
 

Sebastian Schuch, Hella Ludwig und Karsten Wesche 

Erfassungsmethoden für ein 
Insektenmonitoring  
Eine Materialsammlung 

 
 
 

 
 
 
 
 

 
                   BfN-Skripten 565 
 
                             2020 



Erfassungsmethoden für ein 
Insektenmonitoring 
Eine Materialsammlung 

Sebastian Schuch 
Hella Ludwig 

Karsten Wesche 
   



Titelbild:  Vom Insekt über die Erfassung zur Statistik: Esparsetten-Widderchen auf Blüte im Grasland; 
Illustration dreier Erfassungsmethoden (Kescher, Farbschale und Malaisefalle); schematische 
Darstellung einer Häufigkeitsverteilung als Balkendiagramm (S. Schuch) 

Adressen der Autorinnen und Autoren: 
Dr. Sebastian Schuch Senckenberg Museum für Naturkunde 

Postfach 300154, 02806 Görlitz 
E-Mail: sebastian.schuch@senckenberg.de, sschuch@gwdg.de 

Dr. Hella Ludwig Bundesamt für Naturschutz, Fachgebiet II 1.3 „Monitoring“ 
Konstantinstraße 110, 53179 Bonn 
E-Mail: Hella.Ludwig@BfN.de 

Prof. Dr. Karsten Wesche Senckenberg Museum für Naturkunde 
Postfach 300154, 02806 Görlitz und 
Deutsches Zentrum für Integrative Biodiversitätsforschung Halle-Jena Leipzig 
Deutscher Platz 5e, 04103 Leipzig und 

 Internationales Hochschulinstitut Zittau, Technische Universität Dresden, 
Markt 23, 02763 Zittau 
E-Mail: karsten.wesche@senckenberg.de 

Die Inhalte basieren auf den Ergebnissen eines Werkvertrags (Literaturstudie: „Erfassungsmethoden für ein 
bundesweites Insektenmonitoring“, Auftragnehmer: Prof. Dr. Karsten Wesche – Senckenberg Museum für 
Naturkunde, Görlitz), gefördert durch das Bundesamt für Naturschutz (BfN) mit Mitteln des Bundes-
ministerium für Umwelt, Naturschutz und nukleare Sicherheit (BMU). 

Diese Veröffentlichung wird aufgenommen in die Literaturdatenbank „DNL-online“ (www.dnl-online.de). 

BfN-Skripten sind nicht im Buchhandel erhältlich. Eine pdf-Version dieser Ausgabe kann unter  
http:// www.bfn.de/skripten.html heruntergeladen werden. 

Institutioneller Herausgeber:  Bundesamt für Naturschutz 
    Konstantinstr. 110 
    53179 Bonn 
    URL: www.bfn.de 

Der institutionelle Herausgeber übernimmt keine Gewähr für die Richtigkeit, die Genauigkeit und 
Vollständigkeit der Angaben sowie für die Beachtung privater Rechte Dritter. Die in den Beiträgen 
geäußerten Ansichten und Meinungen müssen nicht mit denen des institutionellen Herausgebers 
übereinstimmen. 

Diese Schriftenreihe wird unter den Bedingungen der Creative Commons Lizenz 
Namensnennung – keine Bearbeitung 4.0 International (CC BY - ND 4.0) zur Verfügung 
gestellt (https://creativecommons.org/licenses/by-nd/4.0/deed.de). 

Druck: Druckerei des Bundesministeriums für Umwelt, Naturschutz und nukleare Sicherheit (BMU).  

Gedruckt auf 100% Altpapier 

ISBN 978-3-89624-326-3 

DOI 10.19217/skr565 

Bonn - Bad Godesberg 2020 



 3 

Inhaltsverzeichnis 
1 Einleitung und Bemerkungen zum Vorgehen ............................................................. 5 
2 Zusammenfassungen zu verschiedenen etablierten Erfassungsmethoden ............. 9 

2.1 Sichtfang (active catches) ...................................................................................... 9 
2.2 Streifkeschern (sweep-net catches) ..................................................................... 12 
2.3 Saugfang (suction sampling / vacuum sampling).................................................. 15 
2.4 Standardisierte Transektbegehung (standardised transect survey) ...................... 18 
2.5 Malaisefalle (Malaise trap) ................................................................................... 22 
2.6 Bodenfalle / Barberfalle (pitfall trap) ..................................................................... 25 
2.7 Fang mit Ködern (baited traps) ............................................................................. 29 
2.8 Farbschale (pan trap) ........................................................................................... 31 
2.9 Autokescher (car net) ........................................................................................... 33 
2.10 Kreuzfensterfalle / Lufteklektor (flight interception trap: cross shaped window trap 

/ window pane) ..................................................................................................... 36 
2.11 Offene Stamm- / Asteklektoren (trunk-window trap / trunk eclector) ..................... 39 
2.12 Totholz-Eklektoren (dead wood emergence traps) ............................................... 41 
2.13 Bodenphotoeklektor (soil / ground photo-eclector / emergence trap) .................... 44 
2.14 Lichtfang und Lichtfalle (light trap) ........................................................................ 46 
2.15 Erfassung von Makrozoobenthos in Fließgewässern (surveying macrofauna of 

watercourses) ...................................................................................................... 50 
2.16 Erfassung von Wasserkäfern in stehenden Gewässern (surveying beetles in 

ponds) .................................................................................................................. 52 
3 Kurzzusammenfassungen etablierter Erfassungsmethoden für einzelne 

Artengruppen .............................................................................................................. 54 
3.1 Heuschrecken (Orthoptera) .................................................................................. 54 
3.2 Libellen (Odonata) ................................................................................................ 54 
3.3 Eintagsfliegen (Ephemeroptera), Köcherfliegen (Trichoptera) und Steinfliegen 

(Plecoptera) ......................................................................................................... 55 
3.4 Netzflügler (Neuroptera) ....................................................................................... 55 
3.5 Zikaden (Auchenorrhyncha) ................................................................................. 55 
3.6 Wanzen (Heteroptera) .......................................................................................... 56 
3.7 Großschmetterlinge (Macrolepidoptera): Tagfalter ............................................... 56 
3.8 Großschmetterlinge (Macrolepidoptera): Nachtfalter ............................................ 57 
3.9 Zweiflügler (Diptera): Schwebfliegen (Syrphidae) ................................................. 57 
3.10 Hautflügler (Hymenoptera): Wildbienen (Apoidea) ............................................... 57 
3.11 Hautflügler (Hymenoptera): Grabwespen (Spheciformes, früher Sphecoidea) ..... 58 
3.12 Hautflügler (Hymenoptera): Blattlaus-Parasitoide ................................................. 58 
3.13 Käfer (Coleoptera): Ausgewählte Käferfamilien .................................................... 58 
3.14 Spinnentiere (Arachnida): Webspinnen (Araneae) ............................................... 61 



 4 

4 Methoden- und artengruppenübergreifende Aspekte ............................................... 70 
4.1 Zusammensetzung der Fangflüssigkeit ................................................................ 70 
4.2 Bestimmungsaufwand .......................................................................................... 73 
4.3 Aufbewahrung ...................................................................................................... 77 
4.4 Diversitätsmessungen mittels DNA-Barcoding...................................................... 80 

5 Zusammenfassung ...................................................................................................... 83 
  



 5 

1 Einleitung und Bemerkungen zum Vorgehen 
Entomologinnen und Entomologen, Verbände und Fachbehörden des Naturschutzes be-
klagen seit Jahrzehnten den Rückgang der Insektendiversität insbesondere unserer heimi-
schen Kulturlandschaft. Dennoch hat das Thema erst in den letzten Jahren eine erhöhte 
Aufmerksamkeit in Politik und Gesellschaft erfahren, wodurch das öffentliche und mediale 
Interesse aktuell groß ist. Auch politische Entscheidungsträgerinnen und Entscheidungs-
träger haben die Bedeutung der Biodiversitätsverluste erkannt und sehen sich gefordert, 
Maßnahmen zum Schutz der Insekten umzusetzen (BMU 2018, UMK 2017). Für deren 
Entwicklung und Evaluation bedarf es nicht nur einer soliden fachlichen Basis zum Beispiel 
zu Ökologie und Gefährdungsursachen, sondern auch einer wissenschaftlich belastbaren 
Datenbasis über Zustand und Entwicklung der Insektenfauna Deutschlands. Solche Daten 
sind in Deutschland nur in begrenztem Maße für konkrete Regionen oder Fragestellungen 
verfügbar. Darüber hinaus weichen artengruppenspezifische und artengruppenübergreifen-
de Erfassungsmethoden aufgrund unterschiedlicher Anforderungen, Ziel- und Fragestel-
lungen sowie persönlicher Vorlieben oft voneinander ab, so dass die verfügbaren Daten 
schlecht miteinander vergleichbar sind. Für das geplante bundesweite Insektenmonitoring 
werden aktuell die konzeptionellen Grundlangen für langfristig angelegte, regelmäßige und 
systematische Erfassungen von Insekten erarbeitet, die bundesweit gültige und wissen-
schaftlich belastbare Aussagen zu Zustand und langfristiger Entwicklung der Insektenfauna 
in Deutschland zulassen. Von großer Bedeutung bei der Auswahl geeigneter Erfassungs-
methoden sind unter anderem ein hoher Standardisierungsgrad der jeweiligen Methoden, 
Aspekte zur Aussagekraft der Daten für das Insektenmonitoring z. B. mit Blick auf das er-
fassbare Artenspektrum oder die Möglichkeit quantitativer Aussagen, Aspekte zur Praktika-
bilität und zum Forschungs- und Entwicklungspotenzial. 

Kenntnisse zu und Erfahrungen mit den verschiedenen etablierten und potenziell für ein 
Monitoring geeigneten entomologischen Erfassungsmethoden sind in Deutschland zwar 
prinzipiell vorhanden, waren aber bisher nicht in zusammengefasster Form verfügbar. Ziel 
der vorliegenden Materialsammlung ist es, zur Schließung dieser Lücke beizutragen. 

Da die zugrundeliegende Literaturrecherche als Basis für die Konzeptentwicklung des bun-
desweiten Insektenmonitorings dienen sollte, war die Bearbeitungszeit von nur wenigen 
Monaten knapp bemessen (das entsprechende vom Bundesamt für Naturschutz mit Mitteln 
des Bundesministeriums für Umwelt, Naturschutz und nukleare Sicherheit geförderte F+E-
Vorhaben „Konzeptentwicklung zum bundesweiten Insektenmonitoring“ startete im Sep-
tember 2018). Aufgrund dieses Zeitdrucks kann hier keinesfalls Anspruch auf Vollständig-
keit erhoben werden. Vielmehr soll ein Überblick über das komplexe Thema der Insektener-
fassungsmethoden mit Blick auf die Eignung für Monitoringaktivitäten zu Insekten geboten 
werden, der die Methodenauswahl für ein standardisiertes Vorgehen erleichtern soll. 

Eine Herausforderung bei der Recherche war die große Vielfalt artengruppenspezifischer 
wie auch artengruppenübergreifender Erfassungsmethoden, die durch die enorme Vielfalt 
der Insekten mit ihren äußerst diversen Lebenszyklen bedingt ist. Im Rahmen der Recher-
chen ist deutlich geworden, dass jede Erfassungsmethode selbst innerhalb einer Arten-
gruppe nur einen gewissen Teil des Artinventars des untersuchten Lebensraums abbilden 
kann. Aus diesem Grund haben viele Spezialistinnen und Spezialisten für einzelne Arten-
gruppen ihre individuellen Erfassungsmethoden im Laufe der Jahre verfeinert und an das 
von ihnen untersuchte Taxon oder die jeweilige Fragestellung angepasst. Diese Feststel-
lung ist einerseits im Hinblick auf ein umfassendes und zugleich standardisiertes Monitoring 
zugegebenermaßen ernüchternd, andererseits macht sie deutlich, dass eine nahezu voll-
ständige Inventarisierung eines Lebensraums nur von langjährigen Kennerinnen und Ken-
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nern der entsprechenden Artengruppe und meist nur unter Einsatz verschiedener Metho-
den durchgeführt werden kann. Ein wichtiger Aspekt für die Auswahl geeigneter Erfas-
sungsmethoden für Monitoringaktivitäten ist neben dem Spektrum repräsentativ erfassbarer 
Arten(gruppen) die Standardisierbarkeit. Weitere wichtige Aspekte betreffen Zeitaufwand 
und Kosten sowie Forschungs- und Entwicklungspotenzial der Methoden. 

Zu Beginn unserer Recherchearbeit haben wir den Kontakt zu verschiedenen Spezialistin-
nen und Spezialisten diverser Artengruppen gesucht (siehe unten). Diese haben uns zahl-
reiche Hinweise auch zu relevanter Fachliteratur gegeben und uns Letztere in vielen Fällen 
direkt zur Verfügung gestellt. Diese Hinweise wurden aufgegriffen und, wie auch die in den 
entsprechenden Arbeiten zitierte und weitere Literatur, mithilfe verschiedener Datenbanken 
weiter verfolgt (DNL online, Scopus, googleScholar). Dabei wurden auch Fachartikel be-
rücksichtigt, die den empfohlenen Artikel zitiert hatten („zitiert von“-Funktion in den Such-
programmen). Durch die Befragung der Fachleute konnten wir sicherstellen, wenigstens die 
relevantesten Erfassungsmethoden zu berücksichtigen, was eine zielführende Bearbeitung 
dieses weiten Themenfelds in der uns zur Verfügung stehenden Zeit ermöglichte. Zusätz-
lich wurde mit den genannten Suchmaschinen systematisch mit verschiedenen Schlag-
wortkombinationen aus Erfassungsmethode und Taxon nach relevanter Literatur gesucht 
(z. B. „light trap“ bzw. „Lichtfalle“ und „Lepidoptera“ bzw. „Schmetterling“). Der Fokus lag 
dabei auf Literatur bzw. Erfassungsaktivitäten aus Deutschland, den angrenzenden Län-
dern und dem Vereinigten Königreich; weitere relevante und verallgemeinerbare Literatur 
wurde ebenfalls berücksichtigt. Als besonders hilfreich erwiesen sich dabei folgende Über-
sichtsarbeiten: 

- Insect Sampling in Forest Ecosystems (2005) Herausgeber: S.R. Leather, Blackwell 
Publishing, Oxford, 303 S. 

- Dorow, W.H.O., Flechtner, G., Kopelke, J.-P. (1992) Naturwaldreservate in Hessen 
3 - Zoologische Untersuchungen: Konzepte. Mitteilungen der Hessischen Landes-
forstverwaltung 26, 158 S. 

- Winter, K., Bogenschütz, H., Dorda, D., et al. (1999) Programm zur Untersuchung 
der Fauna in Naturwäldern. IHW Verlag, 61S. 

- Handbuch landschaftsökologischer Leistungen - Vereinigung umweltwissenschaft-
licher Berufsverbände in Deutschland (VUBD) (1992) Selbstverlag des VUBD, 
Nürnberg, 182 S. 

- Arten- und Biotopschutz in der Planung: Methodische Standards zur Erfassung von 
Tierartengruppen (1992) Herausgeber: J. Trautner. Verlag josef margraf, Weikers-
heim 259 S. 

Nach etwa einmonatiger Recherchearbeit wurden inhaltliche Schwerpunkte zu Erfas-
sungsmethoden festgelegt (siehe unten), die sich mit Blick auf die Umsetzbarkeit der Re-
cherche an einer Auswahl von Artengruppen durch das Bundesamt für Naturschutz orien-
tierten. Diese Artengruppen wurden bereits im Zusammenhang mit (Konzepten zu) überre-
gionalen Monitoringprogrammen in Deutschland betrachtet, für die Ermittlung von Ökosys-
temleistungen z. B. im Rahmen von Indikatoren (oder deren Entwicklung) diskutiert oder 
stehen im Zusammenhang mit internationalen Konventionen bzw. Richtlinien. Wenige 
Gruppen wurden ergänzt, deren Betrachtung für das geplante bundesweite Insektenmoni-
toring sinnvoll und praktikabel durchführbar erschien. Diese Auswahl von zu betrachtenden 
Artengruppen umfasst folgende taxonomische Gruppen der terrestrischen und limnischen 
Insekten und Spinnentiere: 
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- Heuschrecken (Orthoptera)  
- Libellen (Odonata) 
- Eintagsfliegen (Ephemeroptera), Köcherfliegen (Trichoptera), Steinfliegen (Plecop-

tera),  
- Netzflügler (Neuroptera) 
- Zikaden (Auchenorrhyncha) 
- Wanzen (Heteroptera) 
- Großschmetterlinge (Macrolepidoptera): Tag- / Nachtfalter 
- Zweiflügler (Diptera): Schwebfliegen (Syrphidae)  
- Hautflügler (Hymenoptera): Wildbienen (Apoidea), Grabwespen (Spheciformes), 

Blattlaus-Parasitoide 
- Käfer (Coleoptera): Scarabaeidae, Cerambycidae, Melandryidae, Carabidae, (Ci-

cindelidae), Buprestidae, Elateridae, Dytiscidae, Lucanidae, (Cetoniidae), Curculio-
nidae, Bostrichidae, Cucujidae, Rhysodidae, familienübergreifend Totholzkäfer 

- Spinnentiere (Arachnida): Araneae (Webspinnen) – obgleich nicht zu Insekten ge-
hörend, sind diese Arthropoden ebenfalls wichtige Bioindikatoren und sollen mit 
Blick auf Insektenerfassungsmethoden, durch die sie miterfasst werden können, be-
rücksichtigt werden 

Im Rahmen der Recherchearbeit wurde der Fokus auf etablierte Erfassungsmethoden ge-
legt, die für mindestens eine der genannten Gruppen ein einigermaßen repräsentatives 
Artenspektrum abdecken und im Hinblick auf die Umsetzbarkeit in einem Monitoringpro-
gramm möglichst kostengünstig und praktikabel sind. Auf Basis von Literaturanalyse und 
Gesprächen mit Spezialistinnen und Spezialisten wurden für diese Erfassungsmethoden 
einzelne Kapitel erstellt, die eine allgemeine Beschreibung umfassen sowie Angaben zur 
Standardisierbarkeit (unter anderem hinsichtlich der Phänologie der jeweiligen Artengrup-
pen, den zu beprobenden Lebensraumtypen, den Standortbedingungen und der Witterung, 
unter der die Erfassungen stattfinden sollten), zum erfassbaren Artenspektrum, dem Zeit-
aufwand und den Kosten sowie dem Forschungs- und Entwicklungspotenzial der Metho-
den. Außerdem ist in jedem Kapitel relevante Literatur zitiert. Des Weiteren wurde eine 
Übersichtstabelle zu Erfassungsmethoden zusammengestellt, die neben einer kurzen Be-
schreibung der Methoden auch verschiedene Aspekte z. B. zu Einsatzmöglichkeiten, Stan-
dardisierung oder Aufwand zusammenfasst. Die Tabelle kann unter folgendem Link auf der 
Internetseite des Bundesamts für Naturschutz abgerufen werden: https://www.bfn.de/ 
fileadmin/BfN/monitoring/Dokumente/Onlinematerial_Insektenerfassungsmethoden.pdf. 
Schließlich wurden in weiteren Kapiteln für die oben genannten Artengruppen zusammen-
fassende Absätze zu den artengruppenspezifischen Aspekten der analysierten Erfas-
sungsmethoden erstellt. 

Das Resultat der Recherche- und Analysearbeit umfasst Zusammenfassungen zu den fol-
genden 16 etablierten Erfassungsmethoden (14 für terrestrische und zwei für limnische 
Arthropoden; Kapitel 2), ein Kapitel zu artengruppenspezifischen Aspekten hinsichtlich der 
oben genannten Artengruppen (Kapitel 3) sowie Zusammenfassungen zu vier wichtigen 
methoden- und artengruppenübergreifenden Aspekten eines standardisierten Vorgehens 
für Monitoringaktivitäten (Fangflüssigkeiten, Bestimmungsaufwand, Aufbewahrung, Diversi-
tätsmessungen mittels DNA-Barcoding; Kapitel 4): 

- Sichtfang (active catches) 
- Streifkeschern (sweep-net catches) 
- Saugfang (suction sampling / vacuum sampling) 
- Standardisierte Transektbegehung (standardised transect survey) 
- Malaisefalle (Malaise trap) 

https://www.bfn.de/fileadmin/BfN/monitoring/Dokumente/Onlinematerial_Insektenerfassungsmethoden.pdf
https://www.bfn.de/fileadmin/BfN/monitoring/Dokumente/Onlinematerial_Insektenerfassungsmethoden.pdf
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- Bodenfalle / Barberfalle (pitfall trap) 
- Fang mit Ködern (baited traps) 
- Farbschale (pan trap) 
- Autokescher (car net) 
- Kreuzfensterfalle / Lufteklektor (flight interception trap: cross shaped window trap / 

window pane) 
- Offene Stamm- / Asteklektoren (trunk-window trap / trunk eclector) 
- Geschlossene Totholz-Eklektoren (dead wood emergence traps) 
- Bodenphotoeklektor (soil / ground photo-eclector / emergence trap) 
- Lichtfang und Lichtfalle (light trap) 
- Erfassung von Makrozoobenthos in Fließgewässern 
- Erfassung von Wasserkäfern in stehenden Gewässern  

Damit wird ein Überblick über unterschiedliche Erfassungsmethoden verschiedener Insek-
tenartengruppen gegeben und für ein Insektenmonitoring wichtige Aspekte beleuchtet. 

Die letztendliche Auswahl geeigneter Methoden und ihre sachgerechte Anwendung hängt 
von vielen Details ab und erfordert langjährige Erfahrung. Für eine zielführende Methoden-
auswahl, Konzeption und optimale Umsetzung von Erfassungsansätzen für spezifische 
Fragestellungen wird daher die Einbindung der Expertise von Entomologinnen und Ento-
mologen mit langjähriger Freilanderfahrung empfohlen.  

Bei der Planung sollte auch die Erfassung für die konkrete Zielstellung relevanter Umwelt-
parameter und wichtiger Metadaten berücksichtigt werden. So ist zum Beispiel in den meis-
ten Fällen der standardmäßige Einsatz von Dataloggern zur Aufzeichnung abiotischer Um-
weltparameter an stationären Fallen sehr sinnvoll, da viele dieser automatisch erfassten 
Daten bei einer späteren Auswertung von beträchtlicher Relevanz für die Interpretation der 
Ergebnisse sein können.  

Danksagung 
Unser Dank gilt an dieser Stelle den sehr engagierten und interessierten Entomologinnen 
und Entomologen, deren äußerst versierte und konkrete Hinweise es uns erst ermöglichten, 
diese Übersicht in so kurzer Zeit in der vorliegenden Form abzuschließen. Peter Sprick sei 
hier in besonderer Weise hervorgehoben. Er hat uns in mehreren Telefonaten sehr weiter-
geholfen. Aber auch Theo Blick, Roman Bucher, Viola Clausnitzer, Claus-Jürgen Conze, 
Thomas Fartmann, Axel Gruppe, Peter Haase, Heike Kappes, Wolfgang Dorow, Rolf 
Niedringhaus, Matthias Nuß, Christian Schmid-Egger, Chris Shortall, Hanno Voigt, Alexan-
der Weigand, Paul Westrich und Stefan Zaenker soll an dieser Stelle aufs Herzlichste ge-
dankt sein. Bei der Unterstützung in Planung und Durchführung waren Julian Bock, Stefan 
Meyer, Herbert Nickel, Gregor Stuhldreher, Merle Streitberger und Wiebke Züghart betei-
ligt. Ihnen danken wir ebenso ausdrücklich.  
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2 Zusammenfassungen zu verschiedenen etablierten Erfassungs-
methoden 

In diesem Kapitel wird die Bandbreite bereits etablierter Erfassungsmethoden mit prinzipiel-
ler Eignung für ein Monitoring dargelegt. Die Ergebnisse der Recherchen zu diesen ausge-
wählten Erfassungsmethoden, auch mit Blick auf Möglichkeiten ihres Einsatzes in einem 
Insektenmonitoring, werden beschrieben.  

2.1 Sichtfang (active catches) 

Allgemeine Beschreibung 
Der gezielte Sichtfang ist bei den meisten Insektenartengruppen eine wichtige Methode zur 
nahezu vollständigen Erfassung des Artinventars eines Lebensraums. Er wird auch oft als 
die aus naturschutzfachlicher Sicht am besten geeignete Methode beschrieben (Martin und 
Grell 1999; Westrich 2018), um nicht nur das Artenspektrum möglichst vollständig zu ermit-
teln, sondern beispielsweise auch Aussagen über Nahrungs- und Wirtspflanzen, Beutetiere 
und Nistplätze zu ermöglichen. Bedeutend für die Ergebnisse sind die Suchstrategien. Für 
die Erfassung eines möglichst vollständigen Artenspektrums müssen beispielsweise die 
verschiedenen Strukturen des Lebensraums beachtet werden (wie Ufer, Laubstreu, Altholz, 
Waldinneres, Schneisen, usw.). Eine Artenkennerin oder ein Artenkenner kann (z. B. bei 
phytophagen und / oder kryptischen Arten) sehr gezielt vorgehen und die speziellen Res-
sourcen der jeweiligen Arten aufsuchen. Die Tiere werden dann oft mit dem Kescher ge-
fangen oder nach Abklopfen der Vegetation vom Klopfschirm aufgesammelt. Für Arten, die 
prinzipiell im Feld bestimmbar sind, kann die Sortier- und Bestimmungsarbeit im Labor ent-
fallen (außer für Belegexemplare oder die Nachbestimmung von Arten). Bei einem Monito-
ring kann der Sichtfang eingesetzt werden, um das Artinventar eines Lebensraums mög-
lichst vollständig zu ermitteln – diese gezielte, erfolgsorientierte Nachsuche erlaubt aller-
dings durch das stark von den lokalen Gegebenheiten abhängige Vorgehen keine präzisen 
und vergleichbaren Aussagen zur Individuen- oder Aktivitätsdichte der Arten, wie sie für die 
meisten Monitoringprogramme erforderlich sind. Es gibt jedoch beim Sichtfang die Möglich-
keit, Häufigkeitsklassen einzuführen (z. B. sehr selten, vereinzelt, mäßig häufig, häufig, 
massenhaft), um semiquantitative Daten zu erhalten (Martin und Grell 1999). Dieses Vor-
gehen ist aber stark von den Erfassenden abhängig, da individuelle Einschätzungen vorge-
nommen werden müssen. Deswegen eignet sich diese Abundanz- bzw. Dichteschätzung 
nur bedingt für ein standardisiertes Langzeitmonitoring. Aus diesem Grund ist für ein ent-
sprechendes Monitoringprogramm zu erwägen den Sichtfang mit anderen Erfassungsme-
thoden zu kombinieren, deren Stärken im Bereich quantitativer Aussagen liegen. 

Standardisierbarkeit 
Beim Sichtfang ist immer die Erfahrung der oder des Erfassenden für die Effektivität und 
Vollständigkeit der Erfassung ausschlaggebend. Für alle Erfassungen gilt, dass wichtige 
Faktoren wie Tageszeit, Schattenwirkung, Windverhältnisse, Bewölkung und Niederschlag 
möglichst standardisiert mit aufgenommen werden sollten. Da die Ausführung und Stan-
dardisierung der Sichterfassung in hohem Maße von den zu erfassenden Arten(gruppen) 
abhängig ist, sind im Nachfolgenden für einige exemplarische Gruppen Anhaltspunkte für 
die Anzahl von Begehungen (unter Berücksichtigung der Phänologie) und die Dauer einer 
Inventarisierung aufgeführt. Aus demselben Grund wird auf Aspekte zu (Standardisierbar-
keit von) Lebensraumtyp, Standort und Witterung, erfassbarem Artenspektrum, Zeitauf-
wand und Kosten sowie zu Forschungs- und Entwicklungspotenzial verzichtet, die bei den 
meisten anderen Methoden aufgeführt sind. 
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Wildbienen (Hymenoptera: Aculeata): Für Wildbienen sollte man ab März sechs bis 10 Be-
gehungen bis August / September einplanen (um kurze Aktivitätszeiten vieler Arten von ca. 
vier bis sechs Wochen berücksichtigen zu können). Pro Probefläche sollte man je nach 
Größe und Lebensraum mit mindestens ein bis zwei Stunden Erfassungszeit rechnen. Die 
Begehungen sollten bei trockenem, windstillem Wetter zwischen 9 Uhr und 16 Uhr stattfin-
den. Das Verhältnis von Geländearbeitszeit (bei Abtötung nur der nicht sofort zu bestim-
menden Individuen) zu Bestimmungszeit (dieser Individuen) ist von der lokalen Artenge-
meinschaft abhängig und beträgt etwa 1:1 bis 1:1,5 (Weber 1999).  

Schwebfliegen (Diptera: Syrphidae): Von April bis Juli sind zwei Begehungen pro Monat zu 
veranschlagen (aufgrund univoltiner Frühjahrsarten mit sehr kurzer Flugzeit), von Juli bis 
September / Oktober ein bis zwei Begehungen pro Monat (Martin und Grell 1999). 

Tagfalter (Lepidoptera): Ab spätestens Mai sind mindestens vier bis fünf Begehungen pro 
Jahr einzuplanen [mit drei Hauptaspekten: Vollfrühling (oft Mai), Spätfrühling / Frühsommer, 
Hochsommer (mindestens zwei Begehungen)]; der Zeitaufwand je Probefläche hängt von 
Strukturvielfalt und Flächengröße ab (etwa ein bis drei Stunden; Hermann 1992). Es muss 
vorher festgelegt werden, ob auch Präimaginalstadien (Eier, Raupen, Puppen) miterfasst 
werden sollen. Eine standardisierte Transektbegehung ist zu empfehlen (siehe entspre-
chendes Kapitel). 

Netzflügelartige (Neuropteroidea: Neuroptera, Raphidioptera, Megaloptera): Die meisten 
Netzflügler kann man von Mai bis September in einer oder mehreren Generationen nach-
weisen, die meisten Schlamm- und Kamelhalsfliegen besitzen ihr Aktivitätsmaximum hin-
gegen im Mai und Juni (Saure und Gruppe 1999). Pro Begehung ist für alle drei Ordnungen 
mit zwei bis vier Stunden Erfassung zu rechnen. Es sollten zwischen drei und sechs Bege-
hungen pro Jahr stattfinden (genauere Angaben bei Saure und Gruppe 1999). Die Erfas-
sung im Wald ist schwieriger und sollte mit Kreuzfenster-Fallen in den Baumkronen durch-
geführt werden. Das Verhältnis Geländearbeit zu Bestimmungszeit wird dabei auf zwischen 
1:1 und 1:2 geschätzt. 

Heuschrecken (Orthoptera): Die Heuschrecken sind mit Blick auf den Sichtfang ein Sonder-
fall, da der artspezifische „Gesang“ vieler Arten besser als die optische Nachsuche geeig-
net ist, ihre Anwesenheit in einem Habitat festzustellen. Das auf einer Fläche vorkommen-
de Artenspektrum kann durch Verhören und gezieltes Keschern gut erfasst werden. Aller-
dings lassen sich so keine Individuendichten ermitteln. Hierzu können sogenannte Isolati-
onsquadrate eingesetzt werden. Das sind mit Stoff bespannte Fangkäfige ohne Boden mit 
einer Wandhöhe von 80 cm, die eine Fläche von z. B. 2 m² umgrenzen (Lemke et al. 2010). 
Diese Quadrate werden je nach Habitatheterogenität pro beprobter Fläche mindestens 10 
bis 15 Mal (gegen die Sonne) aufgesetzt und alle darin befindlichen Orthoptera-Individuen 
erfasst, indem sie vor Ort bestimmt und (nach abgeschlossener Untersuchung bzw. in ge-
eignetem Abstand zur nächsten Probenahmestelle!) freigesetzt oder zur späteren Artbe-
stimmung abgetötet werden. Eine genaue Kenntnis der Arten ist Voraussetzung für eine 
Bestimmung vor Ort. Zur Erfassung der Dornschrecken- und Grillenfauna müssen Bege-
hungen im Mai und Juni stattfinden, für alle übrigen Arten sind August und September die 
besten Monate (Detzel 1992). Je nach Habitat ist nach drei bis vier Geländebegehungen 
innerhalb der oben genannten Monate davon auszugehen, dass mindestens 90 % des Ar-
tinventars erfasst sind. 
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2.2 Streifkeschern (sweep-net catches) 

Allgemeine Beschreibung 
Streifkeschern wird zum Fang von Insekten in Vegetation von mittlerer und niedriger Höhe 
eingesetzt, um gezielt Insektengemeinschaften der Krautschicht einer bestimmten Fläche 
zu erfassen. Streifkescher sind stabil gebaut und besitzen einen Beutel aus strapazierfähi-
gem Baumwollstoff oder aus relativ reißfester Gaze, der üblicherweise wesentlich länger 
als breit ist, damit auch Tiere mit einem Exhaustor gezielt entnommen werden können. Die 
Kescheröffnung ist üblicherweise rund, kann aber auch z. B. D-förmig sein, was bei niedri-
ger Vegetation effektiver ist (Ozanne 2005). 

Standardisierbarkeit 
Der Streifkescher ist ein äußerst kostengünstiges und robustes Erfassungsgerät, das sich 
standardisiert sehr gut für semiquantitative Vergleiche verwenden lässt (vgl. Holzinger und 
Holzinger 2011; Nickel und Achtziger 2005; Rösch et al. 2013; Schuch et al. 2012a; Schuch 
et al. 2012b). Dabei sind Faktoren wie Form und Durchmesser der Kescheröffnung (ge-
wöhnlich zwischen 0,3 und 0,5 Metern), die Anzahl der Kescherschläge entlang eines 
Transekts oder in einem definierten Bereich (meist zwischen 25 und 200 Schlägen pro Er-
fassung) und / oder die Dauer der Erfassung (z. B. fünf oder 10 Minuten mit einer definier-
ten Schlagfrequenz) im Vorfeld festzulegen (Ozanne 2005). Der Streifkescher wird bei einer 
solchen Aufnahme üblicherweise von der oder dem Erfassenden in Form einer Acht durch 
die Vegetation hin- und herbewegt, während die zu beprobende Fläche abgeschritten wird. 
Die Effektivität der Erfassung ist dabei von der individuellen Erfahrung, von der vorherr-
schenden Vegetationsstruktur, von den Wetterbedingungen und von der Tageszeit abhän-
gig. Trotzdem erhält man damit repräsentative Ergebnisse, wie Wise und Lamb (1998) zei-
gen. In ihrer Studie ließ sich die standardisierte Erfassung zur zuverlässigen Erkennung 
von Populationsentwicklungen bei Schädlingen (Weichwanzen) in Weizenfeldern verwen-
den. Der Einfluss der erfassenden Person und die minimal notwendige Anzahl von Ke-
scherschlägen, um die dominanten (Zikaden)arten einer Fläche überwiegend vollständig zu 
erfassen, wurde von Holzinger und Holzinger (2011) in einem Experiment mit 18 fachkun-
digen Personen untersucht. Die Autoren kamen zu dem Schluss, dass der „Faktor Mensch“ 
(Körpergröße, Geschwindigkeit, Kescherführung) eine untergeordnete Rolle spielt, solange 
die ausführende Person erfahren ist und ein standardisiertes „Kescherprotokoll“ eingehal-
ten wird (z. B. entlang eines Transekts mit einer definierten Anzahl von Kescherschlägen 
bei trockener Vegetation und Windstille). Weiterhin wurde eine Mindestanzahl von 200 Ke-
scherschlägen ermittelt, um die dominanten Arten verlässlich vollständig nachzuweisen. 

Phänologie: Der Streifkescher wird vor allem während der Vegetationsperiode eingesetzt. 
Bei einer standardisierten Erhebung sollte je nach Fragestellung und zu erfassender Insek-
tengruppe mindestens ein Frühjahrs- (Mai oder erste Junihälfte), ein Sommer- (Juli oder 
August) und ein Herbsttermin (zweite Septemberhälfte) gewählt werden. 

Lebensraumtyp: Der Streifkescher wird vor allem im Offenland eingesetzt (Trockenrasen, 
Wiesen, Weiden, Gebüsche und Waldränder) und ist weniger gut geeignet für dichte Vege-
tation in Wald und Gebüschen (Zou et al. 2012). Prinzipiell gilt, dass sich die Methode bei 
besonders hochwüchsiger, schwer zu durchdringender Vegetation nicht eignet. 

Standort: Eine standardisierte vegetationskundliche Erhebung sollte bei der Erstbegehung 
durchgeführt werden, da gerade im Grasland viele wirtspflanzenspezifische Arten zu finden 
sind. Zusätzlich ist eine Fotodokumentation der beprobten Fläche bei jeder Begehung zu 
empfehlen. 
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Witterung: Für den standardisierten Einsatz des Streifkeschers ist trockene Vegetation Vo-
raussetzung. Temperatur und Wolkenbedeckung spielen für die Aktivität vieler Arten eine 
wichtige Rolle; meteorologische Daten sollten daher bei jeder Beprobung festgehalten wer-
den (mindestens Lufttemperatur, Bewölkungsgrad, Uhrzeit). 

Erfassbares Artenspektrum 
Es können sowohl gezielt Artengruppen (z. B. mit Entnahme einzelner Tiere mit dem Ex-
haustor vor Ort) oder die entsprechenden Insektengemeinschaften eines Lebensraumtyps 
untersucht werden, denn die Erfassung mit dem Streifkescher gilt als repräsentativ für die 
Krautschicht verschiedener Lebensräume (Ozanne 2005). Naturgemäß werden Arten in der 
Vegetation besser erfasst als bodennahe Tiere. Für viele phytophage und räuberische 
Gruppen des Graslands wie viele Hymenoptera, Diptera, kleine Coleoptera (z. B. Curculio-
nidae), Heteroptera, Auchenorrhyncha, Orthoptera und Araneae (z. B. Linyphiidae) ist 
Streifkeschern gut geeignet, für Lepidoptera hingehen weniger. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Der große Vorteil dieser Erfassungsmethode liegt in ihrer Einfachheit, da Streifkescher 
leicht beschafft, transportiert und an vielen unterschiedlichen - auch relativ schwer zugäng-
lichen - Orten eingesetzt werden können (Ozanne 2005). Es lassen sich also ohne beson-
ders großen Aufwand viele verschiedene Flächen beproben (im Gegensatz zu vielen stati-
onären Fallentypen), allerdings stellen die Erfassungen mittels Streifkescher nur Moment-
aufnahmen der vorkommenden Insektengesellschaft dar. Es kann randomisiert erfasst 
werden, was eine der Grundvoraussetzungen für aussagekräftige statistische Vergleiche ist 
(vergleiche Rösch et al. 2013). Auch lassen sich Bezüge zur Flächengröße herstellen. Vor 
allem in Kombination mit anderen Erfassungsmethoden wie beispielsweise der Bodenfalle 
(Standen 2000) oder dem Saugfang (Buffington und Redak 1998) ist standardisiertes 
Streifkeschern ein geeignetes Instrument für langfristige Monitoringprogramme. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Über den Einfluss der Witterung und der Tageszeit auf das Fangergebnis mit Streifke-
schern ist erstaunlich wenig bekannt. Es gibt keine größer angelegte Studie, die diesen 
Einfluss statistisch durchleuchtet. Der Streifkescher wurde ab der Mitte des 20. Jahrhun-
derts bei verschiedenen Untersuchungen unterschiedlicher Gruppen und Fragestellungen 
immer wieder standardisiert eingesetzt (Marchand 1953; Nickel und Achtziger 2005; Rösch 
et al. 2019; Schiemenz 1969) und hat deswegen ein nicht zu leugnendes Potenzial für 
Wiederholungsstudien, soweit die Rohdaten noch vorhanden sind bzw. in Archiven ermittelt 
werden können. Gerade an solche Wiederholungsuntersuchungen (vergleiche Schuch et 
al. 2012a; Schuch et al. 2012b; Schuch et al. 2011) ließe sich ein langfristig angelegtes 
lokales Monitoring anschließen. 
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2.3 Saugfang (suction sampling / vacuum sampling) 

Allgemeine Beschreibung 
Der Saugfang eignet sich für viele Vegetationstypen von kurzgefressenen Weideflächen bis 
zu Gebüschen oder kleinen Bäumen. Er ist aber vor allem beim Besammeln von Arthropo-
den an Gräsern und Kräutern sehr effizient (Ozanne 2005) und hat den Vorteil, flächenbe-
zogene Daten zu liefern. Prinzipiell wird zwischen zwei Haupttypen von Geräten unter-
schieden: solchen mit weitem Saugstutzen (w-type, Öffnung > 20 cm Durchmesser), die 
erstmals von Dietrick (1961) beschrieben wurden (Dietrick vacuum sampler, deswegen 
auch kurz D-Vac genannt), und solchen mit kleinem Saugstutzen (n-type, Öffnung < 15 cm 
Durchmesser). Letztere werden oft aus umgebauten Laubbläsern hergestellt und sind 
heutzutage üblicherweise im Gebrauch (Cherril 2015), da sie gegenüber dem D-Vac zwei 
entscheidende Vorteile haben: Zum einen ist die Saugkraft pro Fläche aufgrund des kleine-
ren Saugstutzendurchmessers größer (Stewart und Wright 1995), zum anderen sind sie 
wesentlich leichter im Feld zu handhaben. Der Einsatz des D-Vac ist in Sonderfällen durch-
aus sinnvoll, wenn es beispielsweise um das Beproben von Agrarflächen mit relativ lang-
halmigen Feldfrüchten geht (Holland et al. 2012). Im Folgenden wird allerdings nur der 
Saugfang mit n-type-Stutzen behandelt, auch G-Vac genannt (modifizierter garden leaf 
blower). 

Standardisierbarkeit 
Da die Erfassung mit einem G-Vac nicht flächendeckend möglich ist, sondern nur punktuel-
le Aufnahmen erlaubt, sollte bei einem standardisierten Vorgehen sehr genau darauf ge-
achtet werden, unter welchen meteorologischen Bedingungen (Lufttemperatur und Luft-
feuchtigkeit, Bedeckungsgrad) und zu welcher Tageszeit die Erfassung stattfindet (wegen 
tageszeitlicher Aktivitätsunterschiede der erfassten Arten). Zudem sind die „besaugten“ 
Pflanzenarten und die Vegetationsstruktur maßgeblich. Sind diese Parameter standardisiert 
erfasst, dann lassen sich mit dem G-Vac vergleichbare Artenspektren und Abundanzen mit 
konkretem Flächenbezug (und einem definierten Luftvolumen pro Sekunde; siehe unten) 
erheben. Diese Methode ist folglich eine der wenigen Erfassungsmöglichkeiten für Insekten 
mit echtem Flächenbezug. 

Phänologie: Der Saugfang wird vor allem in der Vegetationsperiode eingesetzt, da die 
meisten zu erfassenden Artengruppen zu dieser Zeit aktiv sind. Deswegen kann man sich 
je nach Fragestellung und Artengruppe auf die Monate März / April bis September / Okto-
ber beschränken. Als Minimum werden je nach Fragestellung und Artengruppe drei Bege-
hungen pro Jahr (Frühjahr, Sommer und Herbst) angesehen, wobei in den Sommermona-
ten mehrere Beprobungen sinnvoll sein können. 

Lebensraumtyp: Eine flächenbezogene Erfassung mit dem Saugfang ist vor allem in den 
meisten Offenland-Lebensraumtypen möglich, jedoch in der Streuschicht oder auf Sand 
nicht sonderlich praktikabel, da der Sortieraufwand bei solchen Proben unverhältnismäßig 
hoch ist.  

Standort: Es lassen sich bei einer Begehung viele verschiedene Vegetations- und Raum-
strukturen beproben, sodass außerordentlich differenziert erfasst werden kann. Die be-
saugte Vegetationsstruktur und die besaugten Pflanzenarten sind maßgeblich für das er-
fasste Artenspektrum. Deswegen wird eine fachkundige Person andere Fangergebnisse 
erzielen als ein Laie. Je nach Kenntnis der Ökologie verschiedener Insektenarten und 
Schwerpunktsetzung können sich auch die Fangergebnisse fachkundiger Personen unter-
scheiden. Deswegen ist es bei einem standardisierten Vorgehen wichtig, entweder die be-
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saugte Grundfläche zufällig auszuwählen oder bestimmte zu beprobende Vegetationsstruk-
turen vorher festzulegen. Dies kann z. B. über die Festlegung eines für die untersuchte 
Fläche repräsentativen oder zufällig ausgewählten Transekts realisiert werden. Während 
man das Transekt gleichmäßig abschreitet, setzt man beispielsweise alle zwei Schritte den 
Sauger für fünf Sekunden auf. Nach einer vorher festgelegten Anzahl von Besaugungen 
werden die gefangenen Tiere für eine spätere Bestimmung abgetötet und in ein Aufbewah-
rungsgefäß überführt. Alternativ werden im Grasland Plastikringe eines definierten Durch-
messers und einer definierten Höhe über die Vegetation gestülpt und anschließend zügig 
mit definierter Luftstromgeschwindigkeit und in definierter Zeit abgesaugt (Ozanne 2005). 
Die Vegetation lässt sich aber auch für eine festgelegte Zeit direkt absaugen (vergleiche 
Bucher et al. 2019). Bei einer solchen Vorgehensweise sind periphere Saugeffekte zu be-
achten (Cherril 2015), da der Saugstutzen das besaugte Material nicht völlig umschließt 
und so flächenbezogene Messungen verfälscht werden können, die beim Beproben einer 
von einem Ring umschlossenen Fläche nicht auftreten.  

Witterung: Saugfänge sollten stets bei trockener Vegetation durchgeführt werden. Feuch-
tigkeit mindert die Fangeffizienz (Henderson und Whittaker 1977), da Tiere verkleben und 
am Substrat haften bleiben können. Da die Ergebnisse von Umweltbedingungen wie Witte-
rung und Vegetationskomplexität abhängig sind, sollten die Erhebungen unter ähnlichen 
Bedingungen durchgeführt oder relevante Umweltbedingungen für die spätere Auswertung 
und Interpretation miterfasst werden (Ozanne 2005).  

Erfassbares Artenspektrum  
Obwohl diese Methode prinzipiell für ein weites Spektrum an Artengruppen geeignet ist, 
gibt es gewisse Einschränkungen. Besonders gut lassen sich etwa die Bewohner des Gras-
landes erfassen wie Diptera, Coleoptera (vor allem Curculionidae und Chrysomelidae), 
Hymenoptera, Auchenorrhyncha, Heteroptera, Aphidae und Araneae. Allerdings werden 
große, schwere Arten oft verhältnismäßig schlechter erfasst als kleine, leichte (Buffington 
und Redak 1998). Auch bodennah lebende Artengruppen sind unterrepräsentiert (bei-
spielsweise Staphylinidae und andere Käfergruppen oder Formicidae; auch bodennah le-
bende Spinnenarten werden schlechter erfasst als Spinnenarten der Krautschicht, Sanders 
und Entling 2011). Deswegen ist zu erwägen, den G-Vac mit anderen Erfassungsmethoden 
wie z. B. einem Extraktionsverfahren zu kombinieren (nach MacFadyen, Berlese oder 
Kempson). 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Der G-Vac erfordert zwar bei jeder Erfassung Personal, ist aber sehr leicht zu handhaben 
und die standardisierte Erfassung kann mit geringem Zeitaufwand durchgeführt werden. Er 
ist preisgünstig (etwa 200 € bis 400 €) und sehr robust. Bei der Ersterfassung sollten auf-
grund des Einflusses der Vegetation(sstruktur) auf die Ergebnisse nach einem Standard-
protokoll vegetationskundliche Daten erhoben werden. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Aufgrund der quantitativen Erfassungsmöglichkeit hat die Erhebung mit dem G-Vac vor 
allem großes Potenzial in Kombination mit semiquantitativen, leicht einsetzbaren Erfas-
sungsmethoden wie beispielsweise dem Streifkeschern, der Bodenfalle oder der Farbscha-
le. Dies gilt zum einen, weil sie sich beim zu erfassenden Artenspektrum ergänzen, und 
zum anderen, weil sich die erhobenen Abundanzdaten zueinander in Bezug setzen lassen, 
wenn Sie am gleichen Standort erhoben worden sind. Eine standardisiert an den Fanger-
gebnissen des G-Vac „geeichte“ flächenbezogene Abschätzung von Abundanzen für semi-
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quantitative Methoden müsste jedoch noch entwickelt werden. 
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2.4 Standardisierte Transektbegehung (standardised transect survey) 

Allgemeine Beschreibung 
Es gibt vor allem zwei Artengruppen, für die diese Technik seit längerem und in größerem 
Umfang eingesetzt wird: Tagfalter (Lepidoptera) und Libellen (Odonata). Beide Artengrup-
pen eignen sich besonders gut für die Bestimmung im Feld, da sie sich aufgrund ihrer oft 
eindeutigen äußerlichen Merkmale leicht auf Artniveau ansprechen lassen. Seit den 1970er 
Jahren wird in Großbritannien eines der umfangreichsten Programme zur Erfassung von 
Tagfaltern (Butterfly Monitoring Scheme) auf der Basis von Rasterdaten durchgeführt (Con-
rad et al. 2007). Grundlagen sind zum einen Raster von 10 x 10 km² Größe und zum ande-
ren ein Netz aus Freiwilligen, die nach einem genau festgelegten Protokoll Daten erheben. 
Seit April 2017 gibt es eine Kooperation von insgesamt 14 europäischen Partnern, die sich 
zur gemeinsamen Nutzung der Daten nationaler Tagfalter-Monitoringprogramme zusam-
mengeschlossen haben (eBMS, European Butterfly Monitoring Scheme). Diese Kooperati-
on umfasst insgesamt 10 europäische Länder (darunter auch Deutschland mit dem Tagfal-
ter-Monitoring Deutschland, TMD, siehe unten) mit Daten von über 6000 Erfassungsstellen 
(van Swaay et al. 2008).  

In Großbritannien existiert außerdem ein Erfassungsprogramm für Libellen (Odonata Re-
cording Scheme), das zwar nicht derart umfangreich wie das Butterfly Monitoring Scheme 
ist, aber ebenfalls seit Beginn der 1970er Jahre standardisiert durchgeführt wird (Parr 
2010). Seit 1999 gibt es ein solches Programm auch in den Niederlanden (Termaat et al. 
2015).  

In England und Irland wurden seit 2008 bzw. 2011 nach Vorbild der Tagfalter-
Monitoringprogramme auch Transektbegehungen für Hummelerfassungen durch Freiwillige 
etabliert („BeeWalk“ vom Bumblebee Conservation Trust aus England und „All-Ireland 
Bumblebee Monitoring Scheme“ des National Biodiversity Data Centre aus Irland). 

Da Aspekte zur Standardisierbarkeit der Methode mit Blick auf Phänologie, Lebensraumtyp, 
Standort und Witterung stark von der jeweiligen zu untersuchenden Artengruppe und der 
Fragestellung abhängig sind, wird im Folgenden auf diese Aspekte zusammenfassend auf 
Basis etablierter Monitoringprogramme eingegangen. Prinzipiell lassen sich einige dieser 
Aspekte und das allgemeine Vorgehen entsprechend angepasst auch auf andere, leicht 
ansprechbare und ökologisch ähnliche Arten aus anderen Gruppen übertragen. Da erfass-
bares Artenspektrum, Zeitaufwand und Kosten sowie Forschungs- und Entwicklungspoten-
zial wiederum stark von den zu untersuchenden Artengruppen und der Umsetzung der 
standardisierten Transektbegehung abhängig sind, wird hier auf entsprechende Details 
verzichtet.  

Standardisierbarkeit 
Beim niederländischen Tagfaltermonitoring und beim TMD schreitet die geschulte erfas-
sende Person mit definierter Geschwindigkeit (50 Meter in 5 Minuten) das Transekt ab und 
notiert dabei alle Tagfalter in einem gedachten Würfel von fünf Metern Kantenlänge (2,5 
Meter zur Linken und zur Rechten der erfassenden Person, sowie fünf Meter vor und über 
ihr; van Swaay et al. 2002). Dabei werden die Zählungen wöchentlich im März, April, Sep-
tember und Oktober (das TMD empfiehlt auch Zählungen von Mai bis August) durchgeführt 
(zwischen 10 und 17 Uhr). Eine Erfassung mit verminderten Begehungszahlen ist ebenfalls 
möglich (van Swaay et al. 2008). Mit vier Begehungen pro Jahr (mindestens eine davon 
während des Hauptauftretens der meisten Arten im Juli oder August) können zumindest in 
der Agrarlandschaft etwa 90 % des vorhandenen Artenspektrums abgebildet werden (Lang 
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et al. 2016a), während aussagekräftige Daten artenreicherer Lebensräume mehr Begehun-
gen erfordern. Üblicherweise werden die Ergebnisse solcher Erfassungen von Schmetter-
lingsexpertinnen und Schmetterlingsexperten übergeprüft. Mittlerweile werden die Tagfal-
ter-Daten oft direkt per Anwendungssoftware (App) im Feld digital erfasst. Damit eröffnet 
sich die Möglichkeit, die Fundpunkte für eine Analyse im Nachhinein bedarfsorientiert räum-
lich zu aggregieren. Die Daten werden damit prinzipiell mit denen anderer Erfassungspro-
gramme vergleichbar, bei denen Tagfalter nicht punktgenau, sondern innerhalb von Tran-
sektabschnitten zusammenfassend erfasst werden (siehe unten). Man sollte bei der Pla-
nung von Monitoringprogrammen berücksichtigen, dass eine etablierte Transektmethode 
nicht ohne weiteres auf andere Regionen oder Fragestellungen übertragbar sein muss 
(Zhang et al. 2018). So ist die Aussagekraft einer Methode, die auf die Untersuchung der 
Schmetterlingsfauna in einem Bereich von bis zu fünf Metern Höhe ausgerichtet ist, zur 
Einschätzung der Baumkronen-Fauna stark eingeschränkt. Zu beachten ist ebenfalls, dass 
die Schmetterlingsvielfalt auch durch die Biogeografie und die Landnutzungsgeschichte 
einer Region beeinflusst wird. 

Für Libellenerfassungen in Großbritannien sind folgende Angaben zu finden (Smallshire 
und Beynon 2010): Alle Libellen in einem zwei Meter breiten Streifen des Uferbereichs und 
einem fünf Meter breiten Streifen der Wasserfläche ab dem Uferrand werden erfasst (even-
tuelle Schilfgürtel sind der Wasserfläche zuzuschlagen). Erst nach Beendigung der Tran-
sektbegehung werden die durch Beobachtung nicht zu bestimmenden Exemplare gefangen 
und nachbestimmt. Es sollten pro Jahr mindestens fünf Begehungen zwischen Mai und 
September stattfinden. 

Lebensraumtyp und Standort: Bei der Wahl der Lebensraumtypen und des Ortes für eine 
Transektbegehung muss die grundsätzliche Frage geklärt werden, ob eher häufige Arten in 
der Gesamtlandschaft erfasst werden sollen oder eher seltenere Arten in geschützten oder 
seltenen Habitaten (van Swaay et al. 2008). Für repräsentative Aussagen zu häufigen Ar-
ten der Gesamtlandschaft ist eine zufällige Auswahl der Transekte oder aber eine Stich-
probenkulisse auf Basis einer stratifizierten Zufallsstichprobe möglich. Wichtig ist hier die 
Repräsentativität der Stichprobenflächen für die Gesamtlandschaft. Seltene Arten oder ge-
klumpt vorkommende mittelhäufige Arten erfordern hingegen spezifische Stichprobenkulis-
sen (wenn die Zahl der Transektbegehungen nicht auf ein unrealistisches Niveau erhöht 
werden soll). Letztlich sollte also bei der Planung eines Monitorings je nach Fragestellung 
vorher festgelegt werden, welche Lebensräume (mit welchem Schutzstatus) in welchen 
Regionen beprobt werden sollen.  

Bei den großen Tagfaltererfassungsprogrammen wird üblicherweise ein Transekt von ei-
nem Kilometer Länge in einem relativ homogenen und leicht zugänglichen Lebensraumtyp 
gewählt (van Swaay et al. 2008). Auch in Deutschland werden etliche Erfassungen unter-
schiedlichen Umfangs durchgeführt (Lang et al. 2016b), Schlüsselfaktoren bei der Festset-
zung der Rahmenbedingungen sind die Transektlänge, die Anzahl der Begehungen und 
das Zeitfenster, in der die Artenaufnahme stattfindet. Transektlängen von einem Kilometer 
Länge haben sich in Kosten-Nutzen-Analysen als optimal für abhängige Stichproben und 
nahe beieinander liegende Transekte herausgestellt (Lang et al. 2016a). Zu lange Transek-
te bergen das Risiko, die Motivation der erfassenden Person zu gefährden, zu kurze Tran-
sekte das einer unzureichenden Erfassung der Tagfalterfauna. Die Transekte sollten in 50-
Meter-Sektionen unterteilt werden (oder durch punktgenaue Verortung der erfassten Indivi-
duen nachträglich unterteilbar sein), wie es bei den europaweiten Schmetterlingserfas-
sungsprogrammen und entsprechend auch beim TMD festgelegter Standard ist.  

Bei Libellen beträgt die Transektlänge 100 Meter (es wird oft in zwei 50-Meter-Sektionen 
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unterteilt), wobei immer entlang einer Wasserfläche (fließend oder still) erfasst wird 
(Smallshire und Beynon 2010).  

Alle Transekte sollten jährlich fotografisch und mit mehreren GPS-Koordinaten-Punkten pro 
Transekt nachvollziehbar dokumentiert werden. 

Witterung: Alle Begehungen sollten bei Wetterbedingungen mit vorher festgelegten Krite-
rien erfolgen. Bei verschiedenen europäischen Schmetterlingserfassungsprogrammen, zum 
Beispiel in den Niederlanden und Deutschland (TMD), ist eine Mindestlufttemperatur von 
17 °C (bzw. 13 °C bei sonnigem Wetter) Grundvoraussetzung (van Swaay et al. 2008). Die 
Windstärke muss außerdem weniger als sechs Beauforts betragen (TMD: maximal vier 
Beauforts). Für Libellen sollte Ähnliches beachtet werden. Die British Dragonfly Society hat 
ein Handbuch herausgegeben, in dem recht detaillierte Angaben gemacht werden (Smalls-
hire und Beynon 2010). So ist je nach Tageszeit, Wolkenbedeckung (mehr oder weniger 
als 60 %) und Lufttemperatur eine Erfassung zumeist nur zwischen 10 und 16 Uhr sinnvoll, 
und das bei einer maximalen Windstärke von vier Beauforts. Diese Beispiele zeigen, wie 
genau bei der Planung standardisierter Erfassungen die Kriterien für die Wetterbedingun-
gen festgelegt werden sollten. 

Zählung von Präimaginalstadien und Exuvien 
Zwei Möglichkeiten der erweiterten Tagfalter- bzw. Libellenerfassung seien hier noch kurz 
aufgeführt, denn beide können sowohl ergänzend als auch alternativ zur Adulterfassung 
eingesetzt werden, sind aber bisher nicht in vergleichbarem Umfang etabliert. 

Präimaginalstadien: Zum Nachweis von Schmetterlingsarten über Eier bzw. Raupen oder 
Puppen benötigt die erfassende Person vertiefte Vorkenntnisse (z. B. über Phänologie, 
Wirtspflanzen, Standortbedingungen und Eiablageschemata oder larvale Verhaltenswei-
sen; Hermann 2006). Dann aber bietet die Methode gewisse Vorteile, denn Eier und Rau-
pen sind insgesamt wesentlich zahlreicher vorhanden als adulte Falter (um den Faktor 10-
100). Sie sind orts- bzw. pflanzentreu und über Monate hinweg nachweisbar (adulte Falter 
zum Teil nur wenige Wochen). Zusätzlich kann die Erfassung witterungsunabhängig erfol-
gen (Hermann 2006). In der Planung für ein Monitoring können die genannten Punkte aus-
schlaggebende Kriterien sein. 

Exuvien: Oertli (2008) schlägt vor, bei einem Libellenmonitoring immer zumindest die Exu-
vien zu erfassen, falls zu geringe finanzielle Mittel zur Verfügung stehen. Ihre Anwesenheit 
ist der beste Indikator, dass eine Art dort alle Lebenszyklen durchlaufen hat. Außerdem 
lässt sich über die Anzahl der gesammelten Exuvien eine verlässliche Abschätzung der 
Individuendichte der entsprechenden Art gewinnen, sofern standardisiert erfasst wird. Al-
lerdings ist die Methode zeitaufwendig (wiederholte Aufnahmen) und, ähnlich zur Präimagi-
nalstadienerfassung, ist ein spezifisches Wissen für Erfassung und Bestimmung notwendig. 
Diese Erfassungsmöglichkeit sollte aber dennoch bei der Planung eines Monitorings unbe-
dingt in Erwägung gezogen werden.  
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2.5 Malaisefalle (Malaise trap) 

Allgemeine Beschreibung 
Die Malaisefalle wird seit den 1930er Jahren von Entomologinnen und Entomologen einge-
setzt und wurde im Laufe der Zeit immer wieder modifiziert. Grundprinzip ist, dass über 
einem oder mehreren senkrecht aufgespannten Netzen eine zeltartige Konstruktion ange-
bracht wird, die am höchsten Punkt in eine Fangdose mündet. Die Konstruktionsvielfalt der 
Malaisefallen ist groß und die Methoden verschiedener Malaisefallen-Monitoringaktivitäten 
unterscheiden sich zum Teil erheblich (betrifft sowohl Aufbau als auch Erhebung von Be-
gleitdaten). Zu (inter-)national etablierten Monitoringaktivitäten mit Einsatz von Malaisefal-
len zählen z. B. das Global Malaise Trap Programm „GMP“, das Swedish Malaise Trap 
Project „SMTP“ oder das im Frühjahr 2019 gestartete deutschlandweite „Malaisefallen-
Projekt“ von LTER-D. Der Entomologische Verein Krefeld verwendet seit Jahrzehnten das 
Malaisefallen-Modell nach Townes, das inzwischen recht verbreitet ist. Einen Überblick 
über diesen speziellen Fallentyp und die Methode insgesamt bieten Ssymank et al. (2018). 

Standardisierbarkeit 
Die Malaisefalle ermöglicht bei relativ geringem Aufwand die massenhafte Erfassung eines 
breiten Artenspektrums flugfähiger Insekten. Unter Berücksichtigung von Leerungsintervall 
und Standort können Aussagen über Diversitätsänderungen gemacht werden. Ist der Fal-
lenstandort festgelegt, sind bei Bestimmung der Individuenzahlen der verschiedenen Ar-
ten(gruppen) auch semiquantitative Aussagen möglich (auch das Abtropfgewicht der Probe 
wird beispielsweise als Maß für die Biomasse der gefangenen Insekten für quantitative 
Vergleiche genutzt; Hallmann et al. 2017). Durch die bereits erwähnte Vielfalt der Fallen-
modelle ist ein Vergleich der Daten der verschiedenen Projekte allerdings nur stark einge-
schränkt möglich.  

Phänologie: Da die Falle kontinuierlich und über das gesamte Jahr betriebsfähig ist, kann 
bei entsprechenden Leerungsintervallen für bestimmte Fragestellungen auch die Phänolo-
gie betrachtet werden. Aufgrund der Abhängigkeit der Fangeffizienz von der Sonnenein-
strahlung (Irvine und Woods 2007) und einer generell höheren Insektenaktivität in den 
Sommermonaten sollten die Fangergebnisse eines Fangintervalls immer in Bezug zu die-
sen Faktoren gesetzt werden. 

Lebensraumtyp: Malaisefallen sind prinzipiell nur für offene Habitate geeignet (mindestens 
drei Stunden potenzielle Sonnenscheindauer wird empfohlen, möglichst in südexponierter 
Lage; Ssymank et al. 2018). Malaisefallen lassen sich jedoch auch in lichten Wäldern, auf 
großen Lichtungen oder am Waldrand einsetzen (Malaisefallen im Kronenraum sind ein 
Sonderfall). In Gewässernähe ist die Malaisefalle eine sinnvolle Erfassungsmöglichkeit für 
verschiedene aquatische Gruppen. 

Standort: Wie bei vielen anderen Fallen, z. B. Boden- und Lichtfallen, hat die Wahl des Fal-
lenstandorts (innerhalb eines Lebensraumtyps) großen Einfluss auf das erfasste Artenspek-
trum. Bei mehreren Malaisefallen auf derselben Fläche unterscheiden sich die Fangergeb-
nisse zum Teil erheblich (Mindestfallenabstand > 15 - 20 m). Diese starke Abhängigkeit der 
Ergebnisse von der lokalen Umgebung erschwert den Vergleich der Daten unterschiedli-
cher Standorte oder auch von Zeitreihen an veränderlichen Standorten. Daher sollte die 
Installation der Falle immer möglichst nach festgelegten Kriterien von einer fachkundigen 
Person durchgeführt werden. Darüber hinaus sollten im Rahmen der Insektenerfassungen 
umfassende Umweltdaten in unmittelbarer Fallenumgebung erhoben werden, um sie in die 
Auswertung einfließen lassen zu können. Diese genaue Dokumentation der Umgebung 
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(Vegetationsstruktur und pflanzensoziologische Zusammensetzung, besondere Mikrohabi-
tate wie Totholz und Ameisenkolonien, Flugkorridore, tägliche durchschnittliche Sonnen-
scheindauer im Fallenbereich und weitere Parameter) sollte standardisiert z. B. durch ge-
zielte Erfassungen, regelmäßige Fotodokumentation und Luftbildaufnahmen erfolgen. Mit 
Blick auf die zu erwartenden Probenmengen ist ein erhöhter Aufwand bei der Dokumentati-
on der Umweltbedingungen in der Regel verhältnismäßig. 

Witterung: Die Witterung (und hier vor allem die Sonnenscheindauer im unmittelbaren Fal-
lenumfeld) hat erheblichen Einfluss auf das Fangergebnis. Auch Windgeschwindigkeit, Luft-
temperatur und -feuchtigkeit beeinflussen die Flugaktivität von Insekten. Deswegen sollten 
meteorologische Daten unbedingt mit erhoben werden (möglichst in der Umgebung der 
Falle). 

Erfassbares Artenspektrum 
Die Malaisefalle erfasst ein sehr weites Artenspektrum. Voraussetzungen für eine prinzipiel-
le Erfassbarkeit von Arten mittels dieser Falle sind die Flugfähigkeit (mindestens eines Ge-
schlechts der Imagines) sowie spezifisches Verhalten auf zwei Ebenen: Die Fortbewegung 
im Bereich der „Prallfläche“ der Malaisefalle sowie eine positive Phototaxis im Falleninnen-
raum, um in die mit Konservierungsflüssigkeit gefüllte Fangdose zu gelangen. Besonders 
effizient ist die Malaisefalle in der Erfassung von Diptera und Hymenoptera (Ssymank et al. 
2018). In nennenswertem Umfang werden außerdem Lepidoptera, Hemiptera, Coleoptera 
und Neuroptera erfasst. Allerdings ist darauf zu achten, dass schon die Maschenweite der 
verwendeten Gaze das erfassbare Artenspektrum beeinflussen kann (Darling und Packer 
2012). Auch kann das ermittelte Artenspektrum von einem Jahr auf das nächste (Fraser et 
al. 2008) und abhängig vom lokalen Standort (siehe oben) beträchtlich variieren, was bei 
einem standardisierten Vorgehen berücksichtigt werden sollte. Es gibt Artengruppen, die 
mit anderen Methoden, insbesondere solchen mit Lockwirkung, effizienter erfasst werden. 
So eignen sich für die Erfassung des Artenspektrums blütenbesuchender Insekten bei-
spielsweise Farbschalen besser (Campbell und Hanula 2007) und sind darüber hinaus we-
sentlich einfacher zu handhaben und kostengünstiger. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Der Preis für eine Malaisefalle (Modell nach Townes) liegt zwischen 400 und 500 € (mög-
lich sind Auftrags- und Selbstbau). Für eine Vegetationsperiode sind 20 Leerungsintervalle 
empfehlenswert (alle vierzehn Tage, ggf. sind Reparaturen miteinzuplanen). In der Haupt-
saison von Mai bis August / September sollte die Leerung mindestens alle vierzehn Tage 
erfolgen, da sonst die Konservierungsqualität beeinträchtigt werden kann. Der Stoff einer 
Malaisefalle sollte nach jedem Jahr ausgetauscht werden, da Verwitterungseffekte das 
Fangergebnis beeinflussen. Die Fallen sind leicht zu zerstören, deswegen sollten sie mit 
einem Zaun gegen Wildtiere gesichert werden. Malaisefallen gelten bei machen Entomolo-
ginnen und Entomologen durch ihre hohe Fängigkeit als invasiv, auch wenn die mittels ei-
ner Malaisefalle durchschnittlich täglich gefangene Insektenbiomasse als vergleichbar mit 
der täglichen Nahrungsmenge einer Spitzmaus angesehen wird (Ssymank et al. 2018). 
Daher sollte zumindest in besonders kleinflächigen, seltenen Lebensräumen mit seltenen, 
stenöken Arten der Einsatz von Malaisefallen kritisch geprüft werden. Wegen der beträcht-
lichen Probenmengen ist darüber hinaus die Frage der langfristigen Archivierung unbedingt 
zu klären. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Einer der größten Vorteile der Malaisefalle ist ihre extreme Fangeffizienz: Sie gilt als der 
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Fallentyp für das Offenland mit den höchsten Fangzahlen überhaupt (in Sommermonaten 
oft zwischen 3000 und 4000 Tiere pro Falle). Diese enorme Fängigkeit stellt auch gleichzei-
tig einen großen Nachteil dar, denn sie zieht einen beträchtlichen Sortier- und Bestim-
mungsaufwand nach sich. Zudem ist bei vielen der erfassten Artengruppen die morphologi-
sche Artbestimmung besonders anspruchsvoll. Diesem Problem ist mit klassischen Metho-
den schwer beizukommen. Ein vielversprechender Ansatz zur automatisierten Auswertung 
von Mischproben sind moderne, in der Entwicklung befindliche Bestimmungsmethoden wie 
das Metabarcoding. Mit diesen Methoden kann mit geringem Zeitaufwand die Diversität des 
in einer Mischprobe enthaltenen genetischen Materials ermittelt werden (meist entsprechen 
die genetisch auftrennbaren Einheiten dabei dem Artniveau). Mit dieser Methode werden 
auch Arten identifiziert, die nicht eigenständig, sondern z. B. über den Mageninhalt von 
Insekten in die Falle eingetragen wurden. Allerdings können die Methoden bisher noch kei-
ne konkreten Angaben zur Abundanz der jeweiligen Arten liefern. Details zum Meta-
Barcoding sind dem Kapitel 4.4. zu entnehmen.  

Weiteres Entwicklungspotenzial von Malaisefallen wird bei Ssymank et al. (2018) ausführ-
lich beschrieben. Dazu zählen automatisierte Erfassungsstationen und der Einsatz von 
Klimadatenloggern. 
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2.6 Bodenfalle / Barberfalle (pitfall trap) 

Allgemeine Beschreibung 
Das Prinzip der Bodenfalle zum Fang von Arthropoden wurde in den 1930ern von Barber 
zum ersten Mal entwickelt und beschrieben. Die entsprechend auch Barberfalle genannte 
Methode ist der Standard für die Erfassung epigäischer Bodenfauna (vor allem von Laufkä-
fern und bodenlebenden Spinnen). 

Standardisierbarkeit 
Im Laufe der Jahrzehnte sind so viele verschiedene Bodenfallen-Modelle mit unterschiedli-
chen Formen, Materialien, Modifizierungen (z. B. mit Ködern) und Fangflüssigkeiten ver-
wendet worden, dass sich kein einheitliches Design durchgesetzt hat. Da die Bodenfalle im 
Prinzip nur aus einem Gefäß besteht, das bündig zur Oberfläche in den Boden eingelassen 
wird, ist sie sehr schnell und kostengünstig einsetzbar, was letztlich aber auch die große 
Methoden-Vielfalt bedingt, die sich einer Standardisierung entzieht. 

Einige Parameter und Eigenschaften, die sich für eine standardisierte Erfassung als sinn-
voll herausgestellt haben, werden im Folgenden beschrieben: 

Fallentyp: Bei der Wahl des Materials hat sich Glas als besonders geeignet herausgestellt 
(Blick 1999). Ein Öffnungsdurchmesser von etwa 5 bis 7 cm kann bei standardisiertem 
Vorgehen als sinnvoll betrachtet werden (Trautner und Fritze 1999). Je tiefer ein Gefäß ist, 
desto weniger Fangflüssigkeit kann verdunsten und desto mehr Regenwasser kann die 
Falle aufnehmen (Ausspülschutz). Deswegen ist, wenn auch in flachgründigem Boden nicht 
immer ohne weiteres umsetzbar, eine Fallentiefe von mindestens 10 cm sinnvoll (Blick 
1999). 

Abdeckungen (Überdachungen) sind gegen Regen bei regelmäßiger Leerung in der Regel 
nicht erforderlich (Trautner und Fritze 1999). Allerdings erhöhen sie die Entdeckungsgefahr 
(Vandalismus) und können das Mikroklima unterhalb der Falle verändern und somit auch 
das erfasste Artenspektrum beeinflussen (durchsichtige Dächer minimieren diesen Effekt). 
Andererseits gewähren Abdeckungen auch Schutz vor Aasfressern (v. a. Vögeln; 
Woodcock 2005).  

Schutzvorrichtungen gegen unerwünschten Beifang in Form von Gittern oder Trichtern sind 
in manchen Fällen wirksam, aber wohl vor allem durch ihren möglichen unerwünschten 
Einfluss auf das erfassbare Artenspektrum (großen Individuen und Spinnen kann so ein 
Entkommen ermöglicht werden) kein Standard. Sie empfehlen sich bei Leerungsintervallen 
von einem Monat oder an Standorten, in denen umfangreicher Beifang (z. B. Spitzmäuse 
oder Schnecken) erwartet werden kann, was den Bearbeitungsaufwand pro Probe erhöht 
und das erfasste Artenspektrum beeinflusst (Aasgeruch). Mitunter kann die gesamte Probe 
durch Mäusebeifang sogar unbrauchbar werden (Melber 1987). Setzt man handelsüblichen 
Hasendraht von 13 mm Maschenweite ein, so lässt sich Wirbeltierbeifang deutlich reduzie-
ren, ohne dass beispielsweise der Fang von Carabus coriaceus, mit bis zu ca. 4 cm Körper-
länge einer der größten Laufkäferarten Mitteleuropas, beeinträchtigt wird (persönliches Ge-
spräch: Peter Sprick). 

Eine sehr interessante Modifikation schlägt Melber (1987) vor, um das Einsetzen der Falle 
und den Fangflüssigkeitswechsel möglichst störungsfrei zu gestalten. Ein Kunststoffzylinder 
(18 bis 20 cm Länge) wird langsam in den Boden gedrückt und dabei die Erde im Inneren 
mit einer kleinen Handschaufel entfernt, bis das obere Ende des Rohres mit der Boden-
oberfläche abschließt. So findet quasi keine Veränderung der Erdschicht und Bodenauflage 
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um die Falle herum statt. Nun kann das Fanggefäß in die Röhre gestellt werden. Ein Trich-
ter wird eingesetzt, dessen Durchmesser dem Innendurchmesser des Zylinders entspricht 
und der eine etwa 3 cm tiefe Fallstrecke zum Oberrand des Zylinders freilässt (siehe Abb. 
1; Melber 1987). Zu guter Letzt kann das Rohr mit Maschendraht gegen Beifang gesichert 
werden. Eine Überdachung aus Plexiglas ist möglich. Dieses Modell hat bei einem (jahr-
zehnte-)lang angelegten Monitoring den zusätzlichen Vorteil, dass die Fallen stillgelegt (der 
Zylinder verbleibt verschlossen im Boden) und bei Bedarf weiter betrieben werden können.  

 
Abb. 1: Bodenfalle nach Melber (1987) 

Phänologie: Die Leerungsintervalle können stark variieren und müssen bei einer standardi-
sierten Erfassung festgelegt werden. Blick (1999) nennt wenige Tage bis zu einem Monat, 
über den Winter (Frostschutz beigeben) oder in Höhlen und Blockhalden sogar bis zu 
sechs Monate. Im Sommer sind zwei Wochen bis zu einem Monat üblich und sinnvoll. Es 
sollte für jeden Standort mindestens eine Vegetationsperiode lang erfasst werden. 

Lebensraumtyp: Die Bodenfalle ist in jedem terrestrischen Lebensraumtyp einsetzbar. 

Standort: Es werden sechs bis 10 Fallen pro Probestelle mit einem Mindestabstand von 
fünf Metern zueinander empfohlen (Trautner und Fritze 1999). Allerdings gibt es dazu viele 
verschiedene Angaben, denn der Mindestabstand zwischen zwei Bodenfallen, der eine 
gegenseitige Beeinflussung ausschließt, ist nicht genau bekannt und vom untersuchten 
Lebensraumtyp und dem artspezifischen Verhalten abhängig. Bei Fängen über längere 
Zeiträume hinweg kann die Fallenzahl geringfügig reduziert werden. Die Umgebung der 
Falle sollte wenigstens bei der Erstinstallation, bei einem Langzeit-Monitoring besser re-
gelmäßig, dokumentiert werden. 

Witterung: Die Bodenfalle ist weitestgehend witterungsunabhängig. Nach Starkregenereig-
nissen sollte sie kontrolliert werden. 

Erfassbares Artenspektrum 
Für Carabidae und bodenlebende Araneae (v. a. die vaganten Lycosidae und Clubionidae) 
ist die Bodenfalle Standard, wie unzählige Erfassungen belegen. Zudem ist sie auch gut für 
Staphylinidae geeignet.  

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Innerhalb der letzten achtzig Jahre hat sich die Bodenfalle zu der wahrscheinlich am wei-
testen verbreiteten Erfassungsmethode für Insekten entwickelt. Dies ist vor allem ihrer 



 27 

preisgünstigen Bauweise zu verdanken, denn es bedarf keines besonderen Verarbeitungs-
schrittes, um Bodenfallen herzustellen (Woodcock 2005). Außerdem ist sie leicht zu trans-
portieren und schnell zu installieren (dieser Vorteil kann auch von Nachteil sein, denn allzu 
sorglos sollte man diesen Fallentyp nicht gebrauchen, setzt sein Einsatz doch Erfahrung 
voraus und sollte darum nicht ohne Einweisung durch eine fachkundige Person durchge-
führt werden). Von sehr großem Vorteil ist zusätzlich die kontinuierliche Erfassung, was 
minimalen Aufwand mit großem Nutzen verbindet, denn dadurch können auch Arten regis-
triert werden, die in geringer Dichte vorkommen. Für die semiquantitative Erfassung scheint 
dieser Fallentyp geeignet, allerdings muss man sich bewusstmachen, dass nur die so ge-
nannte Aktivitätsdichte gemessen wird (Blick 1999): Aktivere Arten werden überproportional 
häufig erfasst. In einer entsprechenden Auswertung sollte das unbedingt Berücksichtigung 
finden. Auch gibt es Hinweise darauf, dass verschiedene Artengruppen (und sogar ver-
schiedene Individuen einer Art) unterschiedlich auf die Fangflüssigkeitszusammensetzung 
der Fallen reagieren (Gerlach et al. 2009; Woodcock 2005), was eine Standardisierung der 
Fangflüssigkeit erfordert und darüber hinaus bei der Auswertung berücksichtigt werden 
sollte. 

Weitere die Fängigkeit beeinflussende Faktoren sind die Größe der Art (bei prinzipiell für 
große Arten geeigneter Fallenausführung werden diese aufgrund ihres durchschnittlich hö-
heren Aktivitätsradius häufiger erfasst als kleinere Arten), die Zusammensetzung der Fang-
flüssigkeit (Ethanolgeruch hat beispielsweise Lockwirkung auf etliche Arten, siehe dazu 
auch das Kapitel über Fangflüssigkeiten) und die bereits in der Probe befindlichen Tiere 
(Aasgeruch und starke Lockwirkung von z. B. Sexualpheromonen). 

Bei einer langfristigen Erfassung mit Bodenfallen besteht wie bei allen invasiven Erfas-
sungsmethoden die Herausforderung, dass in nicht geringem Umfang anfallendes Pro-
benmaterial vor und nach der Bestimmung archiviert werden muss (siehe dazu das Kapitel 
über Archivierung). 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Bodenfalle ist in Kombination mit anderen Fallentypen besonders sinnvoll einzusetzen 
(siehe dazu beispielsweise das Kapitel über den Bodenphotoeklektor). Borges und Brown 
(2003) zeigen, dass sich Saugfang und Bodenfallen im Grasland in Bezug auf das erfasste 
Artenspektrum sehr gut ergänzen, jeweils einzeln hingegen ein ungenügendes Abbild der 
vorhandenen Arthropodengemeinschaft widerspiegeln können. 
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2.7 Fang mit Ködern (baited traps) 

Allgemeine Beschreibung 
Köder werden eingesetzt, um gezielt einzelne Arten oder in ihren ökologischen Ansprüchen 
ähnliche Artengemeinschaften anzulocken. Der Einsatz von Ködern, seien es Aas, Dung, 
Früchte, Sexuallockstoffe (Pheromone) oder sogar Nistplätze, führt wie bei allen aktiven 
Fallentypen zu einem vorsätzlich selektiven Fangergebnis. 

Standardisierbarkeit 
Der standardisierte Einsatz von Ködern ist schwierig, denn der Zustand des Köders selbst 
hat Einfluss auf das Fangergebnis. So hat beispielsweise der Verwesungsgrad von Aas 
einen großen Einfluss auf die Zusammensetzung des angelockten Artenspektrums (Young 
2005). Bei Dung wiederum ist das gefangene Spektrum beispielsweise davon abhängig, ob 
trockene oder feucht gehaltene Exkremente verwendet werden (Vessby 2001). Zusätzlich 
ist hier auch noch die Beschaffenheit des Dungs (abhängig von der Tierart und ihrer Nah-
rung) ein Faktor. Beim Einsatz von Pheromonen schließlich ist die exakte Konzentration 
äußerst entscheidend, denn unnatürlich hohe Konzentrationen können abstoßend wirken 
(Young 2005) und es gibt viele Anbieter mit ganz unterschiedlichen Produkten, die nicht nur 
für Forschungszwecke produziert werden. Diese für Beköderungen allgemeingültigen Fak-
toren müssen zusätzlich zu jenen berücksichtigt werden, die für die jeweiligen Erfassungs-
methoden spezifisch sind. Nachfolgend werden einige verbreitete Erfassungsmethoden mit 
der Verwendung von Ködern dargestellt, jedoch nicht jeweils im Detail auf Aspekte zu 
Standardisierbarkeit, erfassbarem Artenspektrum, Zeitaufwand und Kosten sowie zu For-
schungs- und Entwicklungspotenzial eingegangen, da diese stark von den verwendeten 
Methodenvarianten abhängig sind.  

Bodenfallen: Der Einsatz von Ködern in Bodenfallen erzeugt eine absichtliche Verschie-
bung des gefangenen Artenspektrums hin zu bestimmten Arten und sollte ausschließlich 
für qualitative Analysen der Zielarten verwendet werden, wie beispielsweise Artinventarisie-
rungen (Woodcock 2005). Ausnahmen sind die semiquantitative Erfassung einer sehr sel-
tenen Art, die mit anderen Methoden höchstens zufällig nachgewiesen werden kann, der 
Ködereinsatz in der Schädlingskontrolle, bei der sich ein aufkommendes Massenauftreten 
einer bestimmten Art detektieren lässt, und die Erfassung geklumpt auftretender Arten 
(z. B. von Ameisen). Für semiquantitative Nachweise gleichmäßig verteilter, relativ häufig 
auftretender Arten ist eine Beköderung nur dann sinnvoll, wenn sie mit köderfreien Metho-
den unterrepräsentiert wären.  

Bodenfallen können z. B. mit Aas oder mit Dung bestückt werden. Der Köder wird dabei auf 
eine kleine Plattform gelegt, die aus der Fangflüssigkeit herausragt. Alternativ kann er auch 
auf einem Gitter platziert werden, das über der Fallenöffnung liegt (vgl. Lobo et al. 1998). 
Für eine standardisierte Erhebung von Dungkäfern (Scarabaeidae und Hydrophilidae) eig-
net sich eine derart modifizierte Bodenfalle besonders gut (Spector 2006), denn sogar 
Nicht-Fachkundige können mit deutlich weniger als 10 Fallen innerhalb weniger Tage die 
Dungkäfergesellschaft eines Habitats (die Arten, die von dem ausgebrachten Köder ange-
lockt werden) weitestgehend erfassen. Deshalb sollte bei der Planung eines langfristig an-
gelegten Monitorings die Ökologie der potenziell zu erfassenden Arten genau in den Blick 
genommen werden. Maximal zehn Bodenfallen werden entlang eines Transekts in etwa 50 
Metern Abstand zueinander ausgebracht (Larsen und Forsyth 2005). So ist sichergestellt, 
dass sich die Fallen nicht gegenseitig beeinflussen. Auch müssen die Windverhältnisse 
während des Erfassungszeitraums berücksichtigt werden, da sie für die Verbreitung der 
Lockstoffe verantwortlich sind. Dungkäfer, die nicht von ausgebrachten Ködern angelockt 
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werden, können ergänzend mit Gelbschalen oder Kreuzfensterfallen erfasst werden. Ein 
einheitlicher Standard zur Erfassung von Dungkäfern (Protokoll zu Fallenaufbau, Dung-
klassifizierung, Erhebungsspezifizierungen) existiert allerdings nicht (Spector 2006). 

Pheromonfallen: Vor allem bei vielen Lepidoptera ist die Lockwirkung weiblicher Pheromo-
ne auf Männchen der gleichen Art bekannt und gut erforscht. Pheromonfallen wirken äu-
ßerst selektiv (teilweise aber auch über die Zielart hinaus auf auf die Zielart spezialisierte 
Arten wie Räuber, Parasitoide oder Parasiten) und werden vor allem bei der Schädlings-
kontrolle eingesetzt. Normalerweise ist der chemische Köder an einer Klebfalle oder in ei-
ner Kiste mit Sammelgefäß mit Tötungsmittel aufgetragen. Erstere haben den Nachteil, 
schnell mit Individuen gesättigt zu sein und regelmäßig erneuert werden zu müssen, letzte-
re sind komplizierter zu handhaben. Bei der Klebfalle eignen sich die Fänge für eine späte-
re Präparation meist nicht mehr, da selbst bei löslichen Klebern die Tiere beim Ablösen oft 
stark beschädigt werden. Bei beiden Fallentypen gibt es kaum einheitliche Ausführungen, 
da schon geringe Veränderungen den Fang erheblich beeinflussen können (Young 2005). 
Windrichtung, Fallenausrichtung und die Größe der ausgebrachten Köder beeinflussen das 
Fangergebnis ebenso wie die Konzentration des aufgebrachten Pheromons. Dieser Fallen-
typ sollte daher und aufgrund seiner artspezifischen Selektivität nur bei speziellen Frage-
stellungen verwendet werden. 

Reusen: Dieser Fallentyp dient dem Fang von aquatischen Insekten und kann mit Schwei-
neleber bestückt werden (siehe Kapitel: Erfassung von Wasserkäfern in stehenden Gewäs-
sern). 
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2.8 Farbschale (pan trap) 

Allgemeine Beschreibung 
Der Fang mit Farbschalen hat viel mit dem Fang mit Bodenfallen gemein (Zou et al. 2012), 
allerdings werden hier fliegende anstelle von epigäischen Arthropoden erfasst. Farbschalen 
sind im Grunde lediglich flache, mit Fangflüssigkeit gefüllte Schalen, die auf einem Ständer 
montiert sind. Es gibt sie in verschiedenen Varianten (meist blau, gelb oder weiß, aber auch 
rot oder violett). Sie können einzeln oder kombiniert verwendet werden (blau reflektiert kein 
UV-Licht, gelb reflektiert es mäßig und weiß gut). Der gleichzeitige Einsatz von drei dicht 
beieinander stehenden Farbtypen auf einer Probefläche ist gebräuchlich (Dorow et al. 
1992). 

Standardisierbarkeit 
Da die Farbe der Falle für das Fangergebnis entscheidend ist, sollte bei einer Standardisie-
rung hier besonders sorgfältig vorgegangen werden. Die Reflektionsspitze einer Farbe 
muss genau bekannt sein (bei Lacken UV-Bereich beachten). Auch das Verwitterungsver-
halten sollte geprüft werden, damit sich keine Verfälschungen im Laufe der Vegetationspe-
riode einstellen. Weiterhin müssen Anordnung der Schalen bei einem Set verschiedener 
Farbvarianten, Aufstellhöhe, Fangflüssigkeit und Schalendurchmesser genau festgelegt 
werden. 

Phänologie: Farbschalen können das gesamte Jahr über eingesetzt werden. März / Mai bis 
August / September sind allerdings beispielsweise für Schwebfliegen die entscheidenden 
Monate (Martin und Grell 1999). Viele Arten treten in diesem Zeitraum nur innerhalb von 
vier bis sechs Wochen auf. Für Wildbienen ist ebenfalls eine Erfassung über die gesamte 
Vegetationsperiode sinnvoll, wobei hier zwei Jahre abgedeckt werden sollten, da sich die 
Bienengemeinschaften eines Lebensraums in zwei aufeinander folgenden Jahren oft be-
trächtlich unterscheiden (Westrich 2018). Ein Leerungsintervall von einem Monat sollte in 
keinem Fall überschritten werden, auch weil es sonst zu starker Schimmel- und Aasge-
ruchbildung kommen kann (Dorow et al. 1992). Das Leerungsintervall kann der Phänologie 
der einzelnen Arten und der Fragestellung angepasst werden. 

Lebensraumtyp: Farbschalen eignen sich für Offenland und Wald, wobei je nach zu erfas-
sender Artengruppe und Fragestellung auch vor allem Übergangsstrukturen beprobt wer-
den sollten (Waldrand, Hecken, Lichtungen).  

Standort: Der Standort der Farbschale ist ein entscheidender Faktor für das Fangergebnis. 
Die Auswahl des Standorts durch eine fachkundige Person ist zu empfehlen, da Laien oft-
mals kaum mit der Ökologie der zu erfassenden Arten vertraut sind und Einschätzungen 
der Standortbedingungen für eine spätere Auswertung essentiell sind (Martin und Grell 
1999). Außerdem ist der Standort auch mitentscheidend für die Fangeffizienz der Falle; 
eine gewisse Erfahrung im Gebrauch von Farbschalen ist also notwendig. Zusätzlich sollte 
eine pflanzensoziologische Erhebung in der Umgebung des Fallenstandorts durchgeführt 
werden. Untersuchungen mit Farbschalen auf unterschiedlich hohen Ständern zeigen eine 
deutliche Zonierung der Fauna (Dorow et al. 1992), deswegen sollte im Vorfeld festgelegt 
werden, welcher Bereich beprobt werden soll (z. B. Blühhorizont). 

Witterung: Farbschalen sind witterungsanfällig, da ein Regenschutz ihre Fängigkeit beein-
flusst. Es empfiehlt sich ein Überlaufschutz (mit Gaze abgedichtetes Loch etwa 1cm unter-
halb des Schalenrandes). Da die Fangflüssigkeit in Abhängigkeit vom Niederschlag ver-
dünnt wird, ist auf eine Leerung spätestens alle vier Wochen zu achten (Schimmelbildung). 
Bei dem Betrieb von Farbschalen ist es dementsprechend wichtig, die Witterung stets im 
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Blick zu behalten. 

Erfassbares Artenspektrum 
Die verwendete Farbe ist absolut entscheidend für die Selektivität der Falle (Young 2005). 
Generell eignet sich die Methode sehr gut zum Nachweis blütenbesuchender Diptera, Hy-
menoptera und Coleoptera (Dorow et al. 1992). Weiße Farbschalen sind für Diptera meist 
am fängigsten, Blau- und Gelbschalen für Hymenoptera und Blauschalen für Coleoptera 
(manche Arten gehen jedoch verstärkt auf rote Farbschalen). Einzig Thysanoptera finden 
sich in allen Farbtypen in ähnlicher Häufigkeit (Winter et al. 1999). Die Geschlechter einer 
Art können unterschiedlich stark auf die verschiedenen Farbvarianten ansprechen (Zou et 
al. 2012). Für einzelne Bienenarten ist das bekannt und sollte vor allem bei der semiquanti-
tativen Auswertung berücksichtigt werden. Im Vergleich zu Bodenfallen erfassen Farbscha-
len durch ihre Lockwirkung oftmals mehr eingeflogene „Touristen“, die nicht direkt mit dem 
untersuchten Lebensraumtyp assoziiert sind (Young 2005). 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Die Farbschale bietet (ähnlich der Bodenfalle) eine äußerst preisgünstigste (ca. 10 - 30 € 
pro Falle) und schnell zu installierende Erfassungsmöglichkeit. Eine mit dem Fallentyp ver-
traute Person sollte bei der Erstinstallation anwesend sein. Die Umgebung sollte gut doku-
mentiert werden, eine pflanzensoziologische Aufnahme ist wünschenswert. Leerung, War-
tung und Zustandsdokumentation der Fallen selbst sind sehr viel weniger aufwendig. Da 
Farbschalen offen sein müssen, kann es zu Störungen durch Vögel (Futterquelle: Verfäl-
schung des Fangergebnisses) und im Herbst zu verstärktem Laubeintrag kommen (Dorow 
et al. 1992). Sich entwickelnder Aasgeruch kann zu einer Verfälschung des angelockten 
Artenspektrums führen (vor allem in den Sommermonaten). Ein Überlaufschutz gegen 
Starkregenereignisse ist empfehlenswert. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Lockwirkung der einzelnen Farben ist noch nicht vollständig geklärt. Auch kann das 
Artenspektrum in unterschiedlichen Straten stark variieren. 
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2.9 Autokescher (car net) 

Allgemeine Beschreibung 
Der Autokescher ist ein auf dem Fahrzeugdach montiertes Netz und zählt nicht zu den 
Standardmethoden bei der Erhebung von Insekten, da man für seinen Gebrauch auf eine 
befahrbare Strecke angewiesen ist. Es können nur die sich über der Straße im entspre-
chenden Luftraum befindlichen Insekten ohne Flächenbezug erfasst werden. Dennoch bie-
tet das Autokeschern eine gute (und bequeme) Möglichkeit zur semiquantitativen Erfas-
sung von Fluginsekten (vor allem von Diptera und Coleoptera). 

Standardisierbarkeit 
Da die Methode bisher keine breite Anwendung gefunden hat, gibt es keinen Standard. So 
kann sie beispielsweise auch mit dem Fahrrad (Freude et al. 1965) oder mit dem Motorrad 
durchgeführt werden. In einfachsten Fall hält der Erfassende einen Handkescher während 
der Fahrt in die Luft. Beim Auto kann dies durch den Beifahrer geschehen (Beifahrerke-
schern). Eine vereinheitlichende Variante ist die Montage eines größeren Keschers auf 
dem Dach eines PKWs. Dabei wird ein rechteckiger Rahmen, der etwa 0,5 bis 1 m² um-
spannt, auf ganzer Dachbreite und orthogonal zur Dachfläche angebracht (Jentzsch et al. 
2017). Am Rahmen wird ein Keschernetz aufgespannt, an dessen spitz zulaufendem Ende 
sich ein abnehmbarer Fangbeutel befindet. Bei definierter Geschwindigkeit (im Mittel 
40 km / h) und definierter Strecke kann ein definiertes Luftvolumen entlang eines Transekts 
abgekeschert werden. Bei der Wahl der Maschenweite ist auf einen guten Kompromiss 
zwischen Winddurchlässigkeit (Luftstaugefahr abhängig von der Geschwindigkeit) und 
Durchlässigkeit für kleinere Insekten zu achten (Maschenweite < 1 mm; Jentzsch et al. 
2017). 

Phänologie: Im Laufe einer Vegetationsperiode verschiebt sich das Spektrum der erfassten 
Gruppen zugunsten von Diptera und Hymenoptera, während im Frühsommer noch be-
trächtliche Mengen an Coleoptera gefangen werden können (Freude et al. 1965). Hier dürf-
te der ergiebigste Monat der Mai sein und die beste Tageszeit die Mittagsstunden und die 
zwei Stunden vor Sonnenuntergang. Prinzipiell ist Autokeschern aber ganzjährig und zu 
jeder Tages- und Nachtzeit möglich (nachts ist der Einfluss des Scheinwerferlichts zu be-
rücksichtigen). 

Lebensraumtyp: Die Methode eignet sich für Wald und Offenland, sofern entsprechende 
Fahrwege vorhanden sind. Ein zufälliges Beproben ist nicht möglich, da die Erfassung an 
einen befahrbaren Untergrund gebunden ist. Allerdings können abgelegene Wald- und 
Feldwege artenreiche Grenzstrukturen darstellen (Jentzsch et al. 2017). Je nach Fragestel-
lung ist auch der Einsatz des Autokeschers im Stadtgebiet eine kostengünstige Option. 

Standort (Fahrstrecke): Die Strukturen entlang der Erfassungsstrecke können vor der 
Ersterfassung vegetationskundlich untersucht werden. Bei Waldbeprobungen sollte zumin-
dest die Hauptbaumart bzw. der Waldtyp bekannt sein. Eine Fotodokumentation (oder gar 
Filmdokumentation während der Probenahme) entlang der Erfassungsstrecke scheint leicht 
umsetzbar und sinnvoll. Hier lassen sich gut Standards etablieren. 

Witterung: Für jede Erfassungsfahrt sind meteorologische Daten festzuhalten (Lufttempera-
tur, Luftdruck, Luftfeuchte, Windrichtung und Windgeschwindigkeit), da sich diese maßgeb-
lich auf das Fangergebnis auswirken können. Das Fangergebnis ist, ähnlich wie beim Licht-
fang, schwer vorhersehbar und stark von der Witterung abhängig (Freude et al. 1965); op-
timale Voraussetzungen sind Windstille und warme, feuchte Luftverhältnisse. 
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Erfassbares Artenspektrum 
Jentzsch et al. (2017) bieten einen anteiligen Überblick über das erfasste Artenspektrum in 
einem Waldgebiet. Demnach sind Dipteren mit über der Hälfte der erfassten Individuen 
dominant. Weitere nennenswerte Gruppen sind Coleoptera (mit knapp 20 %, hoher Anteil 
Staphylinidae) und Hymenoptera (mit ca. 10 %). Andere Gruppen wie Araneae, Lepidopte-
ra, Odonata, Thysanoptera und Hemiptera sind mit jeweils 0,1 bis 0,4 % schwach repräsen-
tiert. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Da die Methode im Verhältnis zu anderen Erfassungsmöglichkeiten kaum erprobt ist, gibt 
es wenig Erfahrungswerte. Sie wird jedoch als effizient beschrieben (Freude et al. 1965; 
Herrmann 2001; Jentzsch et al. 2017) und hat Potenzial für eine standardisierte Erhebung 
in einem Monitoring. Zwar gibt es keinen direkten Flächenbezug, andererseits lässt sich 
das beprobte Luftvolumen leicht ermitteln und ermöglicht so semiquantitative Vergleiche. 
Die Methode ist unabhängig vom Erfassenden und bietet je nach Transekt einen repräsen-
tativen Landschaftsquerschnitt, der bei fest installierten Fallen nicht in dem Maße gegeben 
ist. Die Anzahl der gefangenen Individuen ist zum Teil enorm. In der Untersuchung von 
Jentzsch et al. (2017) wurden insgesamt etwa 200 Proben zu verschiedenen Tageszeiten 
genommen (1,5 h Fahrzeit / Probe bei durchschnittlich 40 km / h und einer Kescherrahmen-
fläche von 0,88 m²), in denen sich insgesamt etwas über 200.000 Individuen befanden. Der 
nachfolgende Sortier-, Bestimmungs- und letztlich auch Archivierungsaufwand ist also recht 
hoch (durchschnittlich 1000 Tiere pro Probe), zumal es sich um relativ schwer zu bestim-
mende Gruppen handelt. 

Fangvorrichtungen auf Autodächern müssen entweder genehmigt oder nur für die Zeit des 
Fangens auf nicht-öffentlichen Wald- und Feldwegen montiert werden. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Bei einem auf das Autodach montierten Fanggerät kommt es bei unterschiedlichen Ge-
schwindigkeiten zwangsläufig zu vielfältigen Strömungs- und Verwirbelungseffekten, die 
vermutlich auch vom eingesetzten Fahrzeugtyp abhängig sind. Diese Effekte sind nicht 
untersucht, sollten bei einem standardisierten Verfahren aber bekannt sein. 

Um zumindest den Einfluss der individuellen Aerodynamik des Fahrzeugtyps gering zu hal-
ten, könnte der Kescher auf einem Gestell mit einem gewissen Abstand zum Autodach 
montiert werden, um außerhalb des spezifischen Strömungsbildes des Fahrzeugtyps zu 
fangen. Bei einem größeren Monitoring sollte darauf geachtet werden, bei allen Beprobun-
gen stets das gleiche Fahrzeugmodell zu verwenden, um vergleichbare Standardbedin-
gungen herzustellen. 

Eine automatische Verschlussvorrichtung für den Kescherrahmen scheint für Unterbre-
chungen der Fahrt sinnvoll (Jentzsch et al. 2017). 
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Pseudoscorpiones; Insecta: Ephemeroptera, Odonata, Hemiptera, Coleoptera, Hymen-
optera, Lepidoptera, Mecoptera, Diptera. Hercynia N.F. 50, 31 - 93. 
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2.10 Kreuzfensterfalle / Lufteklektor (flight interception trap: cross shaped 
window trap / window pane) 

Allgemeine Beschreibung 
Die Kreuzfensterfalle ist eine Modifikation der Fensterfalle, allerdings robuster und vielfälti-
ger einsetzbar (Winter et al. 1999). Sie besteht aus zwei orthogonal zueinander stehenden 
Scheiben mit einer Fangdose an der Unterseite (sowie, je nach Ausführung, einer weiteren 
Fangdose an der Oberseite, siehe unten) und einem Dach auf der kreuzförmigen Anord-
nung. Diese Konstruktion muss lediglich mit Fangflüssigkeit befüllt und aufgehängt werden. 
Ihr Einsatz hat sich vor allem bei Untersuchungen im Wald bewährt. Für die Erfassung im 
Kronenraum ist sie sehr gut und mit recht geringem Aufwand einsetzbar, vergleiche Gruppe 
et al. (2008). 

Standardisierbarkeit 
Dieser Fallentyp eignet sich gut für Monitoringprogramme. Seine Prallfläche ist fest definiert 
(z. B. 8 x 12,5 cm x 50,0 cm; vgl. Winter et al. 1999), dadurch sind auf Lebensraumtyp, 
Stratum und Leerintervall bezogene semiquantitative Vergleiche möglich. Knuff et al. 
(2019) schlagen eine Ausführung vor, bei der das trichterförmige Dach der Falle ebenfalls 
mit einer Fangdose ausgestattet ist (so genannter „top collector“). So können zusätzlich zu 
den (meist artspezifisch) nach unten ausweichenden oder sich fallenlassenden Insekten 
auch solche erfasst werden, die nach oben ausweichen. Das Spektrum der erfassten 
Fluginsekten wird damit signifikant erweitert (siehe „erfassbares Artenspektrum“).  

Phänologie: Kreuzfensterfallen können das gesamte Jahr über eingesetzt werden. Je nach 
untersuchtem Lebensraumtyp und Jahreszeit kann das Leerintervall auf die Phänologie der 
auftretenden Artengruppen abgestimmt werden. 

Lebensraumtyp: Kreuzfensterfallen können auch im Offenland verwendet werden, dabei 
sind sie meist an einem Ständer in 1,5 m bis 2,0 m Höhe angebracht (Dorow et al. 1992). 
Besonders oft werden sie allerdings bei der Erfassung im Wald eingesetzt. Dort eignen sie 
sich, je nach Fragestellung, besonders für Waldinnenränder (Windwürfe, Wegränder) und 
Lichtungen jeglicher Art (Winter et al. 1999). Zur Erfassung im Kronenraum können sie an 
einer Schnur hinaufgezogen und am Baum selbst fixiert werden (nach einer aufwendigeren 
Erstinstallation ist die anschließende Wartung der Fallen oft mit geringem Aufwand verbun-
den). Aufgrund der vielseitigen Einsetzbarkeit (auch für die einzelnen Straten), lassen sich 
semiquantitative Stichproben aus verschiedenen Lebensraumtypen miteinander verglei-
chen. 

Standort: Die Umgebung sollte sowohl am Boden, als auch im Kronenraum genau doku-
mentiert werden (evtl. mittels Drohneneinsatzes). 

Witterung: Die Kreuzfensterfalle ist relativ wenig witterungsabhängig. Es kann aber zu Lau-
beintrag in den Fangtrichter kommen. Ein Überlaufschutz am Fanggefäß sollte vorhanden 
sein, da die Fallen bei Starkregenereignissen volllaufen können. Die Plexiglas-Prallflächen 
sollten jährlich erneuert werden, da Verwitterungseffekte die Fangeffizienz einschränken 
(Dorow et al. 1992). Bei der Installation sollte unbedingt darauf geachtet werden, wie lange 
die potenzielle tägliche Sonnenscheindauer am Fallenstandort ist, da sogenannte Beschat-
tungseffekte Einfluss auf die Fangeffizienz haben können (Irvine und Woods 2007). Der 
Effekt ist bei verschiedenen Gruppen unterschiedlich stark ausgeprägt (ähnlich wie bei Ma-
laisefallen). Auch Windgeschwindigkeit, Lufttemperatur und Luftfeuchtigkeit beeinflussen 
die Flugaktivität von Insekten. Deswegen sollten meteorologische Daten unbedingt mit er-
hoben werden (möglichst in der direkten Umgebung der Falle). 
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Erfassbares Artenspektrum 
Die Zusammensetzung der erfassten Gruppen ist stratenabhängig. Generell werden oft 
schwärmende Arten gefangen, also Arten, die nicht gleichmäßig verteilt auftreten. Die 
Kreuzfensterfalle eignet sich z. B. gut für die Erfassung von Neuroptera-Arten in Baumkro-
nen. Blütenbesucher sind ebenfalls häufig in den Fängen enthalten, wenn auch nicht so 
dominant wie bei den für sie konzipierten Fallentypen mit Lockeffekt (z. B. Farbschalen). 
Bei der Kreuzfensterfalle kann es Anlockeffekte auf bestimmte Blütenbesucher durch weiße 
oder farbige Bauteile geben (Dorow et al. 1992). Das hauptsächlich erfasste Artenspektrum 
besteht aus Vertretern der Gruppen Diptera, Coleoptera, Hymenoptera, Heteroptera, Au-
chenorrhyncha und Sternorrhyncha. Bei der Erfassung der Totholzkäferfauna hat sich die 
Methode „hervorragend bewährt“ (Bense 1992), denn die Fänge von Kreuzfensterfallen in 
Naturwäldern setzten sich mitunter zu über 90 % aus Totholzkäfern zusammen. Die oben 
erwähnte modifizierte Falle mit „top collector“ nach Knuff et al. (2019) erfasst Individuen der 
Gruppen Hymenoptera, Diptera, Lepidoptera, Neuroptera, Auchenorrhyncha und Thy-
sanoptera wesentlich besser als herkömmliche Kreuzfensterfallen und ist in diesem Aspekt 
der Malaisefalle recht ähnlich. Die Wirkweise des unteren Teils der Falle wird bei der modi-
fizierten Version offenbar nicht beeinträchtigt. Sie erfasst Coleoptera, Heteroptera, Psocop-
tera und Sternorrhyncha in mit klassischen Kreuzfensterfallen vergleichbaren Mengen. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Die Erstinstallation und der Betrieb sind bei diesem Fallentyp wenig aufwendig. Die Kosten 
belaufen sich auf etwa 300 € pro Fangeinrichtung. Die Kreuzfensterfalle ist im Vergleich zur 
einfachen Fensterfalle weniger störanfällig und flexibler einsetzbar. Die Oberflächengröße 
der Fangflüssigkeit ist relativ gering (kaum Austrocknungsgefahr), außerdem ist das gefan-
gene Material für Vögel unzugänglich (Dorow et al. 1992). Die Lockwirkung durch entste-
henden Aasgeruch ist ebenfalls minimal. Kreuzfensterfallen können gut ergänzend zu an-
deren Fallentypen eingesetzt werden. Das Verhältnis von Zeitaufwand und Kosten zur 
Fangeffizienz und dem abgebildeten Artenspektrum ist bei Kreuzfensterfallen sehr gut 
(Bouget et al. 2008). 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Kreuzfensterfalle wurde bisher vor allem zur Erforschung des Lebensraumtyps Wald 
eingesetzt, obwohl sie prinzipiell auch für das Offenland geeignet ist. Ihre Praktikabilität in 
diesem Lebensraumtyp ist deshalb wenig erprobt. Wegen des oben erwähnten Beschat-
tungseffekts ist zu überlegen, ob man bei einem Monitoring diesen Fallentyp an der Dach-
konstruktion standardmäßig mit Sensoren versehen sollte, die automatisch Umweltparame-
ter wie Sonnenscheindauer, Windstärke, Lufttemperatur und Luftfeuchtigkeit aufzeichnen. 
Solche Sensoren sind mittlerweile sehr preisgünstig und der zusätzliche Aufwand ist mini-
mal (Data-Logger). 

Literatur 
Bense, U., 1992. Methoden der Bestandserhebung von Holzkäfern, In Arten- und Bio-

topschutz in der Planung: Methodische Standards zur Erfassung von Tierartengruppen. 
Hrsg. J. Trautner, pp. 163-176. verlag josef margraf, Weikersheim. 

Bouget, C., Brustel, H., Brin, A., Noblecourt, T., 2008. Sampling saproxylic beetles with 
window flight traps: methodological insights. Revue d’Ecologie 10, 21-32. 

Dorow, W.H.O., Flechtner, G., Kopelke, J.-P., 1992. Naturwaldreservate in Hessen 3 - Zoo-
logische Untersuchungen: Konzepte. Mitteilungen der Hessischen Landesforstverwal-
tung 26, 158 S. 



 38 

Gruppe, A., Großner, M., Engel, K., Simon, U., 2008. Vertical and horizontal distribution of 
arthropods in temperate forests, In Canopy arthropod research in Europe. Hrsg. A. Flor-
en, J. Schmidl, pp. 383-405. bioform entomology, Nürnberg. 

Irvine, K.M., Woods, S.A., 2007. Evaluating shading bias in Malaise and window-pane 
traps. Journal of the Acadian Entomological Society 3, 38-48. 

Knuff, A.K., Winiger, N., Klein, A.-M., Segelbacher, G., Staab, M., 2019. Optimizing sam-
pling of flying insects using a modified window trap. Methods in Ecology and Evolution 
10, 1820-1825. 

Winter, K., Bogenschütz, H., Dorda, D., Dorow, W.H.O., Flechtner, G., Graefe, U., Köhler, 
F., Menke, N., Schauermann, J., Schubert, H., Schulz, U., Tauchert, J., 1999. Pro-
gramm zur Untersuchung der Fauna in Naturwäldern. IHW Verlag. 

  



 39 

2.11 Offene Stamm- / Asteklektoren (trunk-window trap / trunk eclector) 

Allgemeine Beschreibung 
Offene Stamm- bzw. Asteklektoren erfassen die sich im Bereich des Eklektors entlang des 
Stamms oder Asts fortbewegenden Arthropoden (z. B. aus dem Stamm oder Ast geschlüpf-
te, auf Nahrungssuche oder im Stratenwechsel befindliche Arthropoden). Sie werden an 
lebendigen Gehölzen und oft auch an stehendem Totholz eingesetzt (siehe Kapitel zu Tot-
holzeklektoren). Im Gegensatz dazu erfassen geschlossene Eklektoren, wie sie an Totholz 
eingesetzt werden, lediglich Schlüpfabundanzen im Bereich des Eklektors und sind dem-
entsprechend etwas anders konstruiert. 

Offene Stammeklektoren werden am senkrechten Abschnitt eines Stammes angebracht. 
Am Stamm emporlaufende Arthropoden gelangen durch die Öffnung der Bodenplatte in 
den Eklektor, der nach oben dicht am Stamm abschließt. Dort suchen sie phototaktisch die 
Kopfdosen auf und werden dort gesammelt. Tiere, die dabei herunterfallen, werden in den 
an der Bodenplatte angebrachten Fangflaschen gesammelt. An senkrechten oder waage-
rechten Ästen angebrachte offene Asteklektoren sind bei ähnlicher Funktionsweise etwas 
anders konstruiert. Die einzelnen Eklektorvarianten erfassen jeweils ein leicht unterschied-
liches Artenspektrum (durchaus auch mit unterschiedlichen Abundanzen). Eine sehr gute 
Übersicht geben Dorow et al. (1992). 

Standardisierbarkeit 
In Bezug auf Leerungsintervall, Baumart und -alter können Aussagen über Diversitätsände-
rungen gemacht werden. Da Größe sowie Standort der Falle in der Regel festgelegt sind, 
sind hier auch semiquantitative Aussagen möglich (Dominanzklassen). 

Phänologie: Der Eklektor kann das ganze Jahr hindurch betrieben werden. Monatliche Lee-
rungen (je nach Fragestellung) sollten zumindest zwischen März und Dezember erfolgen. 
Das Leerungsintervall kann jedoch beliebig angepasst werden. 

Lebensraumtyp: Der Einsatz von Stamm- und Astekletoren ist nicht an bestimmte Lebens-
raumtypen, sondern an die Präsenz von zu beprobenden Stämmen und / oder Ästen ge-
bunden. 

Standort: Stammeklektoren sind mit ihrem Erfassungsspektrum an die jeweilige Baumart 
gebunden. Sie sollten in etwa zwei Metern Höhe montiert werden. Der Stammdurchmesser 
des ausgewählten Baumes sollte etwa den durchschnittlichen Stammdurchmesser der 
Bäume der Kronenschicht besitzen. Es empfiehlt sich, auf jeder untersuchten Fläche zwei 
Fallen pro Hauptbaumart anzubringen (andere Baumarten sind wünschenswert, jedoch nur 
bei einem Anteil von über 10% am Gesamtbestand; Winter et al. 1999). Zum Mindestab-
stand zwischen zwei mit Eklektoren bestückten Stämmen gibt es keine Angaben. Es emp-
fiehlt sich jedoch, nicht Stämme in unmittelbarer Nachbarschaft zu wählen. Art und Zustand 
des Baumes sowie seine Umgebung sollten dokumentiert werden (z. B. Alter, durchschnitt-
licher Lichteinfall, Rindenstruktur, Pilzbefall, Moosbewuchs, Bäume der Umgebung, Art und 
Bedeckungsgrad des Unterwuchses, Beschaffenheit der Streuschicht). 

Witterung: Aufgrund ihrer Konstruktionsweise sind Stammeklektoren weitestgehend witte-
rungsgeschützt. Am Stamm herablaufendes Regenwasser kann allerdings vor allem die 
unteren Fallendosen fluten. Deshalb empfiehlt sich dort ein Überlaufschutz (Loch, durch 
Gaze verschlossen). 
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Erfassbares Artenspektrum 
Der Fang mit Stammeklektoren ist eine der effizientesten Erfassungsmöglichkeiten im Wald 
(hohe Fangzahlen, weites Artenspektrum). Man kann damit Arten nahezu jeder Artengrup-
pe erfassen, jedoch in unterschiedlichem Ausmaß. Einen guten Überblick über das Arten-
spektrum verschiedener Konstruktionen bieten Dorow et al. (1992). Den größten Anteil ha-
ben jedoch immer Diptera, Coleoptera und Collembola, wobei sowohl Stratenwechsler als 
auch (tot-)holzbewohnende Arten erfasst werden können. Auch Plecoptera, Blattaria, 
Dermaptera, Heteroptera, Auchenorrhyncha, Mecoptera und Araneae finden sich in be-
trächtlichem Maße in der Fangflüssigkeit. Bei der Erfassung an liegenden Stämmen kom-
men noch Thysanoptera und Hymenoptera in nennenswerten Mengen hinzu. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Der Anschaffungspreis für einen Stamm-Eklektor liegt ungefähr bei 500 €. Die Erstinstalla-
tion ist recht aufwendig und erfordert eine fachkundige Person (auch bei der Auswahl des 
Standortes). Die Fangflüssigkeit sollte bei jeder Leerung ausgetauscht werden (von März 
bis Dezember mindestens monatlich). Gelegentlich kann es zu Wildschäden kommen 
(Wildschweine, Hirsche). Da relativ große Probenmengen anfallen können, ist die Frage 
der langfristigen Archivierung zu klären. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Wegen des hohen Probenumfangs bei dieser Erfassungsmethode ist die Bestimmung 
durch DNA-Barcoding-Verfahren eine Option (siehe dazu Anmerkungen im Kapitel über 
Malaisefallen bzw. Bestimmungsaufwand und Aufbewahrung). 
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2.12 Totholz-Eklektoren (dead wood emergence traps) 

Allgemeine Beschreibung 
In und an Totholz lebende Insektenarten zu erfassen erfordert verschiedene Techniken, um 
der strukturellen Vielfalt im Wald beizukommen (siehe auch Kapitel 3.13.15 „Totholzkäfer“). 
Es gibt drei Typen von Totholz-Eklektoren (nach Dorow et al. 1992). Eine vierte Erfas-
sungsmöglichkeit ist der Stubbeneklektor, der hier ebenfalls mitaufgeführt ist. Geschlosse-
ne Eklektoren, wie sie meist für Totholz eingesetzt werden, erfassen nur Schlüpfabundan-
zen in dem von ihnen abgedeckten Bereich. Offene Eklektoren hingegen erfassen darüber 
hinaus auch die weiteren sich im Bereich des Eklektors bewegenden Arthropoden (siehe 
Kapitel zu offenen Stammeklektoren). Folgende grundlegende Typen von Totholz-
Eklektoren gibt es: 

a) Geschlossener Stammeklektor an liegendem Stamm: Zwei Halbschalen aus Kunst-
stoff werden um den Stamm eines Baumes zusammengesetzt und mit Abstandshal-
tern justiert. Die aus dem Stamm schlüpfenden Tiere entweichen durch Löcher nach 
oben in eine Kopfdose oder nach unten in Fangflaschen. 

b) Offener Stammeklektor an stehendem Stamm: gleiches Konstruktionsprinzip wie an 
lebenden Gehölzen (siehe Kapitel zu offenen Stamm- und Asteklektoren). 

c) Geschlossener Schwachtotholzeklektor: Zweige (d = 8 - 15 cm) und Äste (d = 2 - 7 
cm) werden in etwa einen Meter langen Stücken auf Gaze (Maschenweite 0,25 mm) 
gelegt und diese wird durch Ankleben mit Silikon an einen Bodenphotoeklektor (sie-
he Bodenphotoeklektor) abgedichtet. 

d) Geschlossener Stubbeneklektor: Über einen Baumstumpf (Stubben) wird ein Bo-
denphotoeklektor installiert (siehe Bodenphotoeklektor).  

Standardisierbarkeit 
Alle genannten geschlossenen Eklektoren lassen sich auf ein Holzvolumen bzw. eine Flä-
che beziehen und sind damit auch für quantitative Erfassung geeignet. Bei einem Monito-
ring müssen noch einige andere Faktoren im Vorfeld berücksichtigt und möglichst genau 
festgelegt werden, um eine Vergleichbarkeit der Daten zu gewährleisten. Winter et al. 
(1999) machen dazu einige Vorschläge: Baumart, Stammdurchmesser, Volumen und Man-
telfläche, Berindung (in %), Besonnung (hoch / mittel / gering), Überschirmung (licht / locker 
/ geschlossen), Ausprägung der Strauchschicht (keine / locker / dicht), Deckungsgrad der 
Bodenvegetation (10 %-Stufen), Bodenfeuchte (trocken / mittel / nass), Zersetzungsgrad 
des Totholzes (beginnend / fortgeschritten / stark / Mulm), Flechtenbewuchs, Moosbe-
wuchs, Pilze (Fruchtkörper). Burns et al. (2014) unterscheiden grundsätzlich zwischen Ver-
rottungsstadium durch rot-braune oder weiße Pilzzersetzung. Außerdem weisen die Auto-
ren darauf hin, dass die Ausrichtung des verrottenden Stammes ebenfalls eine Rolle spielt. 
Sie schlagen acht Kategorien vor (Himmelsrichtungen: NW, N, NO, O, SO, S, SW und W). 

Phänologie: Alle Eklektor-Typen können und sollten ganzjährig betrieben werden, da der 
Fang automatisiert erfolgt. Mindestens monatliche Leerungen zwischen März und Dezem-
ber sind sinnvoll. Das Leerungsintervall kann jedoch (je nach Fragestellung) angepasst 
werden. Stammeklektoren (liegend geschlossen) sollten nach einem Jahr umgesetzt und 
Schwachholzeklektoren neu beschickt werden (Winter et al. 1999). Für Stammeklektoren 
(stehend offen) und Stubbeneklektoren empfiehlt sich der Einsatz über mehrere Jahre an 
einem Standort. 
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Lebensraumtyp: Der Einsatz von Totholz-Eklektoren ist nicht an bestimmte Lebensraumty-
pen, sondern an die Präsenz von zu beprobenden Strukturen gebunden. 

Standort: Je Probefläche sollten zwei Stammeklektoren (liegend geschlossen) an z. B. der 
Hauptbaumart angebracht werden (Dorow et al. 1992). Der Einsatz von Stammeklektoren 
(stehend offen) sollte von der Verfügbarkeit entsprechender Bäume abhängig gemacht 
werden. Schwachholz- und Stubbeneklektoren können je nach Fragestellung eingesetzt 
werden, für erstere empfiehlt sich aber das Schwachholz der häufigsten zwei Baumarten 
der Fläche zu beproben (Winter et al. 1999). 

Witterung: Alle Erfassungsarten sind witterungsunabhängig (nur nach Starkregenereignis-
sen sollten die Fangdosen kontrolliert werden). Unter den Eklektoren kommt es aber zur 
Veränderung des Mikroklimas (vor allem durch starke Sonneneinstrahlung), deren Auswir-
kungen nicht ausreichend erforscht ist. 

Erfassbares Artenspektrum 
Bei Dorow et al. (1992) findet sich eine äußerst detaillierte Aufschlüsselung der erfassbaren 
Artengruppen mit den einzelnen Eklektortypen. Im Folgenden sind die relevanten Gruppen 
aufgeführt und durch die Angaben bei Winter et al. (1999) ergänzt: 

a) Stammeklektor (liegend geschlossen): Erfasst auch mehrjährige Arten (je nach Be-
triebsdauer), neben Coleoptera auch vor allem Diptera und Collembola. Von allen 
Gruppen wird auch ein hoher Anteil an Larven abgedeckt. Zwei weitere regelmäßig, 
aber weniger stark erfasste Gruppen sind Hymenoptera und Thysanoptera. 

b) Baumeklektor (stehend offen): Erfasst zusätzlich das Spektrum eines Stammeklek-
tors (wenn auch in Bezug auf Totholz), das heißt gezielt den Stamm anfliegende Ar-
ten. Neben Coleoptera vor allem Diptera und Hymenoptera.  

c) Schwachholzeklektor: Hier dominieren Coleoptera, Diptera, Thysanoptera und Ho-
moptera. 

d) Stubbeneklektor: Erfasst ebenfalls auch mehrjährige Arten, hauptsächlich Diptera, 
Hymenoptera, Coleoptera und Collembola, in nennenswerter Zahl auch Araneae, 
Homoptera, Thysanoptera und Heteroptera. 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Die Erstinstallation ist sehr aufwendig, da liegende Bäume mitunter freigeräumt und teilwei-
se ausgegraben werden müssen. Außerdem müssen die Eklektor-Halbschalen an den 
Baum angepasst werden. Der Zustand des Stammes muss genau dokumentiert werden, so 
auch die Umgebung (zu erfassende Parameter oben beschrieben). Eine Person mit lang-
jähriger Erfahrung in der Erfassung mit Eklektoren sollte bei der Erstinstallation anwesend 
sein. Die Anschaffungskosten belaufen sich je nach Typ auf 300 € bis 1000 €. Wildschäden 
an installierten Eklektoren können vorkommen, sind aber recht selten (Dorow et al. 1992). 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Änderung des Mikroklimas innerhalb eines Totholzeklektors und damit beispielsweise 
Auswirkungen auf das Schlüpfverhalten von Totholzkäfern ist nicht ausreichend erforscht 
(Økland 1996). 
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2.13 Bodenphotoeklektor (soil / ground photo-eclector / emergence trap) 

Allgemeine Beschreibung 
Der Bodenphotoeklektor ist entwickelt worden, um flächenbezogene Daten zu erhalten, 
indem man sogenannte Schlüpfabundanzen erfasst. Dabei wird eine zeltartige Konstruktion 
über einer fest definierten Bodenfläche angebracht, um alle dort schlüpfenden Insekten 
abfangen zu können. Für Programme zur Erfassung der Waldfauna ist diese Methode ein 
wichtiger Standard (Winter et al. 1999), wobei der Eklektor meist in Kombination mit einer 
Bodenfalle verwendet wird, um epigäische Räuber aus dem Fangbereich des Bodenphoto-
eklektors zu entfernen und so deren Beeinflussung der Fangergebnisse zu verhindern. Au-
ßerdem sind die aus der Bodenfalle gewonnenen Daten in Ergänzung zu den Daten aus 
den Eklektorkopfdosen zu sehen. Es gibt bei dieser Erfassungsform ein relativ einheitliches 
Bauprinzip, das eine Grundfläche von 1 m² beprobt. Prinzipiell kann man zwischen drei 
Typen unterscheiden: Zelt-, Stubben- und Totholzeklektor (Dorow et al. 1992). Die beiden 
letztgenannten sind Sonderfälle des ersteren (siehe Totholzeklektor). Stubbeneklektoren 
werden über Baumstümpfen angebracht, Totholzeklektoren über größeren Stücken liegen-
den Totholzes.  

Standardisierbarkeit 
Zwar können die Individuenzahlen aus dem Eklektor einer fest definierten Fläche zugeord-
net werden, allerdings handelt es sich dabei um sogenannte Schlüpfabundanzen (Dorow et 
al. 1992), da kein festes Bodenvolumen abgegrenzt wird. Weniger aktive Arten können 
dementsprechend unterrepräsentiert sein. Bei der Standardisierung sind der Waldvegetati-
onstyp und der Zwischenstammbereich zu beachten. 

Phänologie: Die Falle wird standardmäßig ein Jahr betrieben und kann anschließend ver-
setzt werden (nach Schneeschmelze). Leerungsintervalle sollten je nach Fragestellung 
festgelegt werden. 

Lebensraumtyp: Prinzipiell gibt es hinsichtlich von Lebensraumtypen keine grundsätzlichen 
Einschränkungen, auch wenn sie schwerpunktmäßig in Waldlebensräumen eingesetzt wird. 
Bodenzusammensetzung, eventuelle Streuauflage und Bodenbeschaffenheit sollten doku-
mentiert werden. 

Standort: Für jedes zu untersuchende Waldgebiet sollten mindestens sechs Eklektoren 
eingesetzt werden, um ein möglichst vollständiges Artinventar zu erhalten. Die beiden 
Waldvegetationstypen mit dem größten Flächenanteil sollten mit jeweils drei Bodenphoto-
eklektoren bestückt werden (Winter et al. 1999). Folgende Kriterien sind bei der Standort-
wahl der einzelnen Eklektoren zu beachten: repräsentativer Waldbestand, homogener Zwi-
schenstammbereich (Fallenstandort mit etwa gleichem Abstand zu umgebenden Stäm-
men), Stellen mit extremer Bodenverdichtung oder felsigem Untergrund vermeiden (u. a. 
aus forstlichen Standortkarten ableitbar). Die Umgebung ist genau zu dokumentieren. Bei 
Erstinstallation sollte ein Fachkundiger anwesend sein.  

Witterung: Durch die Zeltkonstruktion ist dieser Fallentyp weitestgehend unabhängig von 
Witterungseinflüssen. Allerdings kann sich das Mikroklima innerhalb der Falle durch Son-
neneinstrahlung erheblich verändern (Extraktionseffekt). Ist starke Sonneneinstrahlung am 
Standort zu erwarten, kann der dunkle Zeltstoff mit reflektierendem Material abgedeckt 
werden. 
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Erfassbares Artenspektrum 
Besonders stark repräsentierte Gruppen sind Diptera, Coleoptera, Thysanoptera, Homopte-
ra, Collembola und Araneae. Eine gute Übersicht über die Zusammensetzung der erfassten 
Arthropodengruppen für Zelt-, Stubben- und Totholzeklektoren findet sich in Dorow et al. 
(1992). 

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Die Erstinstallation ist aufwendig, da die Falle teilweise eingegraben werden muss und die 
Umgebung dokumentiert werden sollte. Eine mit dem Fallentyp vertraute Person ist hier 
sehr hilfreich. Anschließende Leerung, Wartung und Zustandsdokumentation hingegen sind 
sehr viel weniger aufwendig als die Erstinstallation. Es kann zu Wildschäden an der Falle 
kommen (Alkohol in Bodenfalle und Kopfdose haben Lockwirkung) und nach besonders 
regenreichen bzw. heißen Tagen besteht die Gefahr des Überlaufens bzw. Austrocknens 
der Fanggefäße. Die Materialkosten belaufen sich auf ca. 300 bis 400 Euro pro Falle. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Auswirkung des weiter oben beschriebenen Extraktionseffekts bei andauernder Son-
neneinstrahlung ist nicht genügend erforscht. Hier wäre der Einsatz von Sensoren zur au-
tomatisierten Erfassung von Umweltparametern (Sonnenscheindauer, Lufttemperatur 
und -feuchtigkeit) innerhalb und außerhalb des Zeltes aufschlussreich (Data-Logger). Zu-
satzkosten und Aufwand wären im Vergleich zum Nutzen äußerst gering. 
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2.14 Lichtfang und Lichtfalle (light trap) 

Allgemeine Beschreibung 
Es gibt zwei Vorgehensweisen: eine temporäre, schnell zu installierende Lichtfalle (mit An-
wesenheit des Erfassenden, sogenannter Lichtfang) und eine stationäre, langfristige Instal-
lation, die nur beim Aufbau die unbedingte Präsenz einer Fachfrau oder eines Fachmanns 
erfordert. Da die Wahl der Leuchtanlage und des Lichtfangstandorts bei dieser Erfassungs-
technik ebenso entscheidend ist wie die Berücksichtigung der Witterung in der Fangnacht 
(einschließlich Mondphase), müssen bei einem standardisierten Verfahren für diese Punkte 
im Vorfeld genaue Parameter festgelegt werden. 

Standardisierbarkeit 
Lichtfallenfang ist eine hocheffiziente Erfassungsmöglichkeit. Standardisierte Verhältnisse 
in Bezug auf Lichtspektrum, Lichtintensität und Erfassungsdauer lassen Aussagen über 
Diversität und Diversitätsänderungen bei sensitiven Artengruppen zu. Ist der Fallenstandort 
festgelegt, sind hier auch semiquantitative Aussagen über Bestandsentwicklungen möglich. 
So gibt es beispielsweise das Rothamsted Insect Survey (RIS) light trap network mit spezi-
ellem Fallentyp, das seit Jahrzehnten Daten sammelt (mittlerweile gibt es europaweit min-
destens in Dänemark, Finnland, Frankreich und Irland zusätzliche Erfassungsstandorte; 
Conrad et al. 2007). Solche Programme mit Verwendung stationärer Lichtfallen haben al-
lerdings den Nachteil, dass sie im Gegensatz zum händischen Lichtfang mit deutlich größe-
rem logistischem Aufwand verbunden sind (regelmäßige Leerung, Instandhaltung und Be-
stimmung großer Individuenzahlen). Der händische Lichtfang bietet deswegen eine flexible 
Alternative für die Inventarisierung der nachtaktiven Insekten verschiedener Lebensraum-
typen, hat aber den Nachteil, dass er qualifizierte Personen im Feld erfordert und dadurch 
weniger leicht zu standardisieren ist. 

Leuchtanlage: Welche emittierte Wellenlänge mit welcher Lichtintensität auf welche Arten 
wie wirkt, ist in vielen Fällen immer noch Gegenstand der Forschung (Jonason et al. 2014; 
Merckx und Slade 2014; Steinbauer et al. 2012). Es gibt bei den Leuchtanlagen prinzipiell 
zwei Möglichkeiten (nach Meier 1992): 

a) Leuchtstoffröhren und -lampen: Gebräuchlich sind superaktinische Röhren (320-
480nm, 5-40 W) und sogenanntes Schwarzlicht. Vor- und Nachteile: geringe Hitze-
entwicklung, niedriger Stromverbrauch, lange Lebensdauer, Emission von für 
Nachtfalter attraktiven Lichtspektren, geringe Fernwirkung (für kleinräumige und 
vergleichende Untersuchungen sinnvoll, da nur wenige Meter Reichweite), preis-
günstig (ca. 30 € pro Röhre). 

b) Leuchtlampen (Entladungslampen): Wichtigste Typen sind Quecksilberdampf-
Hochdruck-Lampe, Mischlichtlampe (mit Wolfram-Glühfaden) und Schwarzlichtlam-
pe. Vor- und Nachteile: Hitzeentwicklung, große Helligkeit (100 - 500 W) und relativ 
hoher Stromverbrauch (es gibt handliche Modelle, die mit bis zu 300 W betrieben 
werden können), höhere Ausfallwahrscheinlichkeit, hohe Fernwirkung (etwa 15 m, 
für manche Arten ≥ 60m; Truxa und Fiedler 2012), hohe Anschaffungs- und Be-
triebskosten, Betrieb über 250 W nicht empfehlenswert (viele Nachtfalter lassen sich 
dann auf Vegetation außerhalb des Lichtkreises nieder; es gibt Arten, die schwache 
Lichtquellen bevorzugen) 

Phänologie: Empfohlen sind mindestens fünf bis sechs Leuchttermine pro Vegetationsperi-
ode (Frühlingsmaximum Mitte / Ende März während der Hochblüte der Salweide), dann ab 
Mitte Mai mit drei- bis vierwöchigem Abstand bis September (definierte Witterung abpas-



 47 

sen, siehe unten); auf das Erscheinen der Schneespanner (im Februar) und einiger Frost-
spanner (im Oktober) sollte in einer standardisierten Erhebung nicht eingegangen werden 
(Meier 1992). Die stationäre Erfassung ist ganzjährig möglich und die Fallen werden zu-
mindest beim RIS täglich geleert, um eine möglichst hohe zeitliche Auflösung zu erhalten. 

Lebensraumtyp: Lichtfallen eignen sich für Offenland und Wald. Bei der parallelen Untersu-
chung verschiedener, benachbarter Lebensraumtypen sollte auf gleichzeitiges Leuchten 
geachtet werden (Mindestfallenabstand > 40 Meter; Meier 1992). Die Reichweite der Lock-
wirkung einer Falle ist bei standardisierten Bedingungen (vor allem Witterung und Standort) 
maßgeblich von der Leuchtanlage und der angelockten Art abhängig (zum Teil kommt es 
sogar zu einer höheren Lockwirkung auf eines der beiden Geschlechter einer Art). 

Lichtfallen gelten als wenig invasiv (vor allem im Vergleich zu den vielen Lichtquellen in 
menschlichen Siedlungen), allerdings sollte bei kleinen Habitaten mit seltenen Arten auf 
eine Dauerinstallation verzichtet werden.  

Standort: Wie bei Boden- und Malaisefallen hat die Wahl des Fallenstandorts (innerhalb 
eines Lebensraumtyps) großen Einfluss auf das erfasste Artenspektrum. Die Installation 
der Falle sollte deswegen immer von einer oder einem Fachkundigen durchgeführt werden. 
In Hügel- und Bergland kommt es beispielsweise zu charakteristischen nächtlichen Tempe-
raturschichtungen mit warmer Hangzone und Kaltluftsee am Talgrund. In steil eingeschnit-
tenen Tälern ist es am Oberhang also nicht nur wärmer, das Licht strahlt auch weiter aus, 
was das Fangergebnis beeinflusst (Schönborn 2003). Im Wald ist das nächtliche Klima 
meist homogener, aber auch hier ist auf Einflüsse durch Topographie und Vegetations-
struktur zu achten. Lichtfallen können auch in der Nähe von Gewässern eingesetzt werden.  

Witterung: Die Witterung und die Mondphase haben sehr großen Einfluss auf das Fanger-
gebnis (Yela und Holyoak 1997), schon geringe Unterschiede in Lufttemperatur und Bewöl-
kung vermindern die Flugaktivität vieler Arten (Schönborn 2003). Prinzipiell sind dunkle, 
warme, windstille und feuchte Nächte am besten geeignet (Young 2005). Auf die Windrich-
tung ist ebenfalls zu achten, weil sie oftmals ein Indikator für die allgemeinen Witterungs-
bedingungen ist. In kalten, klaren, trockenen und hellen Nächten ist mit einem schlechten 
Fangergebnis zu rechnen. 

Erfassbares Artenspektrum 
Der Fang mittels Lichtfallen wird nicht nur zum Nachweis nachtaktiver Lepidopteren einge-
setzt, sondern eignet sich auch zur Erfassung adulter Formen aquatischer Gruppen (vor 
allem Trichoptera; Peissner 1992). 

Hauptsächlich: Diptera (vor allem auf Lichtspektren im sichtbaren Bereich), Lepidoptera 
und Trichoptera (vor allem im ultra-violetten Bereich) 

Außerdem: Hymenoptera, Coleoptera, Neuroptera, Heteroptera, Auchenorrhyncha, Ephe-
meroptera und Plecoptera (die beiden letztgenannten nur, wenn sie schwärmen)  

Zeitaufwand und Kosten (Installation, Betrieb, Praktikabilität) 
Stationäre Lichtfallen sind aufwendig in der Anschaffung (ca. 300 bis 1000 €, Installation an 
geeignetem, leicht erreichbarem Ort), kostspielig im Betrieb (RIS: tägliche Leerung, anfällig 
für Vandalismus - auch Menschen werden von Licht angezogen - unter Umständen hoher 
Bestimmungsaufwand, Maximum: Juli / August), liefern dafür aber kontinuierlich Daten (un-
ter standardisierten Bedingungen - eine wichtige Voraussetzung für ein Monitoring). Im Ge-
gensatz dazu ist der händische Lichtfang kostengünstig (ca. 100 bis 300 €), hat keine Be-
triebskosten, erfordert aber eine Entomologin oder einen Entomologen vor Ort (je Leucht-
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termin in Sommermonaten drei bis fünf Stunden Fangzeit). Außerdem muss prinzipiell fle-
xibel auf die Witterung reagiert werden können. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Lockwirkung verschiedener Lichtspektren und die Auswirkungen der Lichtintensität und 
der Witterung auf die Aktivität verschiedener Arten bzw. Artengruppen ist nicht vollständig 
geklärt (bei Lepidoptera noch am besten erforscht; van Langevelde et al. 2011; Wölfling et 
al. 2016). In diesem Zusammenhang ist der Einsatz von Leuchtdioden interessant, da sie in 
einem sehr engen Spektrum emittieren und so gezielt einzelne Artengruppen ansprechen 
könnten (Green et al. 2012; Infusino et al. 2017). Zudem gibt es Bemühungen, den Licht-
fang mit Hilfe von Fotofallen (erfasstes Tier auf weißem Hintergrund) zu automatisieren. Ein 
gut trainierter Bestimmungs-Algorithmus kann eine Art potenziell in 90 % der Fälle richtig 
ansprechen. Die Entwicklung entsprechender Verfahren, beispielsweise des machine 
learnings mit Hilfe von deep learning basierten Algorithmen, schreitet rasch voran. Hoge-
weg et al. (2019) stellten jüngst erste Ergebnisse einer Testphase für ein Monitoring-
Netzwerk aus „smart insect cameras“ vor. Die preisgünstigen Geräte machen alle 10 Se-
kunden Aufnahmen von einer 30 x 40 Zentimeter großen Fläche, die vertikal oder horizon-
tal aufgespannt werden kann (beleuchtet oder in verschiedenen Farben; siehe Farbscha-
len). Diese Bilder werden mit oben genannten Algorithmen halbautomatisch ausgewertet, 
indem einzelne Insekten einer Art zugeordnet und diese Individuen sogar auf verschiede-
nen Aufnahmen wiedererkannt werden, sodass Mehrfachzählungen vorgebeugt werden 
kann. Bei dieser Form des Lichtfangs würden beträchtliche Personalkosten entfallen und es 
wäre eine kontinuierliche Erfassung möglich (Mayo und Watson 2007; Watson et al. 2004). 
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2.15 Erfassung von Makrozoobenthos in Fließgewässern (surveying 
macrofauna of watercourses) 

Allgemeine Beschreibung 
Unter Makrozoobenthos wird die Gesamtheit der in der Bodenzone und dem Uferbereich 
eines Gewässers lebenden und mit bloßem Auge erkennbaren tierischen Organismen ver-
standen. Es gibt zahlreiche Erfassungsmethoden für unterschiedliche aquatische Gruppen, 
was deren große Vielfalt bezüglich Mobilität, artspezifischem Verhalten und Nutzung ver-
schiedener Mikrohabitate widerspiegelt (Blaustein und Spencer 2005). Deswegen wurden 
je nach Gruppe und Habitat spezielle Methoden entwickelt. Ein Standard für Makro-
zoobenthoserfassungen wurde mit dem Inkrafttreten der EG-Wasserrahmenrichtlinie (EG-
WRRL) um die Jahrtausendwende etabliert. Diese im „Methodischen Handbuch Fließge-
wässerbewertung“ (Meier et al. 2006) festgehaltenen Vorgehensweisen werden heute in 
Deutschland großflächig eingesetzt. Im Folgenden ist die Methode zur Erfassung von Ein-
tags- (Ephemeroptera), Stein- (Plecoptera) und Köcherfliegenlarven (Trichoptera) kurz vor-
gestellt. Das „Methodische Handbuch Fließgewässerbewertung“ bietet über die detaillierte 
Darstellung der standardisierten Freiland- und Labormethoden zur Entnahme und Bearbei-
tung von Makrozoobenthos hinaus eine operationelle Taxaliste, Bestimmungsliteraturlisten 
(einschließlich eigens erstellter Bestimmungsschlüssel) und verschiedene Berechnungsme-
thoden. 

Erfassung von Ephemeroptera, Plecoptera und Trichoptera mittels Kicksampling 
Das „Methodische Handbuch Fließgewässerbewertung“ beschreibt das standardisierte 
Vorgehen sehr genau, darum sei hier die Beschreibung des Vorgehens auf Seite 19 zitiert 
(es wird ein sogenannter Benthoskescher mit quadratischem Grundriss und einer Kanten-
länge von 25 cm, einer Gaze-Maschenweite von 500 μm und einer Netztiefe von 70 cm, mit 
ausziehbarem Teleskopstiel von drei bis vier Metern Länge verwendet): „Die Beprobung 
erfolgt grundsätzlich entgegen der Fließrichtung beginnend am untersten Ende der Probe-
stelle. Für die Entnahme einer Teilprobe wird eine Fläche von 25 x 25 cm² (projizierte 
Rahmenmaße des Keschers) bearbeitet. Dabei wird der Kescher senkrecht zum Gewäs-
serboden aufgesetzt und das Substrat in Fließrichtung vor dem Kescher mit dem Fuß auf-
gewirbelt. Bei der Methode (Kicksampling genannt) wird das Substrat zu einer Tiefe von ca. 
2 bis 5 cm aufgewirbelt, so dass möglichst viele Organismen in den Kescher gespült wer-
den. In geringer Tiefe werden Grobkies bzw. größere Steine oder Totholz möglichst gründ-
lich mit der Hand abgewaschen. Nach jeder etwa dritten bis fünften Teilprobenahme sollte 
der Kescher ausgeleert und das Substrat in einen mit ca. 2 bis 3 Litern Wasser gefüllten 10 
Liter Eimer, eine flache Schüssel oder eine Weißschale überführt werden. Das gesamte 
Probenmaterial (ohne Wasser) sollte die Hälfte des Gefäßvolumens nicht überschreiten, 
andernfalls ist das Material auf entsprechend mehr Gefäße zu verteilen. Ist vorgesehen, 
nach der Probenahme das alternative Lebendsortierverfahren für das Freiland anzuwen-
den, besteht die Möglichkeit, die Teilproben bereits während der Probenahme auf mehrere 
Weißschalen aufzuteilen (z. B. alle 3-4 Kescherzüge). Rollen Grobkies oder größere Steine 
aufgrund starker Strömung in den Kescher, können diese schon zwischen der Entnahme 
von zwei Teilproben aus dem Kescher genommen werden, nachdem die anheftenden Or-
ganismen gelöst und in den Kescher überführt wurden.“ 

Auswahl der Probestelle 
Eine geeignete Probestelle spiegelt den Zustand eines längeren Gewässerabschnitts oder 
eines gesamten Wasserkörpers wider, nicht etwa besondere Kleinstrukturen. Es sind Mor-
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phologie und Habitatzusammensetzung (z. B. Befestigungsgrad des Uferbereichs, Vorhan-
densein von Totholz), Aufbau der Ufervegetation inklusive Beschattungsgrad und Anteile 
von Schnellen und Stillen zu berücksichtigen. Außerdem sollte beachtet werden, dass die 
Probestelle nicht in der Nähe von Brücken oder Belastungsstellen (z. B. punktuellen Einlei-
tungen) liegt. 

Die Länge der Probestelle sollte bei Bächen 20 - 50 m, bei mittelgroßen und großen Flüs-
sen 50 - 100 m betragen. 

Wahl des Zeitpunkts zur Probennahme 
Probenahmen im Tiefland und im Mittelgebirge sind zwischen Februar und August möglich, 
in den Alpen und im Alpenvorland zwischen Februar und Mai. Es wird empfohlen, Bäche (in 
den Alpen auch Flüsse) von Februar bis April und Flüsse von Mai bis Juli zu beproben. 

Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Die Vorgehensweise zum Makrozoobenthos-Monitoring nach dem „Methodischen Hand-
buch Fließgewässerbewertung“ ist stark standardisiert und in Deutschland etabliert. Je 
nach konkreter Fragestellung könnte der Einsatz ergänzender Methoden sinnvoll sein. 
Adulte Trichoptera lassen sich zum Beispiel sehr gut mit Lichtfallen an Gewässern erfassen 
(siehe Lichtfalle). Diese Methode ist allerdings noch nicht umfassend standardisiert worden. 
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2.16 Erfassung von Wasserkäfern in stehenden Gewässern (surveying 
beetles in ponds) 

Allgemeine Beschreibung 
Da Wasserkäfer mit ihren Lebenszyklen sehr eng an ihren Lebensraum gebunden sind, 
eine Beprobung stehender Gewässer mit ihrer oft dichten Ufervegetation aber nicht einfach 
ist, hat sich der Zeitfang mit Kescher und Sieb als einfache, aber geeignete Standardme-
thode durchgesetzt (Schmidl 1999). Als Ergänzung kann man Reusenfallen verwenden, die 
jedoch vor allem kleine Arten nicht ausreichend erfassen. 

Standardisierbarkeit 
Zeitfang mit Kescher und Sieb: Nach Schmidl (1999) werden in einem hinsichtlich Struktur 
und Vegetation möglichst einheitlichen Gewässerabschnitt für die Dauer von genau 90 Mi-
nuten Wasserkäfer gesammelt. Dazu werden in tieferen Abschnitten ein Wasserkescher (z. 
B. rund, 30 cm Durchmesser, 1 mm Maschenweite) und im Ufer- und Röhrichtbereich ein 
rundes Metall-Küchensieb mit verlängertem Griff (z. B. 25 cm Durchmesser, 5 mm Ma-
schenweite) verwendet, da in letzterem der Siebinhalt besser ausgelesen werden kann. Die 
Methode ist von März bis November gleichermaßen anwendbar, Fänge im August sind je-
doch oft individuenärmer wegen der zu dieser Zeit stattfindenden Verpuppung vieler Arten. 
Oertli et al. (2005) haben eine standardisierte Methode entwickelt, bei der mit einem ein-
heitlichen Kescher (Öffnung 14 x 10 cm, Maschenweite 0,5 mm) für eine Erfassungseinheit 
(30 Sekunden) intensiv gekeschert wird, wonach der Fang ausgewertet werden kann. Die 
Anzahl der Erfassungseinheiten richtet sich nach der Größe des zu beprobenden Gewäs-
sers (vier bei 10 m², acht bei 100 m², 16 bei 1000 m² und 32 bei 10 000 m²). 

Reusenfang: Mit Reusen können vor allem adephage Wasserkäfer (Larven und Adulte le-
ben räuberisch) und einige große Hydrophilidae gefangen werden. Kleinere Hydrophiloidea 
und die stark substratgebundenen Dryopoidea werden nur selten in Reusen nachgewiesen 
(Schmidl 1999). Eine Reuse besteht üblicherweise aus einer Plastikwasserflasche, die auf 
2/3 der Höhe aufgeschnitten und deren Flaschenoberseite mit der Schraubverschlussöff-
nung (> 2,5 cm) nach vorn wieder in den Flaschenkörper geschoben wurde. Diese Reusen 
(mit Luftblase zur Sauerstoffversorgung) werden im unmittelbaren Uferbereich eingebracht 
und können mit Ködern (ein Stückchen Schweineleber und / oder Leuchtdiode) versehen 
werden, um die Fangeffizienz zu steigern. Die Reusen müssen nach drei Tagen kontrolliert 
werden (im Sommer max. zwei Tage; bei Beköderung jeden Morgen!). Drei Beprobungs-
termine pro Jahr (Frühjahr, Frühsommer und Herbst) sind Standard. Um eine Vergleichbar-
keit zwischen verschiedenen Gewässern bzw. über längere Monitoringzeiträume zu errei-
chen, sollten Zahl, Expositionszeit, Beköderung und Beschaffenheit der Reusen vereinheit-
licht werden. Beachtet werden muss, dass Reusenfänge ähnlich wie Bodenfallen Aktivi-
tätsdichten abbilden. 

Auswahl der Probestelle 
Eine geeignete Probestelle spiegelt den allgemeinen Zustand des stehenden Gewässers 
wider, nicht etwa besondere Kleinstrukturen. Es sind die Morphologie und Habitatzusam-
mensetzung (z. B. Befestigungsgrad des Uferbereichs, Vorhandensein von Totholz) und 
Aufbau der Ufervegetation inklusive Beschattungsgrad zu berücksichtigen. Außerdem sollte 
beachtet werden, dass die Probestelle nicht in der Nähe von Fließgewässereinmündungen 
oder Belastungsstellen (z. B. punktuellen Einleitungen) liegt. 
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Forschungs- und Entwicklungspotenzial 
Im Gegensatz zur standardisierten Fließgewässererfassung nach der Wasserrahmenrichtli-
nie gibt es kein derartig großflächiges Erhebungsverfahren für stehende Gewässer. In der 
Schweiz wurde anhand der Beprobung von 80 Teichen eine standardisierte Methode zur 
Biodiversitätserfassung von Wasserpflanzen, aquatischen Schnecken, Wasserkäfern, adul-
ten Libellen und Amphibien entwickelt, die sich PLOCH [Plans (PL) d’eau (O) suisses (CH)] 
nennt (Oertli et al. 2005). 

Mit den oben genannten Methoden lassen sich ohne großen Mehraufwand auch Wasser-
wanzen erfassen (vergleiche Strauss und Niedringhaus 2014).  
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3 Kurzzusammenfassungen etablierter Erfassungsmethoden für 
einzelne Artengruppen 

Für eine durch den Auftraggeber dieser Recherchearbeit vorgegebene Auswahl von Insek-
tengruppen (siehe Kapitel 1) werden hier zusammenfassend etablierte Erfassungsmetho-
den und artengruppenspezifische Aspekte mit Blick auf ein Monitoring dargestellt. 

3.1 Heuschrecken (Orthoptera) 
Sie sind in Deutschland mit einer überschaubaren Anzahl von 86 Arten vertreten. Die meis-
ten davon sind im Offenland zu finden und zeigen klare Habitatansprüche (Detzel 1992). 
Zur vollständigen Erfassung ist man auf Sichtfang im weitesten Sinne angewiesen. In einer 
Kombination aus gezieltem Streifkeschern an geeigneten Strukturen und dem so genann-
ten „Verhören“ des Lebensraums lassen sich die meisten Arten einer Fläche erfassen. Die-
se Vorgehensweise besticht durch ihre Effektivität und wird bereits seit Jahrzehnten einge-
setzt (z. B. Gardiner et al. 2005; Poniatowski 2008; Schuch et al. 2011), kann aber leider 
nur die Anwesenheit einer Art belegen und liefert somit qualitative Daten. Durch die Ver-
wendung eines Ultraschallfrequenzmodulators (Bat-Detector) lassen sich zusätzlich Arten 
nachweisen, deren „Gesang“ nicht im für das menschliche Ohr hörbaren Frequenzbereich 
liegt. Will man quantitative Daten erhalten, sollte man ein sogenanntes Isolationsquadrat 
einsetzen (z. B. Behrens und Fartmann 2004; Gardiner und Hassall 2009; Gardiner et al. 
2005; Helbing et al. 2014; Kormann et al. 2015; Lemke et al. 2010; Poniatowski 2008), 
dessen Technik im Kapitel zum Sichtfang näher beschrieben ist. Diese Methode ist prinzi-
piell für Heuschrecken sehr gut geeignet – besser als standardisiertes Streifkeschern (z. B. 
Gardiner et al. 2005; Kruess und Tscharntke 2002; Larson et al. 1997; O'Neill et al. 2002), 
da sie flächenbezogene Daten liefert und minimal invasiv ist, wenn die einzelnen Individuen 
vor Ort bestimmt werden, was entsprechende Artenkenntnis voraussetzt.  

Einen sehr interessanten Ansatz zur quantitativen Erfassung entlang von Straßen haben 
(Penone et al. 2013) entwickelt. Sie erfassten Heuschreckengesänge mit am Fahrzeug 
montierten Aufnahmegeräten nach Standardprotokollen. Aus den so gewonnen Daten lie-
ßen sich nicht nur zuverlässig Artidentitäten, sondern auch Aktivitätsdichten ableiten.  

3.2 Libellen (Odonata) 
Sie sind in Deutschland mit etwa 80 Arten vertreten. Libellen können repräsentativ über 
standardisierte Transektbegehungen erfasst werden (z. B. Harabiš und Dolný 2015; Kalk-
man et al. 2018; Oertli 2008; Smallshire und Beynon 2010); näheres zur Methodik ist im 
entsprechenden Kapitel zu finden. Prinzipiell stehen hier drei Erfassungsmöglichkeiten zur 
Verfügung: Larven-, Exuvien- oder Adultenzählungen, die alle ihre Vor- und Nachteile ha-
ben. Sollte (z. B. aufgrund ökonomischer Zwänge) nur eine der Möglichkeiten umgesetzt 
werden können, kann je nach Fragestellung die Exuvienzählung zu favorisieren sein (Oertli 
2008). Das Vorhandensein des letzten Häutungsstadiums einer Art im Uferbereich ist der 
beste Indikator dafür, dass diese Spezies während ihres gesamten Lebenszyklus im ent-
sprechenden Gewässer vorkam (Eiablage eingeschlossen). Außerdem bietet die standardi-
sierte Exuvienerfassung eine verlässliche Abschätzung der Populationsdichte. Allerdings ist 
eine wiederholte Suche nötig (zeitaufwendig), die Exuvien haften je nach Art und Witterung 
unterschiedlich lange am Substrat und sind verschieden stark exponiert bzw. versteckt. 
Außerdem ist für ihre Bestimmung ein entsprechendes Maß an Expertise notwendig. Bei 
der Larvenerfassung steht man vor ähnlichen Herausforderungen (Oertli 2008). Außerdem 
müssen die gefangenen Tiere aus einer Probe heraussortiert werden und möglichst für alle 
Arten das jeweils letzte Larvenstadium für eine sichere Bestimmung vorliegen. Die alleinige 
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Erfassung von Adulten bei Monitoringaktivitäten ist meist durch die Tatsache bedingt, dass 
Erfassung und Bestimmung schneller und damit kostengünstiger durchzuführen sind – hier 
ist der Nachteil hinzunehmen, dass eine Art nicht unbedingt dem Gewässer zuzuordnen ist, 
an dem sie registriert wurde. Wanderungsbewegungen sind bei einigen Libellenarten häu-
fig, was in den Erfassungsdaten von Adulten zu einem „Hintergrundrauschen“ führt (Oertli 
2008). 

3.3 Eintagsfliegen (Ephemeroptera), Köcherfliegen (Trichoptera) und 
Steinfliegen (Plecoptera) 

Eintagsfliegen sind mit etwa 120 Arten, Steinfliegen mit etwa 80 Arten und Köcherfliegen 
mit mindestens 280 Arten in Deutschland vertreten. Zur Erfassung von Makrozoobenthos in 
Fließgewässern sind viele unterschiedliche Methoden gebräuchlich. Allerdings ist das so-
genannte Kicksampling für eine repräsentative Beprobung der oben genannten Gruppen 
die gängige Methode, da es sich auf eine genau festlegbare Grundfläche bezieht und 
schnell und kostengünstig durchzuführen ist. Es wird seit Jahren bundesweit für die Fließ-
gewässerbewertung eingesetzt (z. B. Jansen et al. 2000; Lorenz et al. 2004; Meier et al. 
2006; Schulz 2016; Werth et al. 2005). Näheres dazu im entsprechenden Kapitel, weitere 
Methoden werden dort jedoch nicht oder nur am Rande behandelt (siehe dafür z. B. Gere-
cke et al. 2007; Jähnig et al. 2009; Werth et al. 2005). Zur repräsentativen Erfassung von 
adulten Köcherfliegen ist standardisierter Lichtfang ebenfalls geeignet (z. B. Peissner 1992; 
Wolf und Angersbach 2010). Es sind dafür pro Vegetationsperiode mindestens drei Leucht-
termine zu veranschlagen (Juni, August, Oktober). Bei der Wahl des zu beprobenden Ge-
wässerabschnitts sollte eine fachkundige Person mit einbezogen werden. 

3.4 Netzflügler (Neuroptera) 
Die Ordnung ist in Deutschland mit etwa 120 Arten vertreten. Mindestens zwanzig der Ar-
ten sind nur in Baumkronen zu finden. Die repräsentative Erfassungsmethode für diese 
Arten ist die Kreuzfensterfalle (z. B. Gruppe et al. 2008; Gruppe und Müller 2007; Werme-
linger et al. 2017), die je nach Fragestellung sehr gezielt platziert werden kann. Für die Ar-
ten des Offenlandes können Lichtfallen verwendet werden (z. B. Ábrahám et al. 2003; Sze-
ntkirályi und Kazinczy 2002; Vas et al. 2001), deren Nutzung kaum ökologische Kenntnisse 
der einzelnen Arten voraussetzt. Standardisiertes Streifkeschern bzw. der Sichtfang im ent-
sprechenden Lebensraum einer Art (besonders an Blättern der Ufervegetation) ist bei die-
ser verhältnismäßig artenarmen Gruppe allerdings die Standarderfassungsmethode (Saure 
und Gruppe 1999). Um repräsentative Ergebnisse zu erhalten, sollten pro Jahr mindestens 
drei Begehungen zwischen Mai und September veranschlagt werden. Für die vollständige 
Erfassung der Arten eines Lebensraums ist eine mehrjährige Untersuchung notwendig 
(Saure und Gruppe 1999). 

3.5 Zikaden (Auchenorrhyncha) 
Diese Gruppe ist in Deutschland mit mindestens 650 Arten vertreten. Etwa zwei Drittel der 
Pflanzensauger kommen im Offenland vor, die restlichen sind während ihres Lebenszyklus 
entweder teilweise (im Larven- oder Adultstadium) oder ganz an Gehölze gebunden. Bei 
Zikaden ist das standardisierte Streifkeschern für relative Diversitäts- und Abundanzver-
gleiche am besten geeignet und wird schon seit den 1950er Jahren im Grasland eingesetzt 
(z. B. Marchand 1953; Schiemenz 1969; Schuch et al. 2012). Je nach Vegetationshöhe und 
-dichte ist die Methode allerdings auf Arten der Krautschicht beschränkt und bodennahe 
Tiere werden schlechter erfasst. Eine Ergänzung bietet der standardisierte Saugfang (z. B. 
Buffington und Redak 1998; Buri et al. 2012; Kormann et al. 2015; Körösy et al. 2012), der 
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sich in den letzten zwei Jahrzehnten fest etabliert hat (Cherril et al. 2017; Standen 2000). 
Bei der Erfassung bodennaher Arten erzielt er bessere Ergebnisse, allerdings sind diese 
auch von der Vegetationshöhe und -dichte abhängig (Sanders und Entling 2011). Zusätz-
lich ermöglicht er eine flächenbezogene Erfassung, was ihn zu einer sehr wertvollen Me-
thode für Monitoringaktivitäten macht. Zur repräsentativen Erfassung der Zikadenfauna der 
Bäume und Sträucher lassen sich Kreuzfenster- und Malaisefallen einsetzen, allerdings 
sind diese Methoden nicht hauptsächlich für Zikaden gebräuchlich und deswegen diesbe-
züglich weniger erprobt. Fogging (Einnebeln von Baumkronen mit Insektizid bzw. Betäu-
bungsmittel) eignet sich sehr gut zur repräsentativen Wiedergabe einer Zikadenpopulation 
im Kronenraum, ist aber aufgrund extrem hoher Anforderungen an eine fachgerechte 
Durchführung (z. B. absolute Windstille und viel Erfahrung mit der Methode) nicht beson-
ders gut für Monitoringaktivitäten geeignet. 

3.6 Wanzen (Heteroptera) 
Wanzen sind mit knapp 1000 in Deutschland vorkommenden Arten eine relativ große Ar-
tengruppe. Sie sind in allen Lebensraumtypen zu finden. Ein überwiegender Teil der Arten 
ist phytophag, allerdings gibt es auch etliche räuberische Vertreter. Es existieren sowohl 
terrestrische als auch limnische Arten. Diese Vielfalt an Lebensraumansprüchen bedingt 
ein großes Spektrum an Erfassungsmöglichkeiten. Im Offenland sind standardisiertes 
Streifkeschern (z. B. Körösy et al. 2012; Littlewood et al. 2012; Schuch et al. 2012; Simons 
et al. 2016; Zurbrügg und Frank 2006) und Saugfang (z. B. Kormann et al. 2015; Littlewood 
et al. 2012; Standen 2000) repräsentativ, mit ähnlichen Vor- und Nachteilen wie bei den 
Zikaden. Auch Lebensräume, in denen Gehölze dominieren, lassen sich wie bei Zikaden 
gut mit Kreuzfenster- und Malaisefallen abdecken (z. B. Goßner et al. 2006). Auch 
Stammeklektoren eignen sich für die repräsentative Erfassung von Wanzen. Bei der Aus-
wahl der Methode kann man sich bei Wanzen daher gut an Synergien orientieren, die ein 
bestimmter Fallentyp in Bezug auf andere Gruppen mit sich bringt. Die repräsentative Er-
fassung von Wasserwanzen gleicht der Erfassung von Wasserkäfern in stehenden Gewäs-
sern. Näheres dazu im entsprechenden Kapitel oder bei Strauss und Niedringhaus (2014). 

3.7 Großschmetterlinge (Macrolepidoptera): Tagfalter 
Sie sind in Deutschland mit mindestens 150 Arten vertreten. Die meisten Arten kommen im 
Offenland vor. Die standardisierte Transektbegehung (z. B. Filz et al. 2013; Kormann et al. 
2015; Kruess und Tscharntke 2002; Schmitt et al. 2008; Schneider und Fry 2001; Skórka et 
al. 2013; Zhang et al. 2018) ist bei der Erfassung von Tagschmetterlingen gängiger Stan-
dard, von dem zahlreiche Monitoringprogramme in ganz Europa zeugen (van Swaay et al. 
2018). Allein in Deutschland werden auch über das Tagfalter-Monitoring Deutschland hin-
aus etliche solcher Erfassungen durchgeführt (Lang et al. 2016b), die sich zum Teil von 
Bundesland zu Bundesland in der Methodik leicht unterscheiden können. Schlüsselfaktoren 
bei der Festsetzung der Rahmenbedingungen sind die Transektlänge, die Anzahl der Be-
gehungen und das Zeitfenster, in der die Artenaufnahme stattfindet. Transektlängen von 
einem Kilometer Länge haben sich als optimal bei Kosten-Nutzen-Analysen für abhängige 
Stichproben und nahe beieinander liegenden Transekten herausgestellt (Lang et al. 
2016a). Mit vier Begehungen pro Jahr (mindestens eine davon während der Hauptauftre-
tens der meisten Arten im Juli oder August) können etwa 90 % des vorhandenen Arten-
spektrums abgebildet werden. 
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3.8 Großschmetterlinge (Macrolepidoptera): Nachtfalter  
In Deutschland sind sie mit mindestens 1160 Arten ähnlich artenreich wie die Wanzen. Sie 
sind in allen Lebensräumen gleichermaßen anzutreffen. Die repräsentative Erfassungsme-
thode ist unbestritten der standardisierte Lichtfang (z. B. Infusino et al. 2017; Meier 1992; 
Shortall et al. 2009; van Langevelde et al. 2011; Wölfling et al. 2016). Seiner hohen Fangef-
fizienz steht der Nachteil seiner starken Anfälligkeit gegenüber abiotischen Einflüssen (Wit-
terung, Mondphase) gegenüber (Hirao et al. 2008; Holyoak et al. 1997; Jonason et al. 
2014; Schönborn 2003; Yela und Holyoak 1997). Pro Standort und Jahr sind fünf bis 10 
Leuchttermine zu veranschlagen. Auch die Auswahl der Leuchtanlage ist von zentraler Be-
deutung, da sowohl emittiertes Strahlungsspektrum, als auch Lichtintensität eine große 
Rolle spielen. Näheres dazu im entsprechenden Kapitel. 

3.9 Zweiflügler (Diptera): Schwebfliegen (Syrphidae) 
In Deutschland kommen mindestens 450 Arten vor. Da sich verschiedene Arten entspre-
chend ihrer Verhaltensweise unterschiedlich gut erfassen lassen (Franke und Zucchi 1996), 
sollten sich ergänzende Methoden verwendet werden. Zur Erfassung können in allen Le-
bensraumtypen zum Beispiel Farbschalen (z. B. Campbell und Hanula 2007; Dormann et 
al. 2007; Franke und Zucchi 1996; Hendrickx et al. 2007; Kormann et al. 2015; Schweiger 
et al. 2007) oder Malaisefallen zum Einsatz kommen (z. B. Campbell und Hanula 2007; 
Franke und Zucchi 1996; Martin und Grell 1999; Stuke 1995). Beide Methoden haben den 
Vorteil, dass sie relative Vergleiche zulassen. Von Nachteil ist, dass sie jeweils nicht alle 
vorkommenden Arten erfassen können bzw. selektiv wirken und ihre Fangeffizienz stark 
standortabhängig ist. Deswegen sollte ergänzend Sichtfang durch eine Artenkennerin bzw. 
einen Artenkenner durchgeführt werden (vgl. Dziock und Schanowski 2003; Franke und 
Zucchi 1996; Martin und Grell 1999; Salveter 1998). Auch die Falleninstallation muss von 
fachkundigen Personen begleitet werden (Martin und Grell 1999), da die Selektivität durch 
einen unzureichend gewählten Standort steigt. 

3.10 Hautflügler (Hymenoptera): Wildbienen (Apoidea) 
Für Deutschland sind 570 Arten bekannt. Die meist licht- und wärmeliebenden Wildbienen 
sind hauptsächlich im Offenland zu finden, in Wäldern überwiegend an sonnigen Stellen 
(Lichtungen, Bestandslücken, innere und äußere Waldränder). Der Sichtfang ist stets ande-
ren Fangmethoden vorzuziehen, wenn eine möglichst vollständige Erfassung des Arten-
spektrums angestrebt wird oder biologische und ökologische Informationen (z. B. zur Res-
sourcennutzung) gewonnen werden sollen (Westrich 2018). Der Lebensraum einer Bie-
nenart kann aus mehreren Teillebensräumen bestehen, in denen jeweils die einzelnen er-
forderlichen Requisiten wie z. B. Nahrungspflanzen, Abbruchkanten, Hohlwegwände, Alt-
holz-Bestände, vegetationsfreie oder schütter bewachsene Flächen enthalten sein müssen 
(Schwenninger 1992). Mit dem Vorkommen einer bestimmten Art lassen sich Rückschlüsse 
auf die Strukturvielfalt ziehen, allerdings ist das kein eindeutiger Beleg für die tatsächliche 
Nutzung eines Requisits (biotopfremde Arten). Darum liefert die Verwendung von Farb-
schalen, Fenster- oder Malaisefallen (z. B. Dormann et al. 2007; Hendrickx et al. 2007; 
Kormann et al. 2015; Stuke 1995; Tischendorf und von der Heide 2001; Westphal et al. 
2008) bedeutend weniger biologische oder ökologische Informationen als der Sichtfang 
(Westrich 2018). Diese Fallen können, wie auch standardisiertes Streifkeschern oder stan-
dardisierte Transektbegehungen, zur standardisierten Erfassung von Beständen und zur 
Ermittlung von Bestandstrends eingesetzt werden, das Fangergebnis ist bei Fallen aller-
dings stark vom Standort und von der Lockwirkung der Farbe abhängig (Weber 1999). Zu-
dem ist der Sortier-, Auswertungs- und Bestimmungsaufwand im Vergleich zum Sichtfang 
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enorm hoch. Bei großangelegten Langzeit-Monitoringaktivitäten ist die Farbschale als ef-
fektivste und kosteneffizienteste Erfassungsmethode anzusehen (Westphal et al. 2008), 
auch wenn sie nur eingeschränkt und schwer interpretierbare quantitative Daten liefert. 
Auch ist, je nach Artengruppe, die standardisierte Transektbegehung eine mögliche effizi-
ente Methode, die qualitative und quantitative Daten liefern kann (etabliert beim „BeeWalk“ 
vom Bumblebee Conservation Trust aus England und „All-Ireland Bumblebee Monitoring 
Scheme“ des National Biodiversity Data Centre aus Irland). Diese Methode könnte mit Blick 
auf diesbezüglich weniger geeignete Artengruppen unter den Wildbienen (kleinere, un-
scheinbarere oder sich bodennah oder in der Vegetation aufhaltende Arten) auch modifi-
ziert eingesetzt werden, z. B. durch Streifkeschern oder Sichtfang innerhalb des standardi-
sierten Transekts.  

3.11 Hautflügler (Hymenoptera): Grabwespen (Spheciformes, früher Sphe-
coidea) 

Für Deutschland wurden etwa 250 Arten nachgewiesen. Die deutlichsten ökologischen Un-
terschiede zu den Wildbienen finden sich in der Brutfürsorge bzw. Brutpflege. Zwar errich-
ten Grabwespen, ebenso wie solitär lebende Wildbienen, unterirdisch oder in geeigneten 
Hohlräumen Brutkammern (z. B. in morschem Holz, Mauern, verlassenen Brutkammern 
anderer Hautflügler oder Pflanzenstängeln), allerdings wird der Nachwuchs nicht mit Pollen 
oder Nektar versorgt, sondern mit verschiedenen Insekten- oder Spinnenarten (Blösch 
2014). Viele Grabwespenarten sind - ähnlich wie Wildbienen - auf bestimmte Habitatstruk-
turen bzw. Requisiten und Wirtsarten angewiesen. Insofern ist, wie bei anderen Artengrup-
pen auch, der Sichtfang anderen Methoden vorzuziehen (z. B. Donie 2008; Kraatz 2005; 
Winkler 2007), um die tatsächliche Nutzung eines Requisits zweifelsfrei zu belegen (Aus-
schluss biotopfremder Arten). Andere Methoden wie Malaisefallen oder Farbschalen lassen 
sich jedoch nutzen, um spezielle Fragestellungen zu beantworten (z. B. Cruz-Sánchez et 
al. 2011; Stuke 1995; Tischendorf und von der Heide 2001). 

3.12 Hautflügler (Hymenoptera): Blattlaus-Parasitoide  
Blattläuse sind meist besonders zahlreich in Monokulturen anzutreffen, so dass man an sie 
angepasste Parasitoide dort ebenfalls in größeren Mengen findet. Neben standardisiertem 
Streifkeschern (z. B. Vollhardt et al. 2008) ist das Erfassen von sogenannten Blattlausmu-
mien eine gängige Methode, um nicht nur repräsentative Artenzahlen und relative A-
bundanzen, sondern vor allem flächenbezogene Abundanzen zu erhalten (z. B. Andrade et 
al. 2016; Müller et al. 1999; Nyabuga et al. 2010). Dazu wird eine Fläche festgelegt und die 
darin parasitierten Blattläuse möglichst vollständig manuell abgesammelt (jede einzelne 
Pflanze muss abgesucht werden). In komplexen Habitaten (außerhalb von Monokulturen) 
sind Blattlaus-Parasitoide außerdem mit Malaisefallen und Farbschalen gut erfassbar (Fra-
ser et al. 2008). Beide Methoden sind hinsichtlich der Feldarbeit weniger zeitaufwendig als 
Mumienzählungen und decken zusätzlich noch andere Artengruppen mit ab, liefern aller-
dings keine flächenbezogenen Abundanzen und erzeugen einen größeren Sortieraufwand. 
Bei gefangenen Adulten lässt sich die Art direkt bestimmen, die „Insassen“ von Blattlaus-
mumien hingegen müssen erst zum Schlupf gebracht werden, um die Parasitoiden auf Art-
niveau zuordnen zu können. 

3.13 Käfer (Coleoptera): Ausgewählte Käferfamilien  
Die Käfer sind die mit Abstand artenreichste Insektenordnung der Erde. Die hier präsentier-
te Auswahl spiegelt nur einen Teil des in Deutschland vorkommenden Spektrums wider. 
Aufgrund einer Vielzahl von zum Teil sehr versteckt lebenden Arten ist für eine vollständige 
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Erfassung einer Käferfamilie eines bestimmten Lebensraums im Allgemeinen der von einer 
Spezialistin oder einem Spezialisten durchgeführte Sichtfang mit verschiedenen Hilfsmitteln 
(z. B. Kescher, Klopfschirm, Sieb) am besten geeignet. Allerdings gibt es einige standardi-
sierbare Erfassungsmethoden, die sich bewährt haben und die sich für manche Käferfami-
lien recht gut eignen. Im Folgenden sind Beispiele aufgeführt. 

3.13.1 Blatthornkäfer (Scarabaeidae) 
Diese Käferfamilie umfasst etwa 160 Arten in Deutschland mit unterschiedlichen funktionel-
len Gruppen und Habitatansprüchen. Einen wichtigen Teil stellen die Dung liebenden Ar-
ten. Außerdem gibt es unter den Blatthornkäfern Arten, die Totholz benötigen (siehe Teil-
abschnitt Totholzkäfer) oder Blütenbesucher. Für die Dung liebenden Arten ist der Einsatz 
von Bodenfallen mit Ködern eine Erfassungsmöglichkeit (z. B. Doube und Giller 1990; Er-
rouissi et al. 2004; Larsen und Forsyth 2005; Slachta et al. 2009; Waszmer 1995). Einer-
seits ist dieser Fallentyp sehr effizient, andererseits jedoch schwer zu standardisieren (Y-
oung 2005). Näheres dazu im entsprechenden Kapitel. Eine andere gute Form der Erfas-
sung bieten zusätzlich Lichtfang (Rheinheimer und Hassler 2013) und Kreuzfensterfalle (z. 
B. Dorow et al. 1992; Wermelinger et al. 2017). Mit beiden Methoden lassen sich auch Ar-
ten außerhalb der Familie der Blatthornkäfer nachweisen (hier können Synergien genutzt 
werden) und zumindest letztere wirkt nicht selektierend, im Gegensatz zur beköderten Bo-
denfalle oder dem Lichtfang. 

3.13.2 Bockkäfer (Cerambycidae) 
Sie sind mit knapp 200 Arten in Deutschland vertreten. Diese ernähren sich hauptsächlich 
von Pollen, Blättern oder ausfließenden Baumsäften. Die Larvalentwicklung erfolgt über-
wiegend in Holz oder krautigen Pflanzen. Entsprechend sind die meisten Arten in Wäldern 
oder waldähnlichen Landschaftsstrukturen zu finden. Zur Erfassung eignen sich Stamm-
Eklektoren und Kreuzfensterfallen (Dorow et al. 1992), die die Standardmethoden in Wald-
habitaten darstellen (z. B. Goßner et al. 2006; Økland 1996; Wermelinger et al. 2007; Wer-
melinger et al. 2017). Viele Arten lassen sich auch gut mit Malaisefallen nachweisen 
(Skvarla und Dowling 2017), die entsprechend auf Lichtungen oder an Gehölzsäumen plat-
ziert werden müssen. 

3.13.3 Düsterkäfer (Melandryidae) 
Sie sind in Deutschland mit 34 Arten vertreten. Sowohl Adulte als auch Larven leben unter 
der Rinde alter Bäume, auf verpilzten Ästen oder in Mulm (siehe Teilabschnitt Totholzkä-
fer).  

3.13.4 Laufkäfer (Carabidae) 
Laufkäfer sind mit knapp 570 Arten in Deutschland vertreten. Es sind überwiegend nacht-
aktive Jäger, die sich von anderen Insektenarten und deren Larven ernähren. Allerdings 
gibt es auch Arten, die teilweise oder vollständig phytophag leben (hier spielen vor allem 
Samen und Pollen eine Rolle). Als Standardmethode ist die Bodenfalle (z. B. Brooks et al. 
2012; Dormann et al. 2007; Hendrickx et al. 2007; Jähnig et al. 2009; Lange et al. 2011; 
Wermelinger et al. 2017) von zentraler Bedeutung (Trautner und Fritze 1999), deren Vorteil 
in geringen Kosten und der einfachen Handhabung liegt (siehe entsprechendes Kapitel). In 
bestimmten Biotoptypen (z. B. Überschwemmungsgebieten) wird das standardisierte 
Handaufsammeln innerhalb eines vorher festgelegten Zeitraums oft bevorzugt (Details in 
Trautner und Fritze 1999). Rheinheimer und Hassler (2013) beschreiben den Lichtfang als 
eine ebenfalls geeignete Methode, um Laufkäfer zu erfassen. 
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3.13.5 Sandlaufkäfer (Cicindelinae, früher Cicindelidae) 
siehe Laufkäfer. 

3.13.6 Prachtkäfer (Buprestidae) 
Sie sind mit etwa 100 Arten in Deutschland vertreten. Diese sind fast ausschließlich in 
Wärmegebieten Süddeutschlands zu finden. Adulte und Larven sind phytophag und zum 
Teil streng an ihre Wirtspflanzen gebunden. Sie ernähren sich von Holz, Rinde und Blättern 
(Nadeln) ihrer Wirtspflanzen. Geeignete Erfassungsmethoden sind Kreuzfensterfallen und 
Stamm- bzw. Totholzeklektoren (z. B. Wermelinger et al. 2007). 

3.13.7 Schnellkäfer (Elateridae) 
Sie sind mit 150 Arten in Deutschland vertreten. Die Adulten fressen an Blättern und Blü-
ten, die Larven leben in der Erde oder unter Rinde und in Totholz. Teilweise ernähren sie 
sich von Pflanzenwurzeln (Drahtwürmer) oder leben räuberisch. Entsprechend ist die Wahl 
der Erfassungsmethoden vom untersuchten Habitattyp abhängig. Im Wald werden meist 
Kreuzfensterfallen und Stamm- bzw. Totholzeklektoren eingesetzt (Quinto et al. 2013). Au-
ßerdem sind für die überwiegende Zahl der Arten mit im Boden lebenden Larvenstadien 
Bodenphotoeklektoren sehr gut geeignet. Im Offenland hingegen werden Schnellkäferarten 
oft mit Streifkeschern erfasst. Der Einsatz von Ködern in Form von Pheromonfallen ist bei 
seltenen Indikatorarten eine wesentlich effizientere Nachweismethode (Andersson et al. 
2014). 

3.13.8 Schwimmkäfer (Dytiscidae) 
Diese Käferfamilie ist in Deutschland mit knapp 150 Arten vertreten und stellt nur einen 
kleinen Teil der in Gewässern zu findenden Käferarten dar. Vertreter dieser Familie kom-
men in nahezu allen pflanzenreichen Gewässertypen vor. In den Kapiteln Erfassung von 
Wasserkäfern in stehenden Gewässern und Erfassung von Makrozoobenthos in Fließge-
wässern sind geeignete Methoden beschrieben, die auch für diese Käferfamilie zu empfeh-
len sind. 

3.13.9 Schröter (Lucanidae) 
Die sieben in Deutschland vertretenen Arten sind streng geschützt. Ihre Larven entwickeln 
sich in Totholz, die Adulten lecken gerne ausfließende Baumsäfte. Aufgrund ihrer Selten-
heit und ihrer speziellen Habitatansprüche können Schröter nur mit gezieltem Sichtfang 
durch eine Spezialistin oder einen Spezialisten vollständig erfasst werden. 

3.13.10 Rosenkäfer (Cetoniinae, früher Cetoniidae) 
Sie sind der Familie der Blatthornkäfer zuzurechnen. Die Larven entwickeln sich in Detritus 
oder Mulm, die Adulten lecken ausfließende Pflanzen- bzw. Baumsäfte und sind oft in 
Baumhöhlen zu finden. Aufgrund ihrer speziellen Habitatansprüche werden Rosenkäfer mit 
gezieltem Sichtfang durch eine Spezialistin oder einen Spezialisten erfasst.  

3.13.11 Rüsselkäfer (Curculionidae) 
Dies ist die in Deutschland mit knapp 1400 Arten nach den Staphylinidae artenreichste Kä-
ferfamilie. Rüsselkäfer sind ökologisch sehr bedeutsame Phytophage. Viele Arten sind 
hochspezialisiert, etliche können nur einzelne Pflanzenarten nutzen, andere stellen speziel-
le Biotopansprüche und sind daher nur wenig wanderfreudig. Solche Arten können als so-
genannte „Zeigerarten“ für die ökologische Bewertung von Biotopen dienen. Der Sichtfang 
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mit Klopfschirm und Kescher und das Aussieben der Bodenstreu sind sehr gut für die Er-
fassung geeignet (Details in Rheinheimer und Hassler 2013). Im Grasland ist diese Käfer-
familie auch sehr effizient mit standardisiertem Saugfang zu erfassen (Sanders und Entling 
2011). 

3.13.12 Bohrkäfer (Bostrichidae) 
siehe Totholzkäfer (xylobionte Coleoptera) 

3.13.13 Plattkäfer (Cucujidae) 
siehe Totholzkäfer (xylobionte Coleoptera) 

3.13.14 Runzelkäfer (Rhysodidae) 
siehe Totholzkäfer (xylobionte Coleoptera) 

3.13.15 Totholzkäfer (xylobionte Coleoptera) 
Unter den mindestens 1100 Arten in Deutschland (etwa 60 Familien) sind die Bockkäfer 
(Cerambycidae), Bohrkäfer (Bostrichidae), Plattkäfer (Cucujidae), Prachtkäfer (Bupresti-
dae), Runzelkäfer (Rhysodidae), Schnellkäfer (Elateridae), Rüsselkäfer (Curculionidae) und 
Schröter (Lucanidae) vertreten. Die Erfassung von Totholzkäfern ist aufwendig. Schon bei 
der Erstbegehung eines Standortes sollte das gesamte Baum- und Strauchinventar, die 
Altersstruktur sowie der Anteil der unterschiedlichen Totholzelemente eingeschätzt werden 
(Bense 1992). Viele Arten lassen sich repräsentativ mit sogenannten Totholz-Eklektoren 
erfassen (z. B. Dorow et al. 1992; Köhler 1995; Schiegg 2001). Dieser Fallentyp bietet den 
Vorteil, dass er sich auf ein festgelegtes Volumen eines bestimmten Holztyps bezieht und 
somit absolute Vergleiche zulässt, ist allerdings recht aufwendig. Ebenfalls sehr gute Fan-
gergebnisse erhält man mit der Kreuzfensterfalle (Bense 1992), die es vor allem ermöglicht, 
gezielt verschiedene Straten im Wald zu untersuchen (z. B. Bouget et al. 2008; Goßner et 
al. 2006; Gruppe et al. 2008; Skvarla und Dowling 2017; Wermelinger et al. 2017). Zwar 
sind hier nur relative Vergleiche möglich, aber die Falle kann mit wesentlich geringerem 
Aufwand installiert und betrieben werden. Auf ergänzende Methoden wie Käfersieb, nächt-
liches Ableuchten von Schlüsselstrukturen, Totholz-Klopfproben und regelmäßiger Sicht-
fang (Möller 2017) sollte zurückgegriffen werden, wenn eine möglichst vollständige Erfas-
sung des Artenspektrums angestrebt wird. Allerdings sind diese Methoden von einer Spe-
zialistin bzw. einem Spezialisten durchzuführen, da die Lebensraumansprüche der einzel-
nen Arten eine große Rolle spielen und der oder dem Untersuchenden bekannt sein müs-
sen. Eine Erhebung über mehrere Jahre hinweg ist ebenfalls unumgänglich, denn ein Teil 
der Arten hat z. B. eine mehrjährige Entwicklungsdauer und tritt darum nur in gewissen 
Jahren zahlreicher auf. Andere Arten leben so versteckt, dass man sie nur als Zufallsfund 
ermitteln kann. Schließlich lassen sich beispielsweise mit den als „typische Holzkäferarten“ 
geltenden Pracht-, Bock- oder Borkenkäfer kaum schattig-feuchte Bereiche mit von Holzpil-
zen besetzten Totholzstrukturen bewerten (Bense 1992), da diese in besagten Strukturen 
kaum zu finden sind. Eine Bestimmung aufgrund des Fraßbildes ist nur bei wenigen Käfer-
familien möglich (z. B. Pracht- und Bockkäfer). Diese Anmerkungen sollen einige der 
Schwierigkeiten umreißen, die bei der standardisierten Erfassung von Totholzkäfern zu 
berücksichtigen sind. 

3.14 Spinnentiere (Arachnida): Webspinnen (Araneae) 
Neben den Insekten gelten die Webspinnen mit mindestens 1200 Arten als die wichtigste 
Arthropodengruppe für die naturschutzfachliche Bewertung. Prinzipiell kann man zwischen 
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am Boden lauernden und jagenden (vaganten) Arten und solchen unterscheiden, die ihre 
Netze in der Vegetationsschicht aufspannen. Zur Erfassung ersterer ist die Bodenfalle 
(z. B. Blick 2008; Dormann et al. 2007; Kormann et al. 2015; Lange et al. 2011; Ratschker 
und Roth 2000; Wermelinger et al. 2017) seit vielen Jahrzehnten und in nahezu allen Le-
bensraumtypen als Standard gebräuchlich (Blick 1999). So kann die Spinnenfauna bei der 
Laufkäfererfassung leicht mit aufgenommen werden. Zusätzlich ist in Wäldern der Einsatz 
von Stamm-Eklektoren und Kreuzfensterfallen (z. B. Blick 2008 und 2011; Bräsicke et al. 
2006; Wermelinger et al. 2017) sinnvoll, um Stratenwechsler und Kronenbesucher mit ab-
decken zu können. Für die Beprobung im Offenland sind standardisiertes Streifkeschern 
(Blick 1999) und Saugfang für ein breites Artenspektrum repräsentativ (z. B. Buri et al. 
2012; Kormann et al. 2015; Sanders und Entling 2011). Mit dem Streifkescher können prin-
zipiell auch größere Arten erfasst werden, beim Saugfang hingegen nahezu ausschließlich 
Arten mit einer Körperlänge von unter 5 mm (Doxon et al. 2011). Als ergänzende Methode 
gelten Klopfproben an und das gezielte Absuchen von z. B. Bäumen und Sträuchern, d. h. 
der Sichtfang (Blick 1999). Außerdem treten Spinnen auch in beträchtlichem Maße als Bei-
fänge bei zur Spinnenerfassung unüblichen Methoden auf (z. B. in Farbschalen, Malaisefal-
len, Fensterfallen, Lebend-Bodenfallen).  
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4 Methoden- und artengruppenübergreifende Aspekte 
Es gibt methodische Aspekte, die für verschiedene Erfassungsmethoden und Artengruppen 
gleichermaßen relevant und von Bedeutung für die Konzeption eines Monitorings sind. Ei-
nige werden im Folgenden zusammenfassend betrachtet und bewertet.  

4.1 Zusammensetzung der Fangflüssigkeit  
Bei vielen Fallentypen wird eine abtötende Fangflüssigkeit verwendet, zum Beispiel um 
eine Verfälschung des Fangergebnisses durch räuberische Arten oder die Flucht gefange-
ner Tiere zu unterbinden (Woodcock 2005). Wenn Fallen mit Fangflüssigkeit nicht kurzfris-
tig, also innerhalb weniger Stunden, geleert und die Fänge weiterverarbeitet werden, sollte 
die Fangflüssigkeit konservierende Eigenschaften besitzen. Die Auswahl der entsprechen-
den Lösungszusammensetzung ist dabei abhängig von den Anforderungen an Konservie-
rungsfähigkeit (mit Erhalt der Präparationsfähigkeit und / oder genetischen Auswertbarkeit), 
Tötungsgeschwindigkeit, Flüchtigkeit und Verhalten gegen Verdünnung (Regen) bzw. Auf-
konzentrierung (Verdunstung). Weitere Kriterien sind Gesundheitsschädlichkeit für den 
Menschen, Feuergefährlichkeit und Kosten. Die Verwendung der Flüssigkeit sollte außer-
dem natürlich nicht illegal sein. Die Lockwirkung vieler Stoffe ist ein zusätzliches wichtiges 
Kriterium, denn es ist davon auszugehen, dass alle Konservierungsmittel eine Lockwirkung 
auf zumindest einige Arten haben. Für Laufkäfergemeinschaften ist das anhand zahlreicher 
Studien belegt (vergleiche Woodcock 2005). 

Nachfolgend werden Beispiele für Fangflüssigkeiten nach Eignung für bestimmte Fallenty-
pen aufgeführt und diskutiert. Bei jeder Fangflüssigkeit sollte ein Tropfen möglichst geruch-
loser Detergenz (z. B. handelsübliches Spülmittel, eine Standardisierung ist sinnvoll) zuge-
geben werden, um die Oberflächenspannung der Fangflüssigkeit herabzusetzen. Im Winter 
sollte ein Frostschutzmittel beigegeben werden (z. B. Ethylenglykol). Für die weitere Lage-
rung ist generell darauf zu achten, die Proben vor einer Überführung in die Konservierungs-
flüssigkeit zu spülen, um unerwünschte Nebeneffekte der Fangflüssigkeit zu vermeiden. 

Bodenfallen 
Die Bodenfalle ist sicherlich der Fallentyp, an dem die meisten Zusammensetzungen von 
Fangflüssigkeiten erprobt wurden. Entsprechend vielfältig sind die Vorschläge, es gibt je-
doch einige Standards. 

Gesättigte Kochsalzlösung (nach Teichmann 1994): Im Prinzip gut geeignet, nur kleine 
Staphylinidae verlieren oft die Flügel, da die Fixierung relativ schwach ist (persönliches 
Gespräch: Peter Sprick). Generell werden zarte Tiere nicht besonders gut konserviert; so 
besteht der Fang oft zu vergleichsweise großen Anteilen aus beschädigten oder teilzersetz-
ten Tieren (Ssymank et al. 2018). Besonders bei größeren Leerungsintervallen wird dieser 
Effekt wegen des einlaufenden Oberflächenwassers durch Starkregenereignisse verstärkt. 

Renner-Lösung (benannt nach Renner 1980): Einer der gängigsten Standards, um eine 
optimale Präparationsfähigkeit stark chitinisierter Insekten (z. B. Käfer) zu erhalten. Etha-
nol, Aqua dest., Glycerin und Essigsäure werden im Verhältnis 4:3:2:1 eingesetzt. Das Ge-
fäß wird je nach Größe und Expositionszeit zu ca. einem Drittel bis zur Hälfte mit Fangflüs-
sigkeit gefüllt. Das relativ teure, als Verdunstungsschutz wirkende Glycerin kann in vielen 
Fällen ohne Probleme auf ein Drittel des angegebenen Wertes reduziert werden (pers. Ge-
spräch: Peter Sprick). Auch der Einsatz von Essigsäure, der die Präparationsfähigkeit stark 
sklerotisierter Insekten erhält (diese werden durch den Einsatz von Ethanol spröde), wird 
oft hinterfragt, da er die Gehäuse von Schneckenbeifang allmählich auflöst und neben den 
Gehäuseschnecken auch Nacktschnecken dadurch stärker verschleimen. Außerdem hat 
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Essigsäure eine stark anlockende Wirkung auf mache Käferarten, die auf gärende Baum-
säfte fliegen (pers. Gespräch: Peter Sprick). Auch Spinnentiere werden durch Essigsäure 
enthaltende Fangflüssigkeiten meist nicht optimal konserviert (Blick 1999). Entsprechend 
wird als Alternative zur klassischen Renner-Lösung je nach Anforderungen eine modifzierte 
Lösung verwendet, in der Ethanol, Aqua dest. und Glycerin im Verhältnis 4:5:1 verwendet 
werden. 

Formalin- und wässrige Pikrinsäurelösungen sind aufgrund gesundheitlicher Bedenken für 
Anwendende (schleimhautreizend, kanzerogen) ausdrücklich nicht zu empfehlen (Trautner 
und Fritze 1999). 

Ethylen- und Propylenglykol (je 25 - 50 %) sind gute Konservierungsmittel (Woodcock 
2005). Ersteres wird als Gefrierschutz bei Autos verwendet und ist frei erhältlich und kos-
tengünstiger als letzteres. Dafür hat es Lockwirkung auf manche Invertebraten und 
schmeckt süßlich. Da es auch auf Säugetiere und Vögel tödlich wirkt, ist sein Einsatz kri-
tisch zu sehen. Propylenglykol ist weniger giftig, doch über seine potenzielle Lockwirkung 
ist nicht viel bekannt. 

Farbschalen 
Hier empfiehlt sich destilliertes Wasser (Young 2005) oder die oben beschriebene Salzlö-
sung. 

Malaise- und Lichtfallen 
Für Malaisefallen ist die Empfehlung für ein standardisiertes Monitoring 80%iger Ethanol 
und 1% MEK (Methyl-Ethyl-Keton: Vergällungsmittel). Wenn allerdings nachgelagert DNA-
Methoden eingesetzt werden sollen, dann muss auf Zugabe von Brennspiritus, Methanol-
Anteilen oder Formaldehyd verzichtet werden (Ssymank et al. 2018). Gleiches gilt für Licht-
fallen. Alternativ kann man Wasser mit ca. 0,5 - 2 % Formalinzusatz verwenden; dadurch 
ist das Material morphologisch besser konserviert, Standard-DNA-Analysen sind ohne grö-
ßeren Aufwand hier jedoch nicht mehr möglich. 

Eklektoren 
Dorow et al. (1992) schlagen eine Alkohol-Glycerin-Mischung im Verhältnis 2 (70%iger Al-
kohol) zu 1 (99,5 %iges Glycerin) vor. Hier ergaben sich gut konservierte und präparierbare 
Arthropoden, lediglich Spinnen und weichhäutige Insekten wurden durch den Alkohol etwas 
aufgetrieben. Bei der Fallenleerung sollte das Material abhängig von der Artengruppe und 
weiteren Verwendung in 80%igen Alkohol überführt werden. 
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4.2 Bestimmungsaufwand  
Die zum Teil äußerst aufwendige Weiterverarbeitung und ggf. auch Lagerung von Proben-
material ist bei der Planung von Insektenerfassungen ebenso bedeutend wie die Wahl der 
richtigen Erfassungsmethode. Der Aufwand richtet sich hier natürlich nach den Zielen, aber 
eine – zumindest grobe – Bestimmung sowie Übergabe des Materials an geeignete Samm-
lungsinstitutionen sollten für langfristige Biodiversitäts-Erfassungen bedacht werden. 

Vor allem die Artbestimmung des erfassten Materials kann, je nach Gruppe, langwierig und 
schwierig sein und kann somit oftmals den Hauptteil der (Personal-)Kosten verursachen. 
Auch die langfristige Archivierung der Proben ist kostenintensiv, da hochwertige Gefäße, 
hinreichend Aufbewahrungsmedien (z. B. Alkohol), entsprechende Räumlichkeiten und vor 
allem eine dauerhafte Betreuung gewährleistet sein müssen. 

Der Bestimmungsaufwand ist von vielen Faktoren abhängig und deswegen nur schwer zu 
kalkulieren. Die Zahl der zu bestimmenden Individuen ist vor allem abhängig von der Fän-
gigkeit der entsprechenden Erfassungsmethode und ihres Einsatzumfangs. Erstere ist wie-
derum abhängig von der Jahreszeit und dem Lebensraumtyp, in dem die Erfassungsme-
thode zum Einsatz kommt. Außerdem ist der Bestimmungsaufwand je nach Artengruppe 
sehr unterschiedlich. Da alle genannten Faktoren ein äußerst komplexes Zusammenspiel 
bedingen, muss nicht nur beim Design der Probennahme, sondern auch bei der Planung 
der nächsten Schritte das Wissen fachkundiger Personen miteinbezogen werden. 

Fängigkeit 
An dieser Stelle werden einige Einschätzungen zusammengetragen, die in persönlichen 
Gesprächen geäußert wurden und einen groben Überblick vermitteln sollen. Sie beziehen 
sich auf den Fallentyp und dessen Fängigkeit pro Sommermonat (im Sommer hat man fast 
immer die individuenstärksten Fänge): 

- Bodenfalle: bis zu mehrere hundert Individuen 
- Kreuzfensterfalle / Lufteklektor: etwa 400 Individuen 
- Stammeklektor: bis zu 2000 Individuen 
- Malaisefalle: bis zu mehrere tausend Individuen (3000 - 4000) 

Die meisten anderen Fallentypen erfassen oft nicht über einen längeren Zeitraum und kön-
nen pro Erfassungsereignis beurteilt werden. Beispiele dafür sind Lichtfallen (bis zu 1000 
Individuen pro Erfassungsnacht im Sommer) und Saugfang (bis zu 500 Individuen pro m²).  

Bestimmungsaufwand einzelner Gruppen 
Die folgenden Beispiele sollen verdeutlichen, wie schwer kalkulierbar der Bestimmungs-
aufwand ist. Eine Abschätzung zum Sortier- und Bestimmungsaufwand von Spinnentieren 
auf Artniveau bei Bodenfallen gibt Blick (1999). Pro Falle und Monat schwankt der Wert 
(abhängig vom Lebensraumtyp) zwischen fünf und dreißig Minuten für die in der Probe 
enthaltenen Spinnentiere (das gilt natürlich nur, wenn es sich um eine mit der Artengruppe 
vertraute Person handelt). Für Spinnentiere in Kescherfängen nennt Blick (1999) eine halbe 
bis eine Stunde (im Extremfall zwei Stunden pro Probe und Erfassungstermin). Eigene Er-
fahrungen beim Bestimmen von Zikaden aus Kescherfängen bestätigen diese Einschät-
zung. Die Zahl der gefangenen Individuen ist generell in den Hoch- und Spätsommermona-
ten am höchsten. Auch die Anzahl der Kescherschläge ist bei einem standardisierten Ver-
fahren natürlich ein maßgeblicher Faktor. Für Zikaden der Trockenrasen bei 200 Kescher-
schlägen lag der Wert zwischen 20 und 2000 Individuen pro Erfassung. Das tatsächliche 
Fangergebnis einzelner Aufnahmen ist schlecht vorhersehbar, da viele Insektenarten (z. B. 
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Herbivore) oft nicht gleichverteilt, sondern teilweise stark geklumpt auftreten. 

Bei dem umfangreichen Probenmaterial vieler Fallen, z. B. Malaisefallen, muss vorsortiert 
werden, um die Arbeit der Spezialistinnen und Spezialisten für die jeweilige Gruppe über-
haupt erst zu ermöglichen (Ssymank et al. 2018). Hausmann (2017) berichtet, dass die 
Proben eines Jahres von 20 Malaisefallen (411 Leerungen) etwa eine Million Tiere erbrach-
ten und dass nach neun Jahren immer noch erst 10 % der Fänge auf Artniveau bestimmt 
waren. Die Vorsortierung dauerte 2100 Stunden, die Identifizierung (für 10 % der Arten!) 
1700 Stunden. Umgerechnet ergibt sich für die personellen Gesamtkosten der von ihm ge-
nannten Studie ein sechsstelliger Eurobetrag. Bei der Erfassung von Nachtfaltern mit einer 
15-W-Röhre liegt der Bestimmungsaufwand für nicht direkt im Feld anzusprechende Arten 
einer Anflugnacht bei 15 bis 20 Minuten in Frühjahr und Herbst, bei vier bis fünf Stunden in 
den Sommermonaten, sofern es sich um reich strukturierte, naturnahe Biotope handelt 
(Meier 1992). Dabei wird vorausgesetzt, dass 90 % der Falter sofort auf Artniveau ange-
sprochen werden können. 

Bei der Erfassung von Wildbienen schätzt Westrich (2018), dass sich ungefähr ein Drittel 
der Arten im Feld bestimmen lässt – allerdings nur bei Weibchen und mit guter Formen-
kenntnis und langjähriger Erfahrung. Demnach fällt selbst bei der gezielten Erfassung von 
Wildbienengemeinschaften ein großer Teil der Arbeit im Rahmen der Bestimmung am Bi-
nokular an. 

Wolf-Schwenninger (1992) gibt bei der Bestimmung von bodenlebenden Käfern, die mittels 
Bodenfallen erfasst wurden (insgesamt acht Proben), folgenden Aufwand pro Zeiteinheit 
an: 

- Erhebung: 2 h (techn. / wissenschaftl. Mitarbeiterin oder Mitarbeiter) 
- Sortierung: 5 h (techn. Mitarbeiterin oder Mitarbeiter) 
- Bestimmung: 16 h (wissenschaftl. Mitarbeiterin oder Mitarbeiter) 
- Auswertung: 1 h (wissenschaftl. Mitarbeiterin oder Mitarbeiter)  

Bezieht man diese Werte der Bodenfalle (mit bis zu mehreren hundert Individuen pro 
Sommermonat) auf die oben genannte Fängigkeit der verschiedenen Fallentypen indem 
man den Schwierigkeitsgrad bei der Bestimmung der verschiedenen Taxa außer Acht lässt, 
dann kann man eine (äußerst grobe) Abschätzung für Sortierungs- und Bestimmungsdauer 
vornehmen: 

- Kreuzfensterfalle/Lufteklektor: etwa 400 Individuen (Faktor ~ 1,5), Sortierungsdauer 
ca. 7,5 Stunden, Bestimmungsdauer ca. 24 Stunden 

- Stammeklektor: bis zu 2000 Individuen (Faktor ~ 7), Sortierungsdauer ca. 35 Stun-
den, Bestimmungsdauer ca. 112 Stunden 

- Malaisefalle: etwa 3000 – 4000 Individuen (Faktor ~ 13), Sortierungsdauer ca. 65 
Stunden, Bestimmungsdauer ca. 208 Stunden 

Dieses kleine Gedankenspiel soll veranschaulichen, mit welchen Größenordnungen man 
es bei der Abschätzung des Bestimmungsaufwands zu tun haben könnte. Proben aus Ma-
laisefallen haben geschätzt einen bis zu 13 Mal höheren Bestimmungsaufwand als Boden-
fallen, die anderen kontinuierlich fangenden Fallentypen sind innerhalb dieser Spannbreite 
einzuordnen. Für den zu kalkulierenden Arbeitsaufwand für ein Monitoring ist das ein gro-
ßer Unsicherheitsfaktor, denn die Bestimmung auf Artniveau umfasst oft den größten Anteil 
des Aufwands. Ausnahmen sind die Artengruppen, bei denen die überwiegende Zahl der 
Individuen direkt im Feld bestimmt werden kann (z. B. Tagschmetterlinge oder Libellen). 
Die aus dem Arbeitsaufwand entstehenden Personalkosten könnten durch eine Einbindung 
des Ehrenamts gesenkt werden. Bei einem Monitoring mit hohen Standards ist die Rele-
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vanz von niederschwelligen Citizen-Science-Projekten mit Erfassungen durch Laien eher 
gering und kann höchstens auf einzelne leicht erkenn- und erfassbare Arten(gruppen) ab-
zielen. Beispiele für einen möglichen Einbezug von Laien sind allerdings die Betreuung 
mancher Fallen. Beispiele für eine mögliche Beteiligung geschulter Ehrenamtlicher und 
ehrenamtlich aktiver Spezialistinnen und Spezialisten (wie z. B. Vertreterinnen und Vertre-
ter von Fachverbänden oder entomologischen Vereinen) sind die direkte Erfassung vieler 
Artengruppen im Feld, die Bestimmung des gesammelten Materials oder die Durchführung 
von Qualitätskontrollen. Bei sehr umfangreichen Erfassungen und insbesondere bei ento-
mologisch eher unattraktiven Probeflächen mit wenig seltenen Arten ist jedoch der Nutzen 
für das Ehrenamt als zu gering im Verhältnis zum Aufwand einzustufen und ein professio-
nelles (im Sinne von angemessen bezahltes) Monitoring unumgänglich. 

Grob kann man sagen, dass mit dem Artenreichtum der Gruppe auch die Schwierigkeit der 
Bestimmung steigt. Einen Teil ihrer Popularität verdanken einige Gruppen (wie Orthoptera 
und Odonata) ihrer im Vergleich zu anderen Gruppen geringen Artenvielfalt. Deswegen gilt 
auch, dass Artenreichtum des Taxons und Verfügbarkeit von Artenkennerinnen bzw. Arten-
kennern negativ korreliert sind. Hinzu kommen Faktoren wie Auffälligkeit (einige Tag-
schmetterling-Arten sind auch vielen Laien vertraut, Nachtfalter und vor allem Kleinschmet-
terlinge hingegen so gut wie gar nicht), durchschnittliche Größe und Lebensweise. Nach 
diesen Kriterien lässt sich der Bestimmungsaufwand für alle Insektenordnungen grob ab-
schätzen. Zusammenfassend gehören Diptera, Hymenoptera und Coleoptera zu den 
„schwierigsten" Gruppen, insbesondere weil diese Ordnungen so artenreich sind. Aus die-
sem Grund spezialisieren sich kundige Personen dieser Ordnungen im Allgemeinen auf 
einzelne Familien. Im Mittelfeld bewegen sich beispielsweise Lepidoptera, Hemiptera und 
Heteroptera. Erfassungen von Neuroptera sind dagegen, zusammen mit den bereits ge-
nannten Orthoptera und Odonata, mit relativ geringem Bestimmungsaufwand verbunden. 

Je nach Fragestellung wäre in Erwägung zu ziehen, ob es bei einem breit angelegten Moni-
toring ausreichen könnte, zumindest als ersten Auswertungsschritt die Biomasse der Fänge 
zu bestimmen oder bei bestimmten Artengruppen das Familien- oder Gattungsniveau an-
zusprechen. Oftmals könnten die erfassten Individuen dann einer funktionellen Gruppe zu-
geordnet werden (z. B. saprophag, phytophag, zoophag usw.), so dass man ohne Bestim-
mung auf Artniveau ökologisch relevante Informationen für eine Ursachenanalyse erhalten 
könnte. Abgetötete Individuen könnten archiviert und gegebenenfalls einer späteren Nach-
bestimmung zugeführt werden. Auch moderne Bestimmungsmethoden wie z. B. das Meta-
barcoding (siehe Kapitel „Diversitätsmessungen mittels DNA-Barcoding“) bieten hinsichtlich 
der Auswertung großer Probenmengen vielversprechendes Potenzial. 
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4.3 Aufbewahrung  
Die langfristige Aufbewahrung der gewonnenen Proben muss ein zentraler Bestandteil von 
Monitoring-Konzepten sein, die über längere Zeiträume überprüfbare Daten liefern sollen. 
Proben von Fallentypen mit hoher Fangeffizienz werden oft in Alkohol gelagert (so genann-
te bulk samples). Die „nasse“ Aufbewahrung von Material ist für Analysen von Massen-
DNA besonders interessant (siehe Kapitel zum DNA-Barcoding). Es gibt auch Erfassungs-
methoden, die eine „trockene“ Aufbewahrung zulassen. Auf diese Weise werden auch häu-
fig Belegexemplare archiviert. Auch aus Trockenpräparaten können in gewissem Maße 
verwertbare Proben für DNA-Analysen gewonnen werden. 

„Nasse“ Aufbewahrung 
Zur langfristigen Archivierung werden Proben oft in Ethanol gelagert, je nach Fallentyp bzw. 
Fangflüssigkeit müssen sie also zuerst in dieses Medium überführt werden. Für die Über-
führung sind je nach Probe etwa fünf bis zehn Minuten zu veranschlagen (Blick 1999). Da-
bei dürfen niemals mehrere Proben gemeinsam in ein Aufbewahrungsbehältnis gelangen. 
Auch sollte niemals verunreinigtes (vorher für andere Proben verwendetes) Ethanol oder 
Werkzeug (Trichter, Pinzetten usw.) genutzt werden, da die Proben dadurch verunreinigt 
und z. B. für DNA-Analysetechniken unbrauchbar gemacht werden. Zur Aufbewahrung 
können Polyethylenflaschen (PE) verwendet werden (Ssymank et al. 2018), für die Archi-
vierung sollte der Ethylalkoholgehalt auf etwas über 80 % eingestellt und in Abständen von 
fünf bis zehn Jahren kontrolliert werden (der Alkoholgehalt sollte niemals unter 70 % sin-
ken; van Achterberg 2009). Vergällter Alkohol ist zwar preisgünstiger, auf seine Verwen-
dung sollte jedoch verzichtet werden, da er die Probe für genetische Analysetechniken un-
brauchbar macht oder diese zumindest drastisch erschwert. Jedes Gefäß sollte innen und 
außen mit einer alkohol- und wasserfesten Etikettierung versehen werden. Eine nach be-
stimmten Kriterien (z. B. Standort, Untersuchungsjahr, Fallentyp) sortierte, dunkle und küh-
le Lagerung der Proben wird als sinnvoll erachtet (z. B. in Archivierungskisten in fensterlo-
sen Lagerräumen). Die beträchtlichen Mengen an Alkohol erfordern dabei besondere Feu-
erschutzmaßnahmen (Ssymank et al. 2018). 

Für teilsortierte Proben von Tieren oder für DNA-Vouchers empfehlen Ssymank et al. 
(2018) chemikalien- und altersbeständige Polypropylen-Schraubröhrchen (PP) mit 
Schraubdeckeln mit Silikondichtring. Andere alkoholbeständige Gefäße (wie beispielsweise 
im Medizinbedarf verwendet) oder Materialien haben sich (wegen schneller Verschlussalte-
rung nicht so gut bewährt. 

Trockene Aufbewahrung 
Die meisten Insektenarten lassen sich in trockenem Zustand sehr gut archivieren. Die 
Sammlung von Belegexemplaren ist in der Taxonomie äußerst wichtig; bei Monitoringpro-
grammen spielen sie eine entscheidende Rolle für die Überprüfbarkeit von Bestimmungen 
und die Einschätzung der Daten im Lichte eventueller späterer taxonomischer Änderungen. 
Gerade bei vermeintlich seltenen und / oder bestimmungskritischen Arten ist die Konservie-
rung von entsprechenden Sammlungen unverzichtbar. Eine Belegsammlung beansprucht 
pro Insekt wesentlich mehr Platz als in Alkohol konservierte bulk samples, allerdings be-
steht sie meist aus wesentlich weniger Individuen.  

Für die trockene Aufbewahrung werden Tiere verschiedener Gruppen (z. B. Coleoptera, 
Auchenorrhyncha oder Heteroptera), nachdem sie zum Beispiel mit einem Exhaustor aus 
einem Streifkescher entnommen wurden, mit Essigsäureethylester (Essigäther) abgetötet. 
Diese Tiere sollten dann über Nacht in einer Atmosphäre aus Wasserdampf und Essigäther 
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gelassen (jeweils ein Tröpfchen zu den Proben in luftdichtem Gefäß geben) und anschlie-
ßend bei Bedarf (genital)präpariert und / oder genadelt und an der Luft getrocknet werden. 
Die Präparation von Belegexemplaren sollte von Fachkundigen durchgeführt werden. Hier-
zu benötigen sie verschiedene Utensilien wie z. B. Stereolupen, Insektenkästen (Schutz vor 
Schimmelbildung und Schädlingsbefall), Leim, kleine Plättchen aus Pappe, rostfreie Nadeln 
verschiedener Dicke (z. B. 00 bis 3 für Wildbienen; Westrich 2018) oder Pergamenttüten. 
Belegexemplare müssen in allen Phasen der Verarbeitung sorgfältig etikettiert werden. 
Zumindest Fundort, Funddatum und Name des Sammlers werden gut leserlich und wasser-
fest auf einem Zettel vermerkt und unterhalb des Belegs auf die Nadel geschoben oder mit 
in die Pergamenttüte gelegt. Ein weiterer Zettel trägt den wissenschaftlichen Namen der Art 
und der Person, die sie bestimmt hat (Biedermann und Niedringhaus 2004). Nach dem 
Trocknen können die Belege in nachvollziehbar gekennzeichnete Insektenkästen einsortiert 
werden (z. B. nach Standort, Untersuchungsjahr und Fallentyp katalogisiert). Sie sind nun 
in Insektenkästen oder in Pergamenttütchen (in Zellstoff eingeschlagen) über Jahrzehnte 
lagerungsfähig (in jedem Fall ist eine gut leserliche Etikettierung der Individuen notwen-
dig!). Je nach Art(engruppe) oder Geschlecht sind unterschiedliche Präparationen vor dem 
Trocknungsprozess sinnvoll (Beispiele hierfür sind Genitalpräparation bei männlichen Wild-
bienen und Präparation des Abdomens bei manchen Heuschrecken, bei denen Fettkörper 
und anderes entfernt und gegen Watte oder Faserhanf ausgetauscht werden). Ist eine Prä-
paration nicht innerhalb kurzer Zeit nach dem Abtöten möglich, können die Präparate im 
Gefrierschrank zwischengelagert werden und bleiben so flexibel. Bei Bedarf lässt sich so-
gar an nicht mehr frischen Individuen beispielsweise noch eine Genitalpräparation durch-
führen, wenn sie zuvor einige Stunden auf feuchtem Zellstoff eingeweicht wurden. Libellen 
werden oft getrocknet in Pergament archiviert.  

Trockenpräparate benötigen keine allzu stark kontrollierten Bedingungen; eine niedrige 
Luftfeuchte und eine konstante Temperatur sind ausreichend. Außerdem sollten sie immer 
wieder stichprobenartig auf Schädlingsbefall kontrolliert werden. Gegebenenfalls kann ein 
Streifen Mottenpapier in Probennähe (z. B. im Deckel des Insektenkastens) ausgelegt und 
regelmäßig ausgetauscht werden. 

Proben zur DNA-Gewinnung können von getrockneten Sammlungstieren entnommen wer-
den. Es ist bereits gelungen, sequenzierungsfähige DNA aus über 200 Jahre alten Typen-
exemplaren von Schmetterlingen zu gewinnen (Schmid-Egger und Schmidt 2012). Ent-
scheidend für die Qualität der DNA ist dabei die Behandlung und Aufbewahrung der Tiere 
direkt nach dem Töten. Allmähliches Trocknen und andauernde Feuchtigkeit (Zersetzungs-
prozesse) sowie die Verwendung von Formaldehyd mindern die DNA-Qualität oder zerstö-
ren die DNA ganz. Tiefgefrorene oder mit Essigsäureethylester bzw. vergälltem Ethanol 
(80 %) getötete (nicht gelagerte!) Tiere können getrocknet werden und sind noch Jahrzehn-
te später für DNA-Analysen brauchbar (Schmid-Egger und Schmidt 2012). Dabei hat sich 
herausgestellt, dass Sequenzierungen von Tieren aus bis zu zehn Jahre alten Sammlun-
gen Erfolgsraten von 70 bis 100 % haben, Tiere aus 10 bis 20 Jahre alten Proben hingegen 
Erfolgsraten von nur noch 40 bis 60 %. Für die Extraktion der DNA benötigt man zumeist 
ein Bein oder sogar nur einen Tarsus. Das Beleg- bzw. Sammlungsexemplar bleibt also 
bestimmungsfähig erhalten. 

Aus diesen Hinweisen wird deutlich, dass die Aufbewahrung je nach Ziel und Artengruppe 
komplexe Herausforderungen mit sich bringt. Es ist bereits in einer frühen Phase der Pla-
nung Expertise miteinzubeziehen, die insbesondere Fachinstitutionen wie Museen bieten. 
Zu bedenken ist, dass für ein größeres Erfassungsprogramm mit umfangreicher Proben-
nahme ein beträchtliches Ausmaß an Platz-, Personal- und sonstigem Ressourcenbedarf 
für die Lagerung von Proben veranschlagt werden muss. 
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4.4 Diversitätsmessungen mittels DNA-Barcoding  
Die Massenanalysen von Invertebraten-Proben über Barcoding-Verfahren sind zwar noch 
nicht so weit ausgereift, dass sie sofort für ein größer angelegtes Monitoring eingesetzt 
werden könnten, haben aber beträchtliches Potenzial. Es ist abzusehen, dass diese Bio-
diversitätsanalysen einen teilweisen Ersatz bzw. eine Ergänzung für konventionelles Be-
stimmen bieten werden. Deswegen sollte schon heute darauf geachtet werden, die Proben 
so zu handhaben, dass damit auch in einigen Jahren noch eine DNA-Analyse möglich ist 
(siehe Kapitel über Aufbewahrung). 

Das Grundprinzip des Barcodings besteht darin, die spezifische Abfolge der Basenpaare in 
einem Markergen zur Bestimmung einzusetzen (die Bestimmung der meisten Taxa kann 
damit inzwischen auf Artniveau erfolgen). Durch den Aufbau von digitalen Referenzbiblio-
theken, bei denen die artspezifische DNA-Sequenz aus durch morphologische Bestimmung 
zweifelsfrei auf Artniveau identifizierten Individuen gewonnen wurde, kann dann im Normal-
fall eine automatisierte Art-Zuordnung der DNA-Sequenzen von aus dem Freiland oder 
Sammlungen gewonnenen Proben erfolgen. Im GBOL-Projekt Deutschland 
(www.bolgermany.de) und im Projekt Barcoding Fauna Bavaria (BFB) der Zoologischen 
Staatssammlung München werden seit mehreren Jahren Datenbanken aufgebaut, die mitt-
lerweile die Bestimmung von 60 - 70 % der Arten in verschiedenen Gruppen erlauben 
(Ssymank et al. 2018). So sind beispielsweise Makrolepidoptera fast vollständig erfasst, 
viele Familien von Diptera und Hymenoptera weisen erhebliche Lücken auf. Für das GBOL 
wurden 60 % aller in Deutschland vorkommenden Spinnenarten (Araneae) und 70 % der 
Weberknechtarten (Opiliones) erfasst (Astrin et al. 2016), sowie die meisten der in Deutsch-
land vorkommenden Bienenarten (Schmidt et al. 2015); gleiches gilt für Grabwespen 
(Schmid-Egger et al. 2019). In Frankreich entsteht eine Datenbank zu Käferarten, deren 
Lebenszyklus mit der Zersetzung von Holz assoziiert ist (Rougerie et al. 2015). Diese Bei-
spiele zeigen, dass gerade in den letzten Jahren viele Fortschritte auf diesem Forschungs-
feld erzielt wurden. 

Zur Charakterisierung einer Tierart wird typischerweise ein bestimmter Genabschnitt (658 
Basenpaare) der mitochondrialen Cytochrome Oxidase I (COI) herangezogen, der in den 
meisten Fällen spezifisch für eine Art ist. Seine grafische Darstellung erinnert an den 
Strichcode, der zur Erkennung von Waren eingesetzt wird, daher der Name DNA-Barcoding 
(Hausmann 2017). Die ermittelten Sequenzen werden mit Clusterverfahren und anderen 
Klassifikationsverfahren sogenannten mOTUs (molecular operational taxonomic units) zu-
geordnet und schließlich wird ihnen eine BIN (barcode index number) zugeteilt (Geiger et 
al. 2016).  

Das in den vergangenen Jahren dazu eingesetzte Sanger sequencing ist allerdings zu kos-
ten- und zeitaufwendig für größere Monitoring-Programme, deswegen bestehen weltweit 
Anstrengungen mit NGS-Methoden (next-generation sequencing) kostengünstigere Verfah-
ren mit hohen Durchsatzraten zu implementieren. Dabei werden typischerweise 313 Ba-
senpaare des COI-Gens verwendet (Wang et al. 2018), es gibt allerdings auch Ansätze 
andere, wesentlich längere Gensequenzen zu verwenden. Vermutlich wird diese Entwick-
lung dazu führen, dass in naher Zukunft mit gewissen Einschränkungen (siehe unten) 
Mischproben standardisiert, schnell und relativ preiswert (geschätzt: ~1 € pro BIN; 
Ssymank et al. 2018) „ausgelesen“ werden können (Meta-Barcoding). Hier werden nicht 
nur die BIN aller erfassten Insekten einer Probe ermittelt, sondern auch die etwaiger Para-
siten, des Mageninhalts der Tiere oder sonstiger miterfasster organischer Substanzen 
(Tierhaare, Pollen, sonstige Pflanzen- und Tierpartikel). Hausmann (2017) schätzt die Kos-
ten für NGS-Analysen bei den heutigen Standards für ein Monitoring mit fünf Dauerbe-
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obachtungsstellen mit Malaise- und Lichtfallen auf einen fünfstelligen Eurobetrag pro Jahr 
(siehe Publikation für Details).  

Ein weiterer Entwicklungsansatz ist die Nutzung von DNA aus der Konservierungsflüssig-
keit (Ethanol) eingelagerter Proben für ein Meta-Barcoding (Zizka et al. 2018), um eine zer-
störungsfreie Analyse zu ermöglichen. Ein ähnliches Vorgehen wird bereits bei der Erfas-
sung ausgewählter Wassertiere (v. a. bei Fischen, aber auch bei Invertebraten) eingesetzt: 
Mit Hilfe sogenannter eDNA (environmental DNA), also extraorganismischer DNA, die bei-
spielsweise durch abgegebenen Kot in die Umwelt gelangt, können Spuren der im Fokus 
der Untersuchung stehenden Arten nachgewiesen werden. Diese Methode ist in der Mikro-
biologe zur Analyse bakterieller DNA bereits Standard (Horton et al. 2017), allerdings wer-
den hier die ribosomalen 18s-Gene verwendet, die für Gewässer-Invertebraten offensicht-
lich zuverlässiger als die der COI sind. Deiner und Altermatt (2014) untersuchten die Halt-
barkeit von eDNA in Fließgewässern unterhalb von Seen, in denen bestimmte Arten vor-
kommen, und konnten feststellen, dass die spezifische DNA der Seebewohner noch bis zu 
12 Kilometer flussabwärts detektiert werden kann. Hänfling et al. (2016) beschreiben, dass 
sich Fischgesellschaften in Seen schon heute mittels Meta-Barcoding gut erfassen lassen. 
Ein Meta-Barcoding-Programm mit dem Ziel, ein Standardprotokoll für alle Akteure, die sich 
EU-weit mit aquatischem Monitoring beschäftigen, zu etablieren, ist seit 2016 mit DNAqua-
Net bereits im Aufbau begriffen (Leese et al. 2018). 

Das Meta-Barcoding hat allerdings auch Grenzen der Anwendbarkeit: So wird nicht in allen 
Fällen exakt auf Artniveau unterschieden; oft sind die mOTU Gruppen höherer (aber auch 
tieferer) taxonomischer Ebenen. Deswegen spiegeln die Ergebnisse des Meta-Barcodings 
im heutigen Entwicklungsstand nicht immer die genaue Artenzahl wider, stellen aber ein 
innerhalb dieser Methode vergleichbares Maß für die Biodiversität dar. Noch wesentlicher 
ist die Einschränkung, dass die Diversität bisher nur qualitativ beschrieben werden kann. 
Für ein Monitoring wichtige Abundanzen können (bisher) nur ermittelt werden, wenn aus 
den entsprechenden Proben Stichproben (subsamples) genommen und von Menschen-
hand sortiert werden. Verschiedene Ideen für wenigstens grobe Abundanzschätzungen 
durch das Meta-Barcoding werden aktuell im Rahmen methodischer Weiterentwicklungen 
verfolgt, darunter unter anderem die Nutzung von separaten Analysen von Unterstichpro-
ben (zur Ermittlung der Frequenz des Auftretens innerhalb dieser Unterstichproben) oder 
Daten zur Häufigkeit bestimmter Sequenzen für grobe Abundanzschätzungen. Ein weiteres 
schwerwiegendes Problem ist, dass Arten mit geringer Abundanz und Körpergröße einen 
so geringen Anteil der Biomasse (und damit verwertbarer DNA) in der Gesamtprobe haben, 
dass sie oft nicht automatisch detektiert werden (Elbrecht et al. 2017). Das kann bis zu 20 
% der Arten in einer Probe betreffen, entsprechend sind seltene und kleine Arten in einer 
mit Meta-Barcoding gewonnenen Artenliste unterrepräsentiert. Auch diesbezüglich wird an 
methodischen Weiterentwicklungen gearbeitet, wie zum Beispiel hinsichtlich einer Analyse 
größenfraktionierter Unterstichproben. Die klassische morphologische Bestimmung würde 
also je nach Fragestellung der und Anforderungen an die Monitoringaktivitäten durch das 
Meta-Barcoding in seinem aktuellen Entwicklungsstand derzeit noch nicht ersetzt werden 
können. Allerdings besteht erhebliches Potenzial, zukünftig mittels weiterentwickelter gene-
tischer Methoden große Probenmengen umfassend zu analysieren. 
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5 Zusammenfassung 
Der vorliegende Skriptenband ist eine Materialsammlung, in der Informationen und Erfah-
rungen zu prinzipiell für Monitoringaktivitäten geeigneten Insektenerfassungsmethoden 
zusammengestellt und bewertet werden. Er basiert auf einer Literaturstudie sowie zahlrei-
chen Gesprächen mit Fachleuten. Ziel dieser Materialsammlung ist (ohne Anspruch auf 
Vollständigkeit zu erheben) eine erste Einordnung der Methoden vor dem Hintergrund ei-
nes Monitorings. Es werden insgesamt 16 verschiedene Erfassungsmethoden dargestellt 
(14 für terrestrische und zwei für limnische Arthropoden). Zu jeder Methode finden sich un-
ter anderem Angaben zur Standardisierbarkeit hinsichtlich Phänologie, Lebensraumtyp, 
Standort und Witterung, zu erfassbarem Artenspektrum, Zeitaufwand und Kosten, For-
schungs- und Entwicklungspotenzial sowie weiterführende Literatur. Die Materialsammlung 
enthält Kurzzusammenfassungen zu ausgewählten Insektengruppen, die etablierte Erfas-
sungsmethoden für die jeweilige Gruppe benennen. Darüber hinaus werden methoden- 
und artengruppenübergreifende Aspekte im Hinblick auf ein Monitoring erörtert. Dazu gehö-
ren Fragen der Zusammensetzung von Fangflüssigkeiten für verschiedene Ansprüche, der 
Bestimmungsaufwand in Abhängigkeit von Probenaufkommen und Fangmethode, die 
fachgerechte Aufbewahrung von Proben oder neue Methoden zur Diversitätsmessung mit-
tels DNA-Barcoding. Für die Planung eines Monitorings von Insekten kann dieser Skripten-
band als Orientierung und Arbeitshilfe dienen.  
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