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Abb. 2:	 Oberflächenmodellierung als Torfbulten (oben) oder Torfwellen (unten) (Fotos: Amanda Grobe).
	 Examples of peat surface modelling (Photos: Amanda Grobe).
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und Mahdgut moortypischer Gefäßpflanzenarten sowie Schlenken- und Bulttorfmoose 
ausgebracht. Das Spendermaterial war ausschließlich lokaler Herkunft und stammte von 
Restbeständen oder gut entwickelten Renaturierungsflächen im Toten Moor. 

Heidearten

Da die Spenderpopulationen von moortypischen Heidearten (Andromeda polifolia,  
Empetrum nigrum, Erica tetralix, Vaccinium oxycoccos, V. uliginosum) im Toten Moor 
nur sehr klein sind, mussten diese Arten zunächst vermehrt werden. Dafür wurden Steck-
linge (einjährige Triebe) auf den Spenderflächen zwischen Mai bis Oktober abgeschnit-
ten, im Gewächshaus auf ca. 2 bis 4 cm lange Stücke gekürzt und in Anzuchtpaletten mit 
etwa 3 bis 4 cm durchmessenden Töpfen gesteckt. Die Stecklinge waren dann nach etwa 
einem Jahr in der Baumschule bewurzelt und standen für die Pflanzung zur Verfügung 
(Abb. 3). Vor der Auspflanzung konnte auch von den bewurzelten Stecklingen wieder 
Spendermaterial abgeschnitten werden. Dieses wurde zum Erhalt der genetischen Vielfalt 
jedes Jahr durch neues Material aus den naturnahen Spenderflächen ergänzt. Mit dieser 
für die Spenderflächen schonenden Methode konnten im Projekt jedes Jahr 5.000 bis 
10.000 Stecklinge pro Art vermehrt und auf Wiedervernässungsflächen gepflanzt werden. 

Bei der Pflanzung wurden die bewurzelten Stecklinge mit Handhacke oder Pflanzstab in 
den Boden gesetzt. Der Ballen wurde vollständig mit Torf bedeckt und angetreten, damit 
die Wurzeln Bodenschluss bekommen und der Ballen nicht austrocknet. Die Stecklinge 
tolerierten zum Pflanzzeitpunkt auch hohe Temperaturen um 30°C, wenn in den kom-
menden Wochen Niederschlag gefallen ist. Auch eine Pflanzung im Herbst war möglich, 
außer wenn in den folgenden Wochen Frost erwartet wurde, weil dann die Gefahr des 
Herausfrierens der Pflanzenballen aus dem Boden bestand. Pflanzabstände für Initial-
pflanzungen lagen bei drei bis fünf Schritt. Grundsätzlich ist es auch möglich, das ge-
wonnene Schnittgut direkt in die Zielfläche zu stecken, wobei der Anwuchserfolg deut-
lich schlechter ist als bei vorgezogenen, bewurzelten Pflanzen.

Auf Flächen, die für die Etablierung moortypischer Vegetation zu trocken sind, wur-
de die Übertragung von Heidemahdgut getestet, um die Entwicklung einer Feuchtheide 
zu initiieren. Dafür wurde im Rahmen von Pflegemaßnahmen auf einer Spenderfläche 
Mulchgut (vorwiegend Calluna vulgaris) gesammelt. Die Entnahme erfolgte zur Sa-
menreife, Anfang November, mit einer umgebauten Pistenraupe mit Muldenkippe und 
Schlegelmulcher. Die Ausbringung auf den Zielflächen wurde mit einem Traktor mit 
Zwillingsbereifung und Miststreuer durchgeführt.

Gräser

Wollgräser (Eriophorum angustifolium, E. vaginatum) sind aufgrund ihrer Fähigkeit zur 
Windausbreitung in der Lage, wiedervernässte Moorflächen rasch wiederzubesiedeln. 
Wenn keine Spenderpopulationen in der Umgebung vorhanden sind, können Initial-
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Abb. 3:	 Stecklinge von moortypischen Heidearten. Von links nach rechts: Vaccinium oxycoccos, And-
romeda polifolia, Empetrum nigrum, Erica tetralix und Vaccinium uliginosum (Fotos: Amanda 
Grobe).

	 Cuttings of heather species typical of bogs. From left to right: Vaccinium oxycoccos, Andro-
meda polifolia, Empetrum nigrum, Erica tetralix and Vaccinium uliginosum (Photos: Amanda 
Grobe).
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pflanzungen die Wiederbesiedlung von offenen Torfflächen beschleunigen. Zudem sind 
Wollgräser in flachem Wasser gute Wellenbrecher und bieten schützende Strukturen für 
die Etablierung von anderen Pflanzen wie z.B. Torfmoosen. Auch zur Sicherung von 
neu gebauten, vegetationsfreien Verwallungen gegen Erosion durch Wellenschlag kann 
die Pflanzung von Wollgräsern sinnvoll sein. Die Pflanzen wurden auf den Spender-
flächen ausgegraben und mit einem Spaten in Setzlinge (Ableger) (E. angustifolium) 
oder Büschel von 3 cm Durchmesser (E. vaginatum) zerteilt. Zu beachten ist, dass bei 
den Setzlingen von E. angustifolium die Rhizome nicht beschädigt werden dürfen. Die 
Horste von E. vaginatum hatten bei der Entnahme nicht mehr als 50 cm Schopfdurch-
messer, da die geteilten Büschel sonst altersbedingt nicht gut anwachsen. Auf der Ziel-
fläche wurde mit einem Spaten ein Schlitz in den Torf gestochen, die Pflanzen eingesetzt 
und angetreten. Sie wurden ca. 10 cm tief gepflanzt, damit sie weder vertrocknen noch 
bei hohen Wasserständen ausgespült werden. Das Umsetzen von Wollgräsern kann prin-
zipiell ganzjährig außerhalb von Frostperioden erfolgen, bei hohen Temperaturen um 
30°C und Sommertrockenheit war der Anwuchserfolg jedoch geringer. Im Mai wurde 
auch von fruchtenden Wollgräsern Saatgut gesammelt und auf Zielflächen leicht in den 
Boden gedrückt. 

Auch mit Rhynchospora alba wurden Initialpflanzungen vorgenommen. Es wurden im 
Frühjahr noch unbewurzelte Brutknospen gesammelt und direkt in flache Wasserzonen 
(5 bis 10 cm Überstau) gesteckt. Im Herbst wurden die reifen Samenstände gebündelt 
abgeschnitten und in feuchte Bereiche (z.B. schrägen Ufern) oder direkt in Gewässer 
ausgestreut.

Torfmoose

Zur Beschleunigung der Etablierung von Schlenkentorfmoosen (Sphagnum cuspidatum, 
S. fallax) wurden diese von bereits entwickelten lokalen Wiedervernässungsflächen um-
gesetzt. Durch ein solches Vorgehen kann der Zeitraum verkürzt werden, in dem die 
Torfmoose eine vegetationsfreie Fläche nach Beendigung der Abtorfung eigenständig 
wiederbesiedeln. Die Torfmoose wurden von Hand aus einem bestehenden Torfmoos-
rasen entnommen und das Wasser fest ausgedrückt. Der Transport erfolgte in saube-
ren, wasserdichten Säcken (ca. 60 l). Auf der Zielfläche wurden die Torfmoose dann in 
handflächengroßen Bündeln in den feuchten Torf an Gewässerrändern gesteckt oder in 
Wasserflächen geworfen. Die Umsetzung in Gewässer und ausreichend wiedervernässte 
Flächen erfolgte ganzjährig. Periodisch trockenfallende Flächen wurden jedoch nur zu 
Zeiten mit höherem Wasserstand und Niederschlag bestückt.
Auf Flächen mit geeigneten Bedingungen (guter Wasserhaushalt, geeignetes Mikrokli-
ma z.B. durch Schutz von Gefäßpflanzen, gegebenenfalls Schlenkentorfmoose vorhan-
den) wurden Bulttorfmoose ausgebracht. Im Projekt wurde überwiegend mit Sphagnum 
papillosum, S. medium, S. rubellum und S. molle gearbeitet, da diese im Gebiet noch vor-
kommen. Da die naturnahen Bestände jedoch sehr klein sind, wurden nur kleine Mengen 
für experimentelle Versuche direkt umgesetzt. Um die Spenderpopulationen zu schonen 
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und dennoch eine großflächige Wiederansiedlung von Bulttorfmoosen zu ermöglichen, 
wurden sie im Gewächshaus vermehrt. Die Zwischenvermehrung hatte eine Anlaufpha-
se von ein bis zwei Jahren. Anschließend konnten jedes Jahr größere Mengen (20.000 
Bündel) angezogen werden. Die Torfmoose wurden in kleinen Bündeln von etwa 2 bis 
4 cm Durchmesser und 4 bis 8 cm Höhe geliefert (Abb. 4) und direkt in offenen Torf 
beziehungsweise in bestehende Vegetation eingesetzt, wo der Untergrund weich genug 
war. Ansonsten wurde mit einem 4 cm breitem Holzstab ein Loch vorgestanzt und nach 
dem Einsetzen der Moose wieder angedrückt und verschlossen, um ausreichenden Torf-
kontakt und Halt zu erreichen. Das Ausbringen erfolgte im Projekt im Oktober und No-
vember entweder als Einzelbündel oder in Dreiergruppen. 

Abb. 4: 	 Torfmoosbündel aus der Gewächshausvermehrung mit jeweils vier Torfmoosarten (Sphag-
num papillosum, S. medium, S. rubellum, S. molle) (Foto: Amanda Grobe).

	 Clumps of peat mosses from greenhouse propagation with four Sphagnum species each 
(Sphagnum papillosum, S. medium, S. rubellum, S. molle) (Photo: Amanda Grobe).

6. 	 Versuchsflächen und ökologische Evaluation

Für die ökologische Evaluation wurden die Projektmaßnahmen auf sieben Versuchs-
flächen mit Wiederholungen auf unterschiedlichen Standortbedingungen angelegt. Die 
experimentelle Maßnahmenumsetzung auf den Versuchsflächen erfolgte in 400 m²-Plots 
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(20 x 20 m) mit zwei bis vier Wiederholungs-Plots je Maßnahme und Standortvariante. 
Für die Einordnung der Ergebnisse wurden zusätzlich Referenz-Plots (ebenfalls 20 x 
20 m) mit gleichen Standortbedingungen ohne Maßnahmen eingerichtet (Abb.  5). Ins-
gesamt wurden so 66 Plots (38 Maßnahmen- und 28 Referenz-Plots) für das wissen-
schaftliche Monitoring angelegt. 

Maßnahmen, die in den 400 m²-Plots untersucht wurden:
- Einbringung von Gefäßpflanzen über Stecklinge und Setzlinge
- Ausbringung von Saatgut
- Einbringung von Torfmoos-Bündeln aus der Gewächshausvermehrung 
- Modellierung von unterschiedlichen Geländehöhen

Zusätzlich wurden 24 Kleingewässer auf verschiedenen Standorten angelegt, von denen 
die Hälfte mit Gefäßpflanzen am Ufer sowie Schlenkentorfmoosen im Wasser beimpft 
wurden (Abb. 5). Die Referenz-Senken wurden nicht bepflanzt, um hier die selbstständi-
ge Entwicklung zu beobachten. 

Auf den experimentell angelegten Flächen werden im gesamten Projektzeitraum die 
Vegetation, die Einzelpflanzenentwicklung und abiotische Einflussfaktoren (z.B. Was-
serstände) sowie die Besiedlung durch die Insektenfauna erfasst. Die gewonnenen Er-
kenntnisse aus der ökologischen Evaluation fließen kontinuierlich in die Planung und 
Umsetzung der weiteren Maßnahmen im Gebiet ein.

Abb. 5: 	 Beispielhafter Aufbau einer Versuchsfläche für die ökologische Evaluation mit Wiederholun-
gen von Maßnahmen- und Referenz-Plots. 

	 Set-up of an experimental site for ecological monitoring with repetition of measures and refe-
rences.
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6.1 	 Standortbedingungen und Vegetation

Zur Grundcharakterisierung der Zielflächen und Einordnung der Ergebnisse der ökologi-
schen Evaluation werden abiotische Standortfaktoren wie Wasserstand, Torfmächtigkeit 
und ‑zersetzungsgrad sowie in Gewässern pH-Werte und elektrische Leitfähigkeit erfasst. 

Die Vegetation wurde auf den Projektflächen vor und direkt nach der Umsetzung der 
Maßnahmen dokumentiert. Durch die Analyse der Vegetations- und Standortparameter 
können das Habitatpotenzial für die Insektenfauna sowie Erkenntnisse für die Weiter-
entwicklung zukünftiger Maßnahmen gewonnen werden.

Während der gesamten Projektlaufzeit wird die Vegetation immer zu gleichen Zeitpunk-
ten fortlaufend in einer Zeitreihe erfasst, um den Projekterfolg zu dokumentieren und 
zu quantifizieren. Auf den angelegten Plots wird in zufällig verteilten Probequadraten 
(1 x 1 m) die Deckung von Gefäßpflanzen und Torfmoosen jeder Art erfasst. Zusätzlich 
werden auch die Deckung der Streuschicht sowie der Anteil an Offenboden und Wasser-
fläche als wichtige Strukturen für die Insektenfauna aufgenommen. Alle Probequadrate 
und Aufnahmepunkte werden mit einem GNSS-Empfänger (Differential GPS) zenti-
metergenau in der Fläche und Geländehöhe über Normalhöhennull eingemessen. Dies 
ermöglicht es, einen Zusammenhang zwischen Geländehöhe bzw. Abstand zum Wasser-
spiegel (Feuchte) und der Vegetation sowie der Etablierung der Initialpflanzungen herzu-
stellen. Zusätzlich werden für jeden Plot vollständige Artenlisten erstellt: Im Juli werden 
Inventuren der eingebrachten Initialpflanzen vorgenommen und ausgewählte Pflanzen 
(Gefäßpflanzen) oder Pflanzenbündel (Torfmoose) in Höhe und Breite vermessen, um 
den Etablierungserfolg und das Wachstum zu dokumentieren.

6.2 	 Insekten

Für die Evaluation wurden verschiedene Insekten-Artengruppen ausgewählt, die auf-
grund ihrer unterschiedlichen Lebensraumansprüche gute Indikatoren für spezielle 
Habitatstrukturen und damit für den Maßnahmenerfolg darstellen. Wasserbewohnende 
Käfer (Coleoptera: Dytiscidae, Hydraenidae, Hydrophilidae, Scirtidae) nutzen sowohl 
Schlenken als auch tiefere Gewässerstrukturen und zeigen hier eine strenge Bindung 
an bestimmte Biotope, so dass sie zur Bewertung der Lebensraumbedingungen im Ge-
wässer genutzt werden können (Haase 1996). Für Libellen (Odonata) als Habitatkom-
plexbewohner sind nicht nur die Gewässerstrukturen für die Larvalentwicklung, sondern 
auch die umgebenden Landlebensräume als Jagdhabitate für die Imagines entscheidend 
(Sternberg & Buchwald 1999). Laufkäfergemeinschaften (Coleoptera: Carabidae) sind 
stark vom Mikroklima ihrer Habitate geprägt und durch den hohen Anteil an zoophagen 
Arten auch ein Indikator für das Nahrungsangebot (Biomasse) an Wirbellosen (Bräuni-
cke & Trautner 2009). Ameisen (Hymenoptera: Formicidae) benötigen gut ausgeprägte 
Bulten-Komplexe und andere terrestrische Strukturen und treten in den naturnahen Moo-
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ren der Hannoverschen Moorgeest in hohen Dichten und mit bis zu 20 bodenständigen 
Arten auf (Sonnenburg 2009). Tagfalter (Lepidoptera) zeigen eine zum Teil enge Bin-
dung an die Vegetationsstruktur, insbesondere an das Vorkommen von Raupenfutter- und 
Nektarpflanzen (Settele et al. 1999). Zusammen mit Heuschrecken (Orthoptera) sind 
sie zudem gute Indikatoren für das Mikroklima und die Strukturvielfalt, vor allem für die 
Rand- und Übergangsbereiche im Hochmoorkomplex (Detzel 1992).

Die Erfassung der Insekten-Artengruppen erfolgt in ausgewählten Maßnahmen- und Re-
ferenz-Plots, die der Wasserkäfer und Libellen an 24 Kleingewässern. Für die terrestri-
schen Arten wurden 34 Plots ausgewählt (Maßnahmen und Referenzen). Die Erfassung 
der Insektenfauna orientiert sich hinsichtlich der Anzahl der Kartierungsdurchgänge und 
des Bearbeitungszeitraumes an Standardmethoden, um die Vergleichbarkeit mit anderen 
Projekten zu ermöglichen.

7. 	 Ausblick

Die aus dem Projekt gewonnen Erkenntnisse, sowohl aus der praktischen Maßnahmen-
umsetzung als auch aus der wissenschaftlichen Evaluation, sollen in Empfehlungen für 
die Entwicklung ehemaliger Abtorfungsflächen im Hinblick auf die Diversität von Flora 
und Insektenfauna münden. Maßnahmenbegleitend wird dafür ein Handbuch erstellt, 
das unter Berücksichtigung unterschiedlicher Standortbedingungen die jeweiligen er-
folgsversprechenden biodiversitätsfördernden Maßnahmen vorstellt. Es soll praktische 
Hinweise für die Umsetzung geben, aber auch Abschätzungen des Aufwandes (Kosten, 
Zeit) ermöglichen. 
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