekttrédger angeheftete Zelle von Micrasterias rotata, mit
einem inversen Mikroskop aufgenommen. Mal3balken: 100 um.

Spezielle Dictyosomen produzieren Gallerte fur die Fortbewegung

Sind die oben angesproche-
nen Speicherlipide abgebaut,
fallen beim Blick durchs
Mikroskop auf Zellen von
Micrasterias rotata wenige,
auf die grolRe Zellflache ver-
teilte rundliche Gebilde auf,
deren Grole jenen der
grofRen Lipidkugeln ahneln,
welche das Bild bei frisch
aufgesammelten Zellen do-
minieren. Beim genaueren
Hinsehen bemerkt man aber
deutliche Unterschiede, auch
liegen die meisten von ihnen,
anders als die genannten
Speicherstoffe, nicht be-
wegungslos da, sie pendeln
leicht um ein imaginares
Zentrum. In Abb. 11 sehen

wir ein Ubersichtsbild. Ein
Abb. 11: Micrasterias rotata nach zwei Monaten in einer dunkel gestellten  kurzes Video, welches im
feuchten Kammer. Die rundlichen Kérper sind die auf die Produktion von Internet unter
Fortbewegungsgallerte spezialisierten Dictyosomen. Mal3balken: 50 um

https://www.protisten.de/protists-def/chlorophytes/ verflugbar ist, liefert einen wenige Se-
kunden dauernden dynamischen Eindruck der sich darbietenden Szenerie.

In Abb. 12 sind die in Rede stehenden cytoplasmatischen Kérper in Aufnahmen von Micras-
terias apiculata nebeneinander dargestellt. Die Algenprobe, aus welcher diese Zelle
stammte, war nicht ganz so lang ins Dammerlicht gestellt worden, daher befanden sich noch
einige der groReren Reservestoffkugeln im Cytoplasma. Letztere haben eine hohe optische
Dichte und sind auch im Hellfeld gut zu erkennen, wahrend die zarten Dictyosomen meist
nur mit Hilfe optischer Kontrastverfahren wie schrager Beleuchtung oder DIK deutlich sicht-
bar werden. Abb. 13 zeigt eindrucksvolle Beispiele in fur lichtmikroskopische Verhaltnisse
maximaler VergroRerung.
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Abb. 12: Micrasterias apiculata, zellkernnahe Ausschnitte mit Dictyosomen (Pfeilkdpfe), stark lichtbrechenden
Plastoglobuli (Doppelpfeil) und Oleosomen (Pfeile). MaBbalken: 5 um.

Abb. 13: Schleimproduzierende Dictyosomen von Micrasterias rotata, im ersten Einzelbild zusammen mit einem
Oltrépfchen. Im dritten Einzelbild ist ein Muster sichtbar, welches auf Vesikelstrukturen hindeutet. Das Dictyosom
im vierten Einzelbild lag so glinstig, dass eine Hellfeld-Aufnahme ohne Zuhilfenahme schréger Beleuchtung ge-
lang. MaB3balken: 5 um.

Vesikelablosungen

Noguchi (1978) hat bei ihren elektronenoptischen Untersuchungen Bewegungsgallerte pro-
duzierender Dictyosomen von Micrasterias americana gezeigt, dass Riesenvesikel mit
Durchmessern von 1,2 bis 1,8 ym gebildet werden. Derartige Vesikelbildungen und -ablé-
sungen konnte ich mehrfach beobachten, von der ersten erkennbaren Ausbeulung am Rand
bis zur Abldsung dauerte es im Schnitt etwa vier Minuten (Abb. 14). Ein frihes Stadium einer
solchen Vesikelbildung ist auch in der oben erwahnten, von mir aufgenommenen kurzen

Filmsequenz zu sehen.
. '

Abb. 14: Micrasterias rotata. Ablésung eines grof3en Vesikels von einem Dictyosom. Mal3balken: 5 um.
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Schlussbemerkung

Elektronenoptische Aufnahmen lassen erkennen, dass Dictyosomen grundsatzlich von
einem Kranz von kleinen membranumschlossenen Blaschen, den Golgi-Vesikeln, umgeben
sind. Die glattrandigen Objekte aus den obigen Abbildungen vermitteln ein etwas anderes
Bild, weil die kleinen und kleinsten Abschniirungen mit dem Lichtmikroskop wegen seines
beschrankten Auflésungsvermdogens nicht darstellbar sind. Waren die Dictyosomen nahe am
Deckglas, so konnten manchmal immerhin Ansatze von Vesikeln dokumentiert werden (Abb.
13, drittes Einzelbild). Selbst nach Umschalten von DIK auf Hellfeld blieben einige Dictyoso-
men sichtbar, so sie sich in gunstiger Position befanden (Abb. 13, viertes Einzelbild). Ein
Dictyosom zeigte eine Einschnlrung im zentralen Bereich (Abb. 13, zweites Einzelbild). In
der Literatur (Menge & Kiermayer, 1977; Noguchi, 1978) finden sich elektronenmikrosko-
pische Aufnahmen, die zeigen, dass dieses Bild einem Dictyosomen-Teilungsstadium ent-
sprechen kdnnte. Aulierdem sei bemerkt, dass alle hier gezeigten Mikrofotografien von klei-
nen und kleinsten Zellorganellen an intakten Algenzellen aufgenommen werden konnten.
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5. Paraffin — macht das Sinn?

Univ.Prof. Jurgen Stampfi

Osterreichische Hundskamille (Cota austriaca), Paraffinschnitt der Bliite,
(8 um, geférbt mit Wacker-Féarbung), Aufnahme 10x-Objektiv am Leica DM 2000 LED

Exzerpt

Paraffinschnitte fir die Mikroskopie sind ein haufig angewandtes Verfahren in der Histologie.
In der botanischen Mikrotechnik bietet die Paraffintechnik ebenfalls groRe Vorteile, vor allem
bei der Praparation nicht zusammenhangender Proben oder bei Materialien, die sehr kleine
Strukturen (Pollen, Sporen, subzellulare Strukturen ...) aufweisen. In diesem Artikel werden
grundlegende Methoden und Arbeitsanweisungen prasentiert, mit denen Bliten, Mykorrhiza,
Pollen und ahnliche botanische Materialien prapariert, gefarbt und mit dem Lichtmikroskop
abgebildet werden kénnen.

1. Wozu der ganze Aufwand?

Wahrend die Paraffintechnik in der Histologie weit verbreitet ist und routinemafig im klini-
schen Alltag zum Einsatz kommt, sind Paraffinschnitte in der botanischen Mikrotechnik eher
eine Randerscheinung. Das hat vermutlich zwei Ursachen:

(1) Die Probenvorbereitung ist recht aufwandig: Das zu untersuchende Material muss tber
mehrere Zwischenschritte vollstandig entwassert werden, damit eine Einbettung in Paraf-
fin mdglich wird. Im Anschluss muss der Paraffinblock mit einem Rotationsmikrotom ge-
schnitten werden, um die Schnitte auf Objekttrager aufziehen zu kénnen. Das Paraffin
auf dem Objekttrager kann dann entfernt werden, und die Probe wird wiederum Gber
mehrere Zwischenschritte in ein wassriges Milieu Ubergefuhrt, um eine Farbung mit den
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handelsublichen Farbstoffen zu ermdglichen. Der gesamte Vorgang dauert mehrere
Tage und erfordert teils gesundheitsschadliche bzw. geruchsintensive Chemikalien wie
Xylol oder Methylbenzoat. Ein gut belifteter Arbeitsplatz ist daher erforderlich. Konven-
tionelle botanische Handschnitte bzw. Schnitte mit dem Schlittenmikrotom, die mit
Frischmaterial durchgeflhrt werden kénnen, liefern Ergebnisse innerhalb weniger Stun-
den und erfordern in der Regel nur haushaltsubliche Chemikalien.

(2) Der Durchmesser einer typischen pflanzlichen Zelle liegt bei ca. 50 ym und ist damit
deutlich groRer als die meisten tierischen Zellen, deren GréRRe ublicherweise bei ca.
10 um liegt. In den meisten Fallen wird man Schnittdicken wahlen, welche dieselbe
GréRenordnung aufweisen wie die untersuchten Zellen. Bei Pflanzenproben (Spross-
achse, Holzschnitte, Blatter ...) wird man deshalb Schnittdicken im Bereich von
30 - 50 ym wahlen, die sich bei vorhandenem handwerklichen Geschick und mit einiger
Ubung recht einfach mit Hand- oder Schlittenmikrotomen umsetzen lassen. Falls diin-
nere Schnitte erforderlich sind, ist die Einbettung Uber PEG eine Option. [1] Mit in PEG
eingebetteten Proben kénnen minimale Schnittdicken von 15 - 20 ym realisiert werden.

In einigen Fallen ist man in der Botanik mit Proben konfrontiert, die entweder nicht zusam-
menhangende Strukturen aufweisen oder Schnittdicken zwischen 5 und 15 pm erfordern. Als
Beispiele erwahnt seien hier Blliten mit ihren teils sehr kleinen Pollen oder Pilze, deren
Sporen und Hyphen Durchmesser im einstelligen Mikrometer-Bereich aufweisen. Neben
diesen rein geometrischen Aspekten bietet die Paraffintechnik aber auch Vorteile in Hinblick
auf die Moglichkeit, interessante geometrische Formationen (z.B. Bliten- oder Blattknospen)
Leinzufrieren“ und so nach dem Schneiden Einblicke in einen faszinierenden Formen-
reichtum zu erhalten, der mit anderen Methoden nicht zuganglich ist. [2] Der technische Zu-
satzaufwand zahlt sich also aus und eréffnet viele Moglichkeiten, den Einfallsreichtum der
Natur in farbenfrohen Bildern festzuhalten.

2. Ausrustung und Arbeitsschritte

Die fur diese Arbeit gewahlte Ausristung wurde so gewahlt, dass der Verbrauch an Chemi-
kalien (Paraffin, Xylol ...) moglichst gering ist. Dadurch ist es ausreichend, Kleinmengen zu
kaufen und zu lagern. Zusatzlich wird die Entsorgung vereinfacht, da die Abgabe von haus-
haltstblichen Mengen in den meisten Gemeinden bei Problemstoffsammelstellen unkom-
pliziert und in der Regel kostenlos ist.

25 ml-Schnappdeckelglaser sind besonders praktisch. Sie kdnnen in einem Blockthermostat
bei definierten Temperaturen Uber eine einstellbare Zeit gelagert werden und bendétigen nur
geringe Fullmengen an Losungsmittel. Die verfigbaren Einsatze fir Blockthermostate
nehmen vier bis sechs Proben gleichzeitig auf, was eine Verarbeitung mehrerer unterschied-
licher Proben vereinfacht. Als kostenglinstige Alternative zum Blockthermostat (siehe Abb.
2-1) ist grundsatzlich jede Laborheizplatte, auf welche die Einsatze gestellt werden, ge-
eignet. Um die Paraffinblécke schneiden zu kdnnen, ist ein Rotationsmikrotom (siehe Abb.
2-2) erforderlich. Ein Strecktisch und Streckbad sind sehr hilfreich, kénnen aber gegebenen-
falls durch ein Wasserbad auf einer Laborheizplatte bzw. auf einem Alublock, der ebenfalls
auf einer Laborheizplatte aufliegt, ersetzt werden.
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Abb. 2-1: Gerétschaften (Einbettformen, Einbettkassetten, Rollrandglédser, Blockthermostat)
zur Vorbereitung der Paraffinblécke.

Abb. 2-2: Erforderliche Ausrlistung fiir das Schneiden und Strecken der Proben.

Neben den ublichen Mikroskopie-Utensilien (Mikroskopierbesteck, Becherglaser, Laborheiz-
platte, Ethanol, Isopropanol, Eindeck- und Farbemittel) wurden somit folgende Geratschaften
fur die Herstellung der hier gezeigten Praparate verwendet:

(1) Rotationsmikrotom mit Schmalband-Einwegklingen

(2) Streckbad und Strecktisch (optional, kann durch Laborheizplatte ersetzt werden)

(3) Blockthermostat mit Einsatzen fir Rollrandglaser (optional, kann durch Laborheizplatte
ersetzt werden)

(4) Rollrandglaser

(5) Farbekulvetten

(6) Exsikkator mit Vakuumpumpe zur Entfernung von Luftblasen

(7) Chemikalien: wasserfreies Ethanol, Xylol, Methylbenzoat und Paraffin

Eine der wesentlichen Herausforderungen bei der Paraffintechnik liegt darin, dass sich
Fehler in einem der erforderlichen Prozessschritte in den nachfolgenden Schritten schwer
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oder gar nicht korrigieren lassen. D. h. jeder Fehler zieht sich erfahrungsgemaf bis ins fer-
tige Praparat durch und senkt dessen Qualitat. Die Paraffintechnik ist deshalb nichts fur Un-
geduldige, Rickschlage sind unvermeidbar. Irgendwann sitzen die einzelnen Handgriffe, und
schone Praparate sind dann der Lohn fiir die Mihen.

2.1 Probenvorbereitung

Ausgangspunkt fur die Praparation sind frische botanische Proben (Bluten, Blatter, Wurzeln
...). Im ersten Schritt empfiehlt es sich, die Proben bereits im frischen Zustand so zuzu-
schneiden, wie sie im letzten Schritt in die Einbettformen eingelegt werden. D. h. der Durch-
messer der Probe sollte nicht zu gro3 sein, und ihre Héhe sollte die Tiefe der Einbettform
nicht Uberschreiten. Ein verbliebenes Stiick vom Stangel kann hilfreich sein, um die Probe im
flissigen Paraffin leichter positionieren zu kénnen.

Pflanzen und Pilze schitzen sich mit ausgekligelten Methoden, die verhindern sollen, dass
ungewollt Medien aus der Umgebung ins Innere des Organismus eindringen. Diese Schutz-
schichten (z. B. Cuticula und Epidermis) erschweren damit das Durchdringen der Probe mit
dem jeweiligen Medium. Es kann daher sehr hilfreich sein, die Probe mit einer Praparier-
nadel oder einem Skalpell an Stellen anzuschneiden, die spater nicht im Paraffinschnitt zu
liegen kommen (z. B. der untere Blitenboden einer Blte).

2.2 Einbetten der Proben

Fir die Einbettung der Proben wurde in dieser Arbeit ein Protokoll in Anlehnung an [3, S.
107] verwendet. Das Protokoll (siehe Tabelle 2-1) kann als Ausgangspunkt fur erste Ver-
suche gesehen werden. Je nach Probenart und -beschaffenheit kbnnen Adaptionen erforder-
lich sein. Ausgangsmaterial sind jeweils in AFE (Alkohol-Formalin-Essigsaure) fixierte Pro-
ben, die im ersten Schritt méglichst vollstandig entwassert werden missen. Dazu werden die
Proben in ein Rollrandglas gegeben und in reinem Ethanol fir kurze Zeit getrankt, um einen
Groldteil des Wassers zu entfernen. Bei etwas schwierigeren Proben empfiehlt sich danach
ein Zwischenschritt im Vakuum, um eventuelle Luftblasen zu entfernen, die den Kontakt des
Losungsmittels mit dem Probeninneren verhindern wurden.

In einem weiteren Schritt wird wiederum reines Ethanol verwendet, das (iber mehrere Stun-
den fir einen grindlichen Austausch des verbliebenen Fixierungsmittel mit Ethanol sorgt.
Danach ist die Probe fast wasserfrei und kann in das Intermedium (in diesem Fall Methyl-
benzoat) gelegt werden.

Medium Dauer

Ethanol 100 % 20 min
* Ethanol 100 % 8h
Methylbenzoat 20 min
* Methylbenzoat 8-24h
Xylol 20 min
Xylol 2h
Xylol : Paraffin 1 : 1 bei 55°C 2h
Paraffin bei 62°C 30 min
Paraffin bei 62°C 12-24 h

Tabelle 2-1: Typische Prozessschritte beim Einbetten botanischer Proben. Bei den mit * markierten Schritten
kann es hilfreich sein, am Anfang des Schrittes Vakuum anzulegen, um eventuell vorhandene Luftblasen zu
entfernen.
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Methylbenzoat ist sowohl mit geringen Konzentrationen an Wasser als auch mit Xylol ver-
traglich und ist somit ein geeignetes Medium, um von den polaren Medien Ethanol/Wasser in
die unpolaren Medien Xylol/Paraffin Gberzugehen. Methylbenzoat ist in den verwendeten
Mengen nicht gesundheitsschadlich, riecht aber selbst in kleinsten Mengen sehr intensiv.

D. h. man sollte in diesem Schritt sehr sorgsam arbeiten, um ein Verschutten des Mediums
zu vermeiden. Methylbenzoat hat einen hohen Brechungsindex und klart die Proben, sie
werden zum Teil durchsichtig. Kleine Luftblasen lassen sich in diesem Schritt daher gut er-
kennen und kénnen damit im Vakuum leichter entfernt werden.

Falls beim Ubergang zu Xylol noch kleinste Reste von Wasser vorhanden sind, wird das
Lésungsmittel trub, als Indikator fir eine unvollstandige Entwasserung. Am Ende der Pro-
zesskette erhalt man eine in flissigem Paraffin eingebettete Probe, die weder nach Methyl-
benzoat noch nach Xylol riechen sollte, wenn alle vorherigen Schritte erfolgreich verlaufen
sind. Die Proben koénnen jetzt in vorgewarmte und mit flissigem Paraffin gefillte Einbett-
formen umgelagert werden. Oft ist es hilfreich, mit einer (Nieten)Zange ein Loch in den Kas-
settenboden zu schneiden, um eine Halterung zur Ausrichtung der Probe (z. B. Blutenstiel)
zu haben.

Zum Schluss wird die Einbettkassette auf die Form gelegt und mit etwas zusatzlichem Paraf-
fin bedeckt. Das Paraffin erstarrt, und nach kurzer Lagerung im Kuhlschrank kann der Paraf-
finblock recht leicht aus der Form entfernt werden. Der Block kann mit einem Messer noch
etwas zugeschnitten werden und ist dann bereit fir das Schneiden. Es gibt eine Reihe von
Paraffin-Anbietern. Im Rahmen dieser Arbeit konnten die besten Ergebnisse mit dem
Paraffin von Leica (Paraplast Plus) erreicht werden.

2.3 Schneiden der Proben

Fir das Schneiden der Proben am Rotationsmikrotom (siehe Abb. 2-2) ist es hilfreich, wenn
die Paraffinblécke eine Temperatur unterhalb der Raumtemperatur haben. Das gilt be-
sonders fur hartere Proben (im Idealfall weisen Probe und Einbettmedium dieselbe Harte
auf) und fir dinne Schnitte (< 5 um). Man kann dazu den Paraffinblock in einen Kiihlschrank
geben bzw. in ein mit Eiswirfeln und Wasser geflilltes Gefal3, das neben dem Mikrotom
steht.

Nach dem Trimmen der Probe werden Schnitte mit der gewtinschten Dicke angefertigt, die
idealerweise ein Schnittband bilden. Vielfach rollen sich die Schnitte ein. Um das zu ver-
meiden, ist es wichtig, den richtigen Messer-Freiwinkel zu finden, der fur verschiedene Mes-
sertypen unterschiedlich sein kann. Fur die in dieser Arbeit verwendeten Schnitte wurden
Einwegklingen von Leica (Typ 818) sowie von Feather (Typ S35) verwendet. Beide Messer-
typen lieferten gute Ergebnisse, mit leichten Vorteilen fir die Messer von Feather.

Die Klingen sollten regelmaRig mit einem Pinsel von Paraffinresten gereinigt werden, damit
glatte Schnitte ohne Riefen erhalten werden. Botanische Proben kénnen das Messer recht
schnell verschlei’en (z. B. durch feinste Sandpartikel auf Wurzelstticken), im Normalfall wird
man 20 - 50 Schnitte machen kénnen, bevor die Klinge gewechselt werden sollte. Am kri-
tischsten ist immer der erste Schnitt eines Schnittbandes. Um ein Einrollen zu vermeiden, ist
es hilfreich, den Schnitt knapp an der Schneide der Klinge mit einem kleinen Holzstabchen
niederzudricken. Wenn der erste Schnitt glatt aufliegt, ergeben alle weiteren Schnitte ein
kontinuierliches Band, da die einzelnen Schnitte an der Blockkante aneinanderhaften.

2.4 Aufziehen der Schnitte

Die Schnittbander bestehend aus 4 - 5 Schnitten kénnen mit einer Pinzette oder einem Holz-
stédbchen aufgenommen und ins Streckbad (siehe Abb. 2-2) transferiert werden. Das Streck-
bad ist mit temperierten (45 °C) destillierten Wasser gefiillt, sodass sich die Schnitte beim
Einlegen strecken und glatten. Mit einer gekropften Pinzette lassen sich die einzelnen
Schnitte aus dem Band abtrennen, um sie dann einzeln auf einen Objekttrager aufzuziehen.
Das Uberschuissige Wasser lasst man vom Objekttrager abtropfen. Danach werden die
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Objekttrager getrocknet, um eine gute Anhaftung der Schnitte auf dem Glas zu gewahr-
leisten. Es hat sich bewahrt, die Objekttrager bei Raumtemperatur trocknen zu lassen, und
sie erst am nachsten Tag weiter zu verarbeiten.

Die Schnitte sollten relativ kurz (< 2 min) im Streckbad liegen, da sich ansonsten beim Trock-
nen Blasen unter dem Paraffin bilden kdnnen, welche die Praparate zerstéren. Das destil-
lierte Wasser muss regelmafig getauscht werden, weil aus dem Paraffin Substanzen her-
ausgeldst werden, die in Kombination mit der erhdhten Wassertemperatur Pilzwachstum im
Streckbad nach sich ziehen kdénnen.

Abb. 2-3: Die Objekttrédger werden in Férbekiivetten entparaffiniert. Die Farbung selbst
kann am einfachsten in Glasgefélen passender Grél3e erfolgen.

2.4  Entparaffinieren und Farben

Im nachsten Schritt muss das im Schnitt verbliebene Paraffin aufgeldst und entfernt werden.
Bevor der Objekttrager in das Lésungsmittel getaucht wird, ist es empfehlenswert, ihn auf
einem beheizten Strecktisch oder einer Laborheizplatte bei 45 °C fiir ca. 15 min vollstandig
zu trocknen. Durch die erhéhte Temperatur wird auch die Anhaftung des eigentlichen Ob-
jektes auf dem Glas verbessert.

Der erwarmte Objekttrager kann dann in der folgenden Sequenz fur die Farbung vorbereitet
werden:

(1) Xylol bei 45 °C
(2) Isopropanol
(3) Ethanol 70 %
(4) Wasser

Um die Reste vom vorigen Schritt vollstandig zu entfernen, ist eine vorsichtige Bewegung im
Lésungsmittel hilfreich. Anhand der ablaufenden Schlieren erkennt man meistens recht gut,
ob das vorige Lésungsmittel noch an der Oberflache anhaftet. Um mehrere Objekttrager
gleichzeitig verarbeiten zu kdnnen, sind Farbekulvetten sehr hilfreich, auch wenn dadurch der
Verbrauch an Lésungsmittel etwas hdher ist.

Fir die Farbung selbst ist es am einfachsten, die Objekttrager horizontal in einem geeig-
neten Glasgefal® zu positionieren (siehe Abb. 2-3). Auf jeden Objekttrager werden dann zwei
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bis drei Tropfen Farbemittel aufgetropft. Nach ausreichender Einwirkzeit gemaf der jewei-
ligen Anleitung wird die Farbelésung abgewaschen, und im Anschluss an die Farbung kann
das Praparat eingedeckt werden.

3. Mikrofotografie von Paraffinschnitten

Aufgrund der Asthetik und des Informationsgehaltes vieler botanischer Paraffinschnitte ist es
vielfach wiinschenswert, die Praparate fotografisch festzuhalten. Idealerweise erhalt man so
eine Mikrofotografie, die visuell attraktiv ist, aber auch inhaltliche Details ohne Artefakte
wiedergibt. Um dieses Ziel zu erreichen, ist es sinnvoll, einige optische Randbedingungen zu
kennen und diese bei der Planung der Aufnahme zu berlcksichtigen. Um diese Planung zu
erleichtern, sind in Tabelle 3-1 fur verschiedene Objektive optische Parameter dargestellt. In
den meisten Fallen ist eine mehr oder weniger umfangreiche Bildbearbeitung notwendig, um
eine optimale Bildqualitat zu erreichen. Die daflr erforderlichen Schritte werden hier eben-
falls kurz dargestellt.

3.1 Optische Randbedingungen

Ausgangspunkt der Uberlegungen ist es, ein Bild in einem Ausgangsformat wiederzugeben,
welches eine relativ hohe Auflésung erfordert (z. B. Ausdrucke im Format DIN A2 oder Wie-
dergabe auf einem 8K Monitor). Fir ein Foto im DIN A2-Format, welches mit einer Auflésung
von 300 ppi ausgedruckt werden soll, sind beispielsweise 35 Megapixel (MPx) erforderlich,
siehe [4, S. 755]. Um feststellen zu kdnnen, ob diese Pixelzahl mit einer einzelnen Mikros-
kopaufnahme erzielbar ist, muss bekannt sein, welche maximale Anzahl an Bildelementen
mit einem gegebenen Objektiv abgebildet werden kann. Dazu kann man folgendermalien
vorgehen:

Die laterale Auflésung d des Objektivs ist gegeben durch

0,611
d —

NA

wobei als Lichtwellenlange 1 = 550 nm gewahlt wurde. NA ist die numerische Apertur des
Objektivs. Das aufgenommene Bildfeld ist ein Quadrat von 15 mm Seitenlange, was einem
Bildfelddurchmesser von 21,2 mm entspricht. Aufgerundet ist das nahe am Bildfelddurch-
messer der heute meistens verwendeten Okulare (22 mm). Entsprechend dem Abtast-
theorem mussen in den beiden Raumrichtungen jeweils 2 Pixel zum Abtasten von d zur Ver-
fugung stehen. Angenommen wird weiters, dass ein Sensor mit Bayer-Matrix verwendet wird
und alle 4 Pixel (rot, blau, 2mal griin) zum Abtasten des Signals zur Verfugung stehen. Unter
diesen Randbedingungen wurden die Werte fur die erforderliche Kameraauflésung in Tabelle
3-1 errechnet. Daraus ist ersichtlich, dass moderne Kameras mit typischerweise > 20 MPx in
allen Fallen die erforderliche Anzahl an Pixeln bieten. Erkennbar ist, dass hochaperturige
Objektive mit geringer und mittlerer VergréRerung (10x, 20x) die héchsten Anforderungen an
die Kamera stellen, wahrend Objektive mit hoher Vergréflierung die geringste Kameraauf-
I6sung erfordern.

Andererseits wird auch klar, dass eine einzelne Aufnahme nicht ausreichend ist, um die oben
erwahnten gréoReren Ausdrucke im DIN A2-Format mit ausreichender Auflésung umsetzen
zu konnen. Hier wird es also erforderlich sein, durch Aneinanderreihen mehrerer Aufnahmen
zu einem Panorama die notwendige Zahl an Pixeln zur Verfligung zu stellen. Fir Aufnahmen
botanischer Schnitte wird man vielfach mit 5x- oder 10x-Objektiven arbeiten, und fir das
oben genannte Beispiel wird dementsprechend ein 3 x 3- oder 2 x 3-Panorama erforderlich
werden.
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APO APO

. ., Fluotar Fluotar APO APO
Einheit 5,045 10x/03 10x/0.4 20x/0.75 40%/1.30 100x/1.40

(O1) {(e])]

Objektiv- ] 5 10 10 20 40 100

vergréerung

Apertur 0,15 0,3 0,4 0,75 1,3 1,4

laterale Auf-

I6sung bei nm 2237 1118 839 447 258 240

550 nm

Pixelbedarf MPx 7 7 13 11 8 2

Breqhungsindex _ 1 1 1 1 1,51 1,51

Medium

Scharfentiefe Mm 31,3 7,8 4,4 1,3 0,6 0,5

Tabelle 3-1: Um die optisch erzielbare Auflésung eines Objektivs bei einem Bildkreisdurchmesser von 22 mm
ausnutzen zu kénnen, ist eine Kameraauflésung laut Tabelle erforderlich. Die Schérfentiefe des
jeweiligen Objektivs ist ebenfalls angegeben.

Neben der lateralen Auflésung muss naturlich auch die axiale Auflésung und die damit ver-
bundene Scharfentiefe beachtet werden, wenn eine Aufnahme gemacht werden soll, die
Uber die ganze Tiefe des Objektes scharf ist. Da die Scharfentiefe von Objektiven fiir die
Mikroskopie sehr klein ist, kdnnen Bildstapel (z-Stacking), erstellt werden, bei denen die ein-
zelnen Bilder an verschiedenen axialen Positionen aufgenommen werden und mit Hilfe einer
geeigneten Software die jeweils scharfsten Bildpartien in das finale Bild Gbernommen
werden. Im Endergebnis erhalt man so Bilder, in denen Bildelemente Uber einen gro3en
Tiefenbereich detailreich dargestellt werden.

Sinnvollerweise sollte der z-Abstand zwischen den Einzelaufnahmen nicht viel kleiner sein
als die Scharfentiefe des Objektivs. Ansonsten besteht die Gefahr, dass bei einer zu gro3en
Anzahl an Einzelbildern Stacking-Artefakte im endgultigen Bild eingebaut werden. Zusatzlich
steigt der Arbeits- und Rechenaufwand unnétig, wenn eine zu grof3e Anzahl an Bildern auf-
genommen und verrechnet werden muss.

Die Scharfentiefe Az gibt an, innerhalb welchen axialen Maximalabstands zwei Objektpunkte
scharf dargestellt werden kdnnen. Basierend auf folgender Formel aus [5] kann Az abge-
schatzt werden:

1,28'n

Az =
z NAZ

wobei n der Brechungsindex des Mediums ist. Die entsprechenden Werte flr eine Reihe von
Objektiven sind in Tabelle 3-1 dargestellt. Die typische Dicke von botanischen Paraffin-
schnitten liegt zwischen 5 und 15 pm. Ein z-Stapel ist nur dann sinnvoll, wenn die Scharfen-
tiefe kleiner ist als die Dicke des Schnittes. Aus Tabelle 3-1 wird klar, dass fiir Aufnahmen
mit 5x- und 10x-Objektiven (mit Ausnahme von hochaperturigen Apo-Objektiven) z-Stapel
keine zuséatzliche Bildinformation (und damit verbunden Bildscharfe) liefern werden. Bei
héheren VergroRerungen, insbesondere mit 40x- und 100x-Objektiven, ist die Situation eine
ganz andere: Hier ist die Scharfentiefe so klein, dass z-Stapel sehr sinnvoll sein kdnnen. In
Abb. 4-5 (a) und Abb. 4-7 (d) sind Aufnahmen gezeigt, fur die ein z-Stapel aufgrund der
hohen VergréRerung (100x Objektiv) hilfreich ist, um sehr kleine botanische Strukturen
besser abbilden zu konnen. Aus Tabelle 3-1 lasst sich erkennen, dass die Zahl der Bilder im
Stapel nicht sehr grof3 sein muss. Typischerweise wird man bei mittleren und hohen Ver-
gréRerungen mit funf bis finfzehn Aufnahmen das Auslangen finden.

35



Angemerkt sei hier noch, dass obige Uberlegungen nur eine Richtschnur sein kénnen. Es
gibt alternative physikalische Modelle zur Betrachtung der Scharfentiefe [4, S. 153], [6], [7, S.
46]. Weiters kdnnen die individuellen Anspriiche an Scharfe und Bildqualitat variieren, so-
dass im Einzelfall eine andere Vorgangsweise als oben beschrieben angebracht sein kann.

3.2 Bildbearbeitung

Basierend auf den obigen Uberlegungen soll im Folgenden exemplarisch der Workflow von
der Aufnahme bis zum fertigen Bild illustriert werden. Das Praparat war ein Paraffinschnitt
eines Fichtentriebs mit 8 um Schnittdicke. Gefarbt wurde mit Hamburger Grin [8].

Abb. 3-1: Einzelaufnahmen fiir ein 2 x 2-Panorama. Objekt war ein Fichtentrieb, der als
Paraffinschnitt (8 um Schnittdicke) mit Hamburger Griin [8] eingefédrbt wurde. Die Einzelaufnahmen
sind mit einem 5x-Objektiv (NA 0,15) aufgenommen worden.

Aufgrund der GroRRe des Objektes war eine Panoramaaufnahme bestehend aus 4 Teilbildern
notwendig, die mit einem Leica HC PL Fluotar 5/0.15 und einer Systemkamera (Panasonic
G9) aufgenommen wurden. Um spater einen reinweil3en Hintergrund zu ermoglichen, wurde
mit +1,66 Blendenwerten Gberbelichtet. Abb. 3-1 zeigt die entsprechenden Einzelaufnahmen.
Die weitere Bildbearbeitung wurde mit Adobe Lightroom und Photoshop durchgefiihrt. Da
keine speziellen Features der Software verwendet wurden, sind mit leichten Anpassungen
die meisten heute verfligbaren Bildbearbeitungsprogramme in dhnlicher Weise einsetzbar.

In den Einzelbildern wird sichtbar, dass die Kamera beim automatischen Weiltabgleich Pro-
bleme mit der verwendeten LED-Beleuchtung (Leica DM 2000 LED) hatte. Zusatzlich macht
sich eine leichte Vignettierung bemerkbar, und einzelne Schmutzpartikel im Paraffinschnitt
sind erkennbar. Um diese Bildfehler zu korrigieren, wird als erstes ein Panorama der vier
Einzelbilder erstellt (siehe Abb. 3-2-a). Im nachsten Schritt kann in Lightroom der Weilab-
gleich angepasst werden (Abb. 3-2-b), um danach WeilRpunkt und Schwarzpunkt geeignet
einzustellen. SchlieRlich wurden Sattigung und Dynamik erhdht sowie die Tiefen herab-
gesetzt. Das Bild hat jetzt einen einheitlichen hellgrauen Hintergrund, und die Farbung
kommt schon recht gut zur Geltung. In dieser Form wurde das Bild in Photoshop weiter bear-
beitet. Mit dem Reparaturpinsel wurden die ungewollten Schmutzpartikel entfernt, und mit
dem Fullwerkzeug wurde der hellgraue Hintergrund gegen einen reinweifen Hintergrund
ausgetauscht. Zusatzlich wurde ein Grolkenbalken in das Bild eingefiigt. Das Ergebnis dieser
Bearbeitung ist in Abb. 4-1-a zu sehen. In diesem Beispiel war flr Bildaufnahme und Bildbe-
arbeitung ein Zeitaufwand von ca. 20 min erforderlich.
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(a) (b) (c)

Abb. 3-2: (a) zeigt die Aufnahme nach dem Zusammenfiigen als Panorama. In (b) wurde der WeilBabgleich
durchgefiihrt, und in (c) Weillpunkt, Schwarzpunkt, Séttigung und Dynamik angepasst.
Zusétzlich wurden die Tiefen deutlich herabgesetzt.

4. Anwendungsbeispiele

In diesem Abschnitt werden exemplarisch einige Beispiele gezeigt, die illustrieren sollen, wie
botanische Paraffinschnitte einerseits sehr asthetische Aufnahmen des Formenreichtums in
der Botanik erméglichen, und andererseits auch inhaltliche Erkenntnisse durch detaillierte
Darstellung sehr kleiner Strukturen erlauben. Ein Teil der Praparate und Aufnahmen wurde
beim Treffen der MGW in Kefermarkt (August 2025) erstellt, vielen Dank an Gerhard Zim-
mert, Sylvia Buchta sowie an Karin und Gerhard Vicek fur die Hilfe und Ratschlage.

4.1 Nadelblatter

Der Durchmesser von Nadelblattern liegt meistens im Bereich weniger Millimeter, zum Teil
sogar deutlich darunter. Daher ist es hilfreich, recht diinne Schnitte herzustellen, um ein
sinnvolles Verhaltnis zwischen Querschnittsflache und Dicke zu erhalten. Abb. 4-1 und Abb.
4-2 zeigen entsprechende Darstellungen der Nadeln in der Triebspitze einer Fichte. Die
,Kirchenfensterartige“ Anordnung der jungen Nadeln ergibt ein schdnes geometrisches
Muster. In Kombination mit einer passenden Farbung erhalt man so eine interessante mikro-
fotografische Aufnahme und zusatzlich detaillierte Informationen Gber den Aufbau der
Nadeln.
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Abb. 4-1: Nadeln der Triebspitze einer Fichte (Picea abies). 8 um Schnittdicke, Farbung Hamburger Griin (a),
Etzold FCA (b) und Wacker Acridinrot-Acriflavin-Astrablau (c, d).

0.5 mm

Abb. 4-2: Querschnitt durch einen jungen Nadeltrieb der Fichte (Picea abies). 12 um Schnittdicke, Farbung mit
Wacker Acridinrot-Acriflavin-Astrablau. Préparat: S. Buchta. Panorama aus 4 Aufnahmen mit dem 5x-Objektiv.
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4.2 Blaten

Bllten sind dankbare Objekte fur Paraffinschnitte: Kleine Strukturen (z. B. Pollen) erfordern
dinne Schnitte, und die nicht zusammenhangenden Gewebe verhindern Schnitte an Proben,
welche nicht eigebettet wurden. Zusatzlich hat der komplexe innere Aufbau der Bliten zur
Folge, dass sich beim Betrachten der gefarbten Schnitte sehr interessante geometrische
Formen offenbaren.

Abb. 4-3: Querschnitt der Bliite des Schmalbléttrigen Greiskrauts (Senecio inaequidens), 10 um Schnittdicke,
Férbung Wacker Acridinrot-Acriflavin-Astrablau. Panorama aus 9 Aufnahmen mit einem 5x-Objektiv.

0.5 mm

Abb. 4-4: Querschnitt der Bliite des Hohen Fingerkrauts (Potentilla recta), Préparat von K. und G. Vicek. 12 um
Schnittdicke, Farbung mit W3A Einfachférbung. Panorama aus 4 Aufnahmen, 5x Objektiv.

39



Korbblitengewachse sind ein besonders attraktives Objekt, da die zahlreichen Réhrenbliten
daflr sorgen, dass die finale Aufnahme nicht zu leer wirkt. Mit entsprechend gewahlten Far-
bungen ergeben sich auch interessante Farbmuster. Abb. 4-3 zeigt einen Querschnitt durch
eine solche Blute (Schmalblattriges Greiskraut). Naturlich bieten auch andere Pflanzen-
familien interessante Mdglichkeiten, wie beispielsweise aus Abb. 4-4 ersichtlich ist.

Bei héheren VergroRerungen werden Details der Blutenpollen erkennbar (Abb. 4-5 a und b).
Interessant ist hier der Vergleich mit Aufnahmen der Pollen im Rasterelektronenmikroskop
(Abb. 4-5-c). Die lichtmikroskopische Aufnahme ermoglicht Einblicke ins Innere der Pollen,
wahrend das REM eine sehr kontrastreiche Aufnahme der Oberflachentopographie erlaubt.

Abb. 4-5: Detailaufnahme der Bliite einer roten Spornblume (Centranthus ruber), (a), (b) Fdrbung Wacker
Acridinrot-Acriflavin-Astrablau. (c) Aufnahme eines Pollenkorns am Rasterelektronenmikroskop.

4.3 Mykorrhiza

Da die Sporen und die Hyphen der meisten Pilze sehr kleine Durchmesser haben (typischer-
weise < 10 ym) und die lockeren Gewebe ohne Einbettung nicht gut geschnitten werden
konnen, ist das Arbeiten mit Paraffinschnitte ein hilfreicher Ansatz. Abb. 4-6 und Abb. 4-7
zeigen Schnitte (Dicke 7 ym) durch die Wurzel eines roten Waldvdgleins (Cephalanthera
rubra). Erkennbar sind Sporen und Hyphen in Abb. 4-6. In Abb. 4-7 wird sichtbar, wie sich
Pilzhyphen an die Starkekdrner im Inneren der Wurzel anlegen. Interessant ist hier der Ver-
gleich zwischen lichtmikroskopischer Abbildung und der Aufnahme am Rasterelektronen-
mikroskop.
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25 um

Abb. 4-6: Querschnitt durch die Wurzel eines roten Waldvégleins, welche von einem dichten Netz aus Hyphen
umgeben ist. An der Oberseite sind einzelne Sporen erkennbar. Férbung: Acridinrot-Acriflavin-Astrablau.
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Abb. 4-7: REM-Aufnahmen (a, b) der Wurzel eines roten Waldvégleins (Cephalanthera rubra). (a) zeigt den Quer-
schnitt und die Seitenansicht der Wurzel, (b) Hyphen an den Stérkekdrnern innerhalb der Wurzel. (c) und (d)
zeigen lichtmikroskopische Aufnahmen der Wurzelquerschnitte (Schnittdicke 7 um). (d) ist ein z-Stapel aus 6

Aufnahmen, aufgenommen mit einem 100x-Objektiv.
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5. Erfahrungsbericht: Mikroblitzwurfel
Gerhard Zimmert

Der Wunsch nach einer Beleuchtung am Mikroskop mit einem Elektronikblitzgerat begleitet
mich seit Uber 30 Jahren. Im Laufe der Zeit hatte ich bereits unterschiedlichste Lésungen im
Einsatz. Begonnen habe ich mit einer Blitz/LED-Kombination, bei der das LED-Einstelllicht
durch ein Loch im Reflektor der Blitzrohre geleuchtet hat. Da die beiden Beleuchtungen aber
nicht auf einer Ebene abgebildet wurden, also nicht deckungsgleich waren, war diese Kombi-
nation schnelluberholt.

Mein nachster Versuch folgte auf Basis eines Zeiss Doppelkollektors. Bei diesem werden
durch Linsen die beiden Lichtquellen auf einer Ebene abgebildet und tberdies konnte ich mir
zusatzlich unterschiedliche Lésungen fur die manuelle — das war mir wichtig — Blitzan-
steuerung selbst bauen. Die besten Ergebnisse erzielte ich mit der Blitzrohre eines Metz
CT45-3. Diese Losung verwende ich heute noch, denn sie ist in Zehntellichtwerten steuer-
bar, leider hat sie aber einen grof3en Nachteil, die mangelnden Dauerlastfahigkeit der Blitz-
rohre. Ein Stack von 300 Einzelbildern in einer schnellen Aufnahmefolge flhrt zur Schwar-
zung der Blitzréhre und damit in Folge rasch zum Defekt der Blitzréhre.

Losung mit einem Strahlenteiler

Daher ging die Suche weiter und 2024 wurde ich Gber ein MGW-Vernetzungstreffen auf die
Lésung von Michael Miller mit einem aktuellen Godox Blitzgerat aufmerksam. Sein Konzept
basiert auf einem Strahlenteiler, der Blitz- und Einstelllicht auf eine Ebene bringt und
zwischen Lampenhaus und Mikroskop montiert wird. Um seinen Entwurf flir meine Arbeits-
weise zu adaptieren, habe ich mit Michael einige Modifikationen seiner Lésung abgestimmt.
Beispielsweise wollte ich statt eines Blitzgerates mit rechteckigem Reflektor eines mit
rundem Reflektor einsetzen und auch die Aufteilung des Lichts (Michael teilt es 50 % : 50 %)
passt nicht zu meinem Wunsch madglichst viel Blitzenergie zu nutzen, um mit geringeren 1SO-
Werte fotografieren zu kdnnen.

Abb. 5-1: Modifizierte Mikroblitzeinrichtung
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Ein Strahlenteiler vereint das Licht zweiter Lichtquellen, jenes des Einstell- und jenes des
Blitzlichts. Das Teilungsverhaltnis des Strahlenteilers entscheidet, wieviel Prozent der je-
weiligen Lichtquelle auf der Ausgangsseite vorliegen. In meiner modifizierten Version pas-
sieren 70 % des Blitzlichtes und 30 % des Einstelllichts den Strahlenteiler. Ich verwende
einen Strahlenteiler von Edmund Optics (BS Plate 60 x 85 mm 70R/30T).

e N e Dl
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Abb. 5-2: Strahlenteiler mit modifizierter Befestigung und Domstrebe (Gewindestange mit
Abstandsmuttern hinter dem teildurchlédssigen Spiegel)
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Die Konsequenz dieser Losung, namlich die Dampfung des Einstelllichtes auf 30 % stort
mich nicht, da das Einstelllicht nicht bildwirksam sein darf. Wenn man das Eistelllicht nicht
um 8 Lichtwerte unter das Blitzlicht setzt, geht man das Risiko ein, dass das Einstelllicht bild-
wirksam wird, und es kénnen sogenannte Geisterbilder, also Doppel- bis Mehrfachkonturen,
entstehen.

Warum werden die Teile aus dem 3D-Drucker in Aluminium nachgebaut?

Fir meine Tests erhielt ich von Michael die Einzelteile des Blitzwirfels, die im 3D-Drucker
angefertigt worden waren. Damit hatte ich eine gute Basis fur erste eigene Versuche. Danke
an Michael!

.l

Abb. 5-3: Mikroblitzeinrichtung mit Blitzgerdt und Lampenhaus in der gelieferten Erstausfiihrung

Um gute fotografische Ergebnisse zu erzielen ist es notwendig, dass die Strahlengangaus-
richtung horizontal und vertikal jeweils rechtwinkelig ist, sonst erhalt man eine schiefe Be-
leuchtung.

W DIRTONSHOP CON

ounted
Diatoms t€ erside

Gyrosigma Gyrosigma Navicula Pinnu{a_ria
attenuatum reimeri oblonga nobilis

1 [ \
111

D
s

AL LLL00808088008

[eeSSTy

Details to resolve Details to resolve: a e Details to detect Details to detect
areolae, forming the striae | areolae, forming the striae e ae | areolae, forming the striae poroids

Abb. 5-4: Diatomeen-Testpraparat
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Erste Tests mit den Teilen aus dem 3D-Drucker haben ergeben, dass das Ausrichten des
Strahlengangs, wegen des unprazisen Sitzes der gedruckten Teile, nicht einfach war. Am
Testobjekt, einer Diatomee eines gelegten Test-Praparates (Abb. 5-4), war die Schieflage
anhand des unterschiedlichen Schattenwurfes der beiden Diatomeen Seiten gut erkennbar.
Das haufige Ein- und Ausrichten ist bei mir durch wiederkehrendes Umristen des Mikro-
skops notwendig. Bei jedem Mikroskop-Wechsel muss neu eingestellt werden, was mit
einem ziemlichen Zeitaufwand verbunden ist. Daher sah ich mich zu weiteren Modifikationen
gendtigt, in dem ich alle Anschlussteile an der Drehmaschine aus Aluminium fertigte und —
zur Vermeidung von stérenden Lichtreflexen — mattschwarz eloxieren lie3 (Abb. 5-5). Die
prazise gefertigten Teile haben das Problem des ,schiefen® Strahlengangs, bzw. der zeitauf-
wandigen Justierarbeiten gelost.

Abb. 5-5: Fertigung der Zentriernut auf der Drehmaschine

Abb. 5-6: Mikroskopanschluss des Strahlenteilers aus Aluminium - hybride Lésung,
der Drehteil wird mit einem Druckteil verklebt.
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Wie das Originallampenhaus am Olympus BX-60 sitzt seit diesem Zeitpunkt der Blitzwdrfel
richtig ausgerichtet am Mikroskop.

Abb. 5-7: Mikroblitzeinrichtung im Einsatz am Olympus BX-60.

Ein weiteres Problem der 3D-Druckteile ist deren Stabilitat. Sie sind nicht verwindungssteif
konstruiert und so habe ich mir einen Strahlenteiler zerbrochen, denn wegen des notwen-
digen Auf-/Abbaus der Mikroskope entsteht eine erhéhte Beanspruchung. Mit dem Einbau
einer so genannten ,Domstrebe“ — siehe (Abb. 5-2) — erreichte ich die notwendige Stabilitat
der Druckerteile.

Abb. 5-8: Modifizierter Blitzwiirfel mit Lampenhaus und Blitzgeréat

Mit dieser Ausrlstung (Abb. 5-8) —sind ein paar Tausend Bilder von botanischen Schnitten,
Dinnschliffen, Diatomeen und Lebewesen aus dem Wassertropfen entstanden.

Mangelnde Auflésung wegen fehlender Filter

Bei Aufnahmen von Diatomeen und Radiolarien zeigte sich mit dem Blitzlicht des Strahlen-
teilers im Vergleich zur direkten Beleuchtung mit dem Halogen-Lampenhaus eine reduzierte
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Auflésung. Da ich im Fotostudio beschichtete Blitzréhren verwende, die den UV- und IR-
Bereich ausfiltern, entstand rasch der Verdacht, dass Licht aus dem IR-Spektrum hierfir die
Ursache war. Eine Messung mit dem Sekonic Spectrometer C-800 hat diesen Verdacht
schnell bestatigt (Abb. 5-9).

5 580
[nn]

Abb. 5-9: Blitzspektrum Sekonic-Godox V100: Das abgegebene Lichtspektrum geht deutlich
in den UV- und Infrarot-Bereich.

Es stellte sich heraus, dass beim Godox Blitz, im Vergleich zu anderen Herstellern wie z. B.
Quantum, Broncolor, Hensel, kein Cut (zu Deutsch ,Sperr®-) Filter eingebaut ist. Mit einem
zusatzlichen UV/IR-Cut-Filter kann man das Problem aber I6sen. Die Firma Scheider Kreuz-
nach hat mit dem Modell B+W UV/IR-Sperrfilter 486 MRC-Basic z. B. im Durchmesser von
43 mm einen passenden Filter im Programm (Abb. 5-10).

B+W

FILTER

Abb. 5-10: B+W Filterbezeichnung
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Der im Olympus Lampenhaus fiir die BX-Serie verbaute IR-Cut-Filter liefert ein vergleich-
bares Ergebnis. Um die Lichtaustritts6ffnung am Mikroskop wieder freizubekommen (Abb. 5-
11), habe ich einen neuen Aluminiumdrehteil mit Aussparung fir den Filter und eine Befesti-
gungsfeder angefertigt und eloxieren lassen. So kann ich einen Olympus IR-Cut-Filter so im
Strahlengang platzieren, dass er auch fir das Blitzlicht wirkt. Also nach dem Strahlenteiler,
im Blitzwrfel.

Abb. 5-11: UV-IR Cut Filter in der Filterablage der Feldblende

Verbesserung der Lage der optischen Achse

Auch bei der Planparallelitat zeigten sich Probleme. Um die Lage der optischen Achse weiter
zu verbessern habe ich im nachsten Schritt begonnen, zwei kombinierte Dreh/Frasteile zu
fertigen. Diese sind noch nicht fertig gestellt (siehe Abb. 5-12). Der Unterschied der Neuan-
fertigung ist die Sicherstellung der Planparallelitat der Auflageflache und der Zentrierungsnut,
da der Teil aus einem Stuck gefertigt ist. Die Klebeverbindung zum nicht planen Druckteil er-
reicht diese Planparallelitat nicht. Durch das Fertigen aus einem Stuck, kann die Genauigkeit
der Ausrichtung des Lichtpfades erhéht werden.
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Abb. 5-12: Lampenhaushalterung in zwei Entwicklungsvarianten (links mit Klebeverbindung,
rechts Rohling aus einem Stiick gedreht).

Vor- und Nachteile der Godox Blitzgerate und der Funkfernsteuerung

Wesentliche Vorteile der Godox Blitzgerate sind deren Thermostabilitat und ihre kabellose
Bedienung. Die Funkfernsteuerung (Abb. 5-13) sitzt direkt am Blitzschuh der Kamera. Ich
setzte Blitzgeratemodelle mit Rundreflektor ein, Modell V100 und Modell V1 Pro, beide mit
der entsprechenden Godox Fernsteuerung. Achtung: wahrend bei den Blitzgeraten beliebig
zwischen Canon, Nikon und Sony gemischt werden kann, muss der Steuersensor zur
Kamera passen. In meinem Fall zu Nikon, da ich die Nikon Z9 als Kamera flr Blitzauf-
nahmen am Mikroskop einsetze (Abb. 5-7). Mit dieser Kombination habe ich bereits mehre
Stacking-Serien a 300 Bildern angefertigt. Gleiche Erfahrungen habe ich beim Fotografieren
von Wasserlebewesen gemacht. Da geht es zwar nicht um Stacking, aber um das Anfertigen
von Bilderserien, in der Hoffnung, dass das ,richtige” Bild dabei ist.

Abb. 5-13: Funkfernsteuerung fiir den Blitz
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Bildteil

Die im folgenden Bildteil gezeigten Bilder sind alle mit meiner beschrieben Blitzldsung ent-
standen, ich habe diese fur 2 BX und ein BH-2 Mikroskop adaptiert. Fotograflnnen in alpha-
betischer Reihenfolge sind:

Glockentierchen (Pseudovorticella fasciculata) Olympus BX51, UPlanSApo 100x, DIC HR,
Canon R5 Markll, Godox V1, Foto: Gerhard Loidolt

Wimpertierchen (Frontonia leucas) Olympus BX51, UPlanSApo 100x, DIC HR, Canon R5 Markll,
Godox V1, Foto: Gerhard Loidolt
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Brachionus sp., Olympus BX60, UPlanSApo 40x, PE 2,0, DIC S, Nikon Z9,
Godox V100 Foto: Gerhard Zimmert
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Nauplius Larve, Olympus BX60, UPlanSApo 40x, PE 2,0, DIC S, Nikon Z9,
Godox V100, Foto: Gerhard Zimmert
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Pediastrum sp., Olympus BHS, DPlanApo 20 UV, Nikon Z6, Godox V100, Foto: Sylvia Buchta

Closterium sp., Olympus BHS, SPlanApo 20, Nikon Z6, Godox V100, Stack aus 10 Bildern, Foto: Sylvia Buchta
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