Estratto tradotto da “Techniques for collecting,
handling, preparing, storing and examining small
molluscan specimens” di Daniel L. Geiger et al.

Un interessante articolo di Geiger et al. dal titolo “Techniques for collecting, handling, preparing,
storing and examining small molluscan specimens”, ovvero “Tecniche per la raccolta,
manipolazione, preparazione, conservazione ed esame di piccoli molluschi”, fornisce interessanti
informazioni sulle tecniche di raccolta, preparazione, conservazione ed esame dei micromolluschi.
L’articolo ¢ esteso, molto dettagliato e specialistico, tuttavia abbiamo ritenuto che un estratto dei
punti salienti sugli argomenti di interesse piu generale sarebbe stato certamente utile.

La traduzione ¢ parziale e limitata ai punti chiave degli argomenti, tralasciando quanto, ad opinione
del traduttore ¢ troppo specialistico o poco applicabile nel campo della malacologia dilettantistica.

ATTREZZATURE

Setacci

Per un migliore esame del sedimento ¢ conveniente dividerlo in frazioni usando dei setacci con
dimensione della maglia, ad esempio, 0,4, 1, 2,5, 5 ¢ 10 mm. Se si vogliono raccogliere anche le
conchiglie larvali ci vuole una maglia da 100 um. Per il lavoro sul posto si possono usare sacchetti
di rete di varia misura, realizzati in tessuto, retini da acquario e setacci da cucina di plastica o
acciaio, acquistabili nei supermercati. La setacciatura deve essere fatta preferibilmente in acqua, per
evitare abrasione o rottura delle specie piu fragili.

Pinzette
Ci sono cinque tipi principali di pinzette usabili per la manipolazione dei micromolluschi e delle
loro parti molli.

* Pinzette da entomologia. Realizzate in acciaio flessibile con varie forme di punta, che posso
essere personalizzate su una pietra per affilare. Essendo flessibili riducono il rischio di
rottura, ma le punte possono essere leggermente disallineate e le conchiglie troppo lisce (es.
Eulima) possono schizzare via facilmente.

* Pinzette da orologiaio. Realizzate in acciaio, sono disponibili in molti modelli con punte
anche estremamente fini. Il loro uso sarebbe piu indicato per lavori anatomici e radulari, ma
con un po di pratica si possono usare per la cernita e la manipolazione.

* Pinzette “iris”. Sono pinzette molto soffici con punta piuttosto larga, liscia o dentellata.
Queste pinzette sono eccellenti per esemplari da 5-10 mm e piu piccoli. Rispetto alle
pinzette da entomologo sono meno sottili.

* Pinzette per stub. Omissis

* Pinzette di bambu. Omissis

RACCOLTA

La raccolta di micromolluschi richiede alcune tecniche particolari, perché questi sono difficili da
individuare ad occhio nudo e, peggio ancora da identificare in loco, qualora si voglia fare una
raccolta mirata ad una particolare specie. Pertanto ¢ necessario campionare il probabile habitat della
specie cercata, o vari micro-habitat.

Il campionamento dei substrati potrebbe richiedere un opportuno permesso dalle autorita.
(Sicuramente anche in Italia!)



Raccolta manuale nel detrito

I sedimenti marini sono generalmente distribuiti in maniera non uniforme ed il materiale organico si
accumula in particolari aree. Queste porzioni di sedimento ricco di conchiglie ¢ quello che in
inglese viene definito “shell grit” o “shell sand”. Generalmente vi si rinvengono solo esemplari
privi di parti molli, ma puo essere ['unica fonte di certe specie. La frazione fine puo essere rimossa
in loco lavando il sedimento con un setaccio o sacco a maglia fine. Bisogna prestare attenzione
perché usando il sacco si possono perdere gli esemplari piu piccoli.

Campionamento di alghe

Le alghe ospitano una ricca malacofauna. In genere un litro di alghe ¢ sufficiente per fornire un
campione rappresentativo delle specie presenti. Gli esemplari possono essere estratti vivi (usando
un microscopio) per osservarli, oppure essere direttamente fissati. Le alghe devono essere lavate
vigorosamente in un recipiente con acqua di mare. Il materiale algale viene quindi rimosso e si
lascia depositare 1l campione. L.’acqua si rimuove lentamente facendola passare attraverso un
setaccio per raccogliere eventuali molluschi galleggianti. I campioni possono essere pre-trattati con
un irritante o narcotico per assicurarsi che anche gli esemplari piu tenaci sono stati rimossi da
substrato.

Lavaggio di rocce

Le rocce lisce possono essere lavate a mani nude in un secchio. Bivalvi fissati col bisso, conchiglie
capuliformi e chitoni possono essere tenacemente attaccati e devono essere staccati a forza. In
genere le parti superiore e inferiore della roccia ospitano habitat differenti.

Rocce irregolari o grossi pezzi di corallo possono essere spazzolati con un pennello in un seccgio. Il
residuo, particolarmente se ottenuto da coralli, pud contenere organismi potenzialmente pericolosi e
deve essere maneggiato con attenzione.

Talvolta le rocce profondamente infossate nel sedimento hanno la parte inferiore anossica, di colore
nerastro o rugginoso; alcuni micromolluschi vivono proprio in questa zona.

E’ possibile spazzolare le rocce direttamente sul fondo, utilizzando un sacco di tessuto (es. una
federa) o un cestino di plastica rivestito di rete fine. La roccia viene collocata all’interno e
spazzolata verso il basso.

Altri metodi

Alcuni Autori hanno usato trappole luminose galleggianti per raccogliere Scissurellidae. Questo
metodo potrebbe essere valido per catturare micromolluschi predatori e carnivori.

Piccole benne pesanti una decina di chili possono essere trasportati in aereo e maneggiati da una
sola persona a bordo di una piccola imbarcazione. La benna puo essere calata anche a notevole
profondita, perché a differenza della draga richiede solo la quantita di filo corrispondente alla
profondita alla quale si vuole calare. Lo svantaggio ¢ la limitata area di campionamento (circa 15 x
15 cm per le piccole benne).

Una sorbona puo essere usata con successo (€ attenzione) per raccogliere esemplari viventi in buon
numero.

Alcuni taxa sono parassiti di altri e per trovarli bisogna esaminare il loro ospite (es. Eulimidae su
echinodermi, Pyramidellidae su altri molluschi, Epitoniidae sugli Attiniari, etc.).

Rilassamento

Il rilassamento dell’animale per studiare le parti molli dipende dalla specie. Il metodo pit comune €
I’aggiunta graduale di cloruro di magnesio (MgCl,) al 7,5% in acqua dolce nel contenitore con i
molluschi vivi. I molluschi possono rispondere in modo diverso a questo trattamento: alcuni ne
sono immuni, mentre altri si ritirano immediatamente dentro la conchiglia. E’ importante
aggiungere il narcotico molto lentamente. Versare la soluzione lontano dall’animale e muovere
delicatamente 1’acqua. Aspettare alcuni minuti per vedere ’effetto. Quando I’animale espanso ha
smesso di muoversi aspettare ancora un po, aggiungere altra soluzione e toccare appena I’animale



con un pennellino. Osservare attentamente la presenza di piccoli movimenti (specialmente dei
tentacoli dei gasteropodi). Quando I’animale ha cessato di muoversi trasferirlo nel fissativo
prescelto.

Un secondo metodo utilizzato ¢ il freddo: mettere gli esemplari in frigo ed aspettare che abbiano
finito di muoversi.

MICROMOLLUSCHI CON PARTI MOLLI

Micromolluschi con parti molli da usare per studi anatomici possono essere conservati in varie
sostanze, mentre per studi molecolari 1 migliori conservanti sono 1’etanolo con concentrazione oltre
il 95% o azoto liquido.

Cernita del campione

I campioni umidi, contenenti notevole quantita di piante o alghe diventano acidi molto presto,
pertanto richiedono di essere trattati velocemente. Due tipi di trattamento sono generalmente usati:
elutriazione e setacciatura.

Elutriazione — Viene sollevato delicatamente il materiale piu leggero come alghe e argilla, mentre 1
molluschi e la sabbia restano sul fondo del contenitore. Pompando acqua dal fondo del contenitore
saranno trasportati in alto prima le parti piu leggere, poi i molluschi (che saranno raccolti in un
setaccio), fino a restare solo la sabbia. Questo trattamento da i migliori risultati quando il materiale
¢ di piccole dimensioni (da 0,5 a 5 mm).

Setacciatura — la setacciatura ¢ utile perché ¢ piu facile selezionare il materiale quando la
dimensione degli oggetti ¢ omogenea.

Una volta preparati i campioni, saranno messi in contenitori bassi di vetro, plastica o altro ed
esaminati sotto un microscopio binoculare. Generalmente si lavora meglio su un fondo nero. Il
movimento rotatorio concentra il materiale verso il centro, mentre il movimento avanti-indietro lo
sposta verso la periferia.

Fissazione
Il tipo di fissazione deve tenere in considerazione cosa si vuole fare in seguito degli esemplari. Per
fissazione e conservazione a fini particolari si raccomanda:
* Studi molecolari — etanolo al 95-100% o bollitura.
» Studi istologici — formalina, bicromato o fissativi con mercurio, liquido di Bouin o altri
fissativi istologici.
* Foto al TEM (Transmission Electron Microscope) — fissaggio con glutaraldeide. La
formalina puo essere usata, ma da risultati inferiori.

Quando si fissano 1 molluschi con conchiglia il fissativo deve raggiungere tutti 1 tessuti, eccetto che
nei molluschi patelliformi, in quelli con spira larga, apertura ampia e opercolo ridotto o assente.
Pertanto ¢ utile rompere leggermente la conchiglia usando (con molta attenzione) una grossa forbice
o uno schiaccianoci. In molti casi lo studio della conchiglia ¢ importante quanto le parti molli,
pertanto se la conchiglia viene rotta o danneggiata ¢ conveniente tenerne un altro esemplare integro,
anche se raccolto privo di parti molli.

La formalina acida e I’etanolo possono facilmente danneggiare o distruggere le microconchiglie.
Tuttavia la formalina ¢ un buon conservante se non si devono usare 1 campioni per studi molecolari.
La formalina puo essere in soluzione 5-10% con acqua marina. E’ importante che il volume di
fissativo sia almeno 5-10 volte quello dei molluschi. Per la fissazione si mettono i molluschi nel



contenitore, aggiungere una quantita di formalina al 40% pari a circa un decimo del volume del
contenitore, riempire con acqua di mare, chiudere ermeticamente e mescolare capovolgendo
delicatamente il contenitore. Per tamponare la formalina ¢ possibile aggiungere 1 g di borace per
litro di soluzione.

Conservazione in umido

Il conservante pitt comune per lunghi periodi ¢ I’etanolo al 70-80%. L’aggiunta di borace, polvere
di aragonite o altre sostanze possono essere aggiunte per evitare danni alla conchiglia, ma il loro
uso non ¢ condiviso da tutti. E’possibile trasferire gli esemplari direttamente dalla formalina
all’etanolo al 70%. Poiché il carbonato di calcio ¢ piuttosto solubile in acqua, le microconchiglie si
decalcificano ed ¢ pertanto preferibile conservarle essiccate.

CONCHIGLIE SECCHE

Due “malattie” o piu correttamente processi chimici, che alla fine portano alla distruzione della
conchiglia, si sono manifestate su molti tipi nelle collezioni dei musei. Le due malattie sono: il
“morbo di Byne” e la malattia del vetro. Qualche volta ¢ difficile identificare la malattia, perché
ambedue producono inizialmente un’infiorescenza bianca sulla conchiglia, che porta alla sua
polverizzazione, ma hanno cause diverse. La preparazione iniziale degli esemplari puo evitare
successivi problemi.

Essiccazione iniziale

Prima della conservazione tutti gli esemplari andrebbero lavati in acqua dolce per rimuovere lo
sporco, muco ¢ sale. E’ importante rimuovere tutto il sale, perché il cloruro di sodio (NaCl,) ¢
igroscopico. Gli esemplari possono essere essiccati all’aria, su carta assorbente. Per un migliore
essiccamento gli esemplari possono essere lavati con etanolo puro. Residui di umidita possono
impregnare I’etichetta e contribuire alla formazione di muffa.

Manipolazione

Gli esemplari secchi possono essere tenuti in fialette di vetro, capsule di gelatina o strisce di
cartone, con o senza cotone idrofilo. Sarebbe da evitare la plastica perché le cariche elettrostatiche
possono rendere difficile la manipolazione dei micromolluschi. Se si maneggiano gli esemplari con
la punta del pennello bagnata fare attenzione che ci sia meno umidita possibile, perché gli esemplari
umidi potrebbero attaccarsi alle pareti delle capsule di gelatina. Per i micromolluschi si puo anche
usare un pennello asciutto.

Conservazione a secco - Contenitore

Per prima cosa gli esemplari, anche quelli raccolti privi di parti molli, devono essere puliti e il sale
rimosso. Questo puo essere fatto lasciandoli in acqua (preferibilmente distillata) per alcune ore e
quindi asciugandoli. La migliore conservazione degli esemplari secchi ¢ in piccoli contenitori,
meglio se in gelatina, dentro una capsula piu grande in vetro ad alto contenuto di sodio, o carta
priva di acido e idonea per la conservazione. Nessun altro metodo € migliore per tutte le condizioni
di conservazione; anche se ciascuno ha vantaggi e svantaggi.

Le capsule in gelatina non degradano le conchiglie, ma dovrebbero essere usate in condizioni di
umidita relativa media inferiore al 60%. Brevi periodi a 60-80% non sembrano avere avuto effetti
negativi. In condizioni di elevata umidita gli esemplari possono incollarsi alla parete, ma basta un
pennellino per staccarli. Le capsule in gelatina, se non contenute in un altro contenitore, possono
essere mangiate dagli insetti.

Le strisce di cartone sfruttano molto bene lo spazio, perd sono generalmente fatte di carta acida e
possono influire sulla conservazione degli esemplari (es. foraminiferi), particolarmente in ambienti
umidi.



I1 cotone idrofilo puo essere usato, mentre sono da evitare 1 prodotti in PVC, che rilasciano acido.
Le scatole di plastica sono ampiamente usate e sembrano non dare problemi. Da evitare la schiuma
di plastica, usata per tenere fermi gli esemplari. Questa si disintegra in 10-20 anni e puo liquefarsi,
incollandosi agli esemplari. Il materiale puo essere acido e causare infiorescenze simili al morbo di
Byne e del vetro.

Gli esemplari possono essere lasciati sullo stub del SEM, ma conservati in un contenitore sigillato
con l’aggiunta di silica gel per rimuovere 'umiditd. Questa precauzione assicura che non
rilasceranno gas quando saranno posti nella camera depressurizzata di alcuni tipi di SEM.

Conservazione — Etichette

L’etichetta con i dati non dovrebbe essere direttamente a contatto con gli esemplari, ma posta in un
contenitore secondario (generalmente una fialetta di vetro) contenente la capsula di gelatina e il
micro-tubetto di vetro contenente I’esemplare. In alcune collezioni c’¢ anche una sottile targhetta
con il numero di registrazione dell’esemplare. Questa targhetta previene lo scambio accidentale di
dati degli esemplari. Anche piccoli pezzi di carta a contatto con gli esemplari dovrebbero essere di
carta non acida. La carta non acida ¢ ottenuta dal cotone anziché dalla polpa di legno.

Aggressione chimica - Morbo di Byne

I micromolluschi sono spesso fragili ed esposti ad avverse reazioni con acidi e sali. Un serio effetto
distruttivo sul carbonato di calcio delle conchiglie ¢ il “Morbo di Byne”, che prende il nome dal
collezionista inglese che per primo ha descritto il fenomeno. Si manifesta con un’infiorescenza
bianca che copre la conchiglia e la puo distruggere completamente. La formazione di cristalli
sembra dovuta al rilascio di acidi dal legno di rovere generalmente usato per le cassettiere. La
reazione ¢ accelerata dalla ridotta circolazione di aria e dall’umidita. Altri materiali sono possibili
colpevoli a causa dell’uso di colle con formaldeide o trattamenti superficiali degli armadi metallici.

Aggressione chimica - Morbo del vetro

Anche il “Morbo del vetro” produce un’infiorescenza di sali di calcio e, se non fermata, portera alla
completa distruzione degli esemplari in 5-10 anni. All’inizio la superficie, se prima era lucida,
diventa opaca, quindi polverosa, poi cominciano a formarsi i cristalli. Le conchiglie cominciano a
disintegrarsi e si riducono ad un ammasso di polvere biancastra. Questo accade in esemplari lavati,
essiccati e conservati armadi metallici, dentro tubetti di vetro con tappo plastico ( non sughero o
cotone) e etichetta di carta non acida. Il vetro puo rilasciare idrossido di sodio (NaOH) a causa
dell’umidita dell’aria e questo, interagendo con il carbonato di calcio della conchiglia, causa la
formazione di polvere di carbonato di sodio. Le fialette di vetro ad alto contenuto di carbonato di
sodio (tubetti a perdere per cultura o campioni di sangue) sembrano essere 1 migliori per evitare il
problema. Il morbo del vetro puod essere arrestato con silica gel per assorbire 'umidita, ma il
rimedio piu semplice ¢ evitare il contatto dell’esemplare col vetro, ponendolo in una capsula di
gelatina.

L’articolo prosegue con altri capitoli sulla preparazione di microconchiglie e parti molli per le foto
al SEM, sull’estrazione e preparazione della radula per foto al SEM e sulla fotografia ottica con
macchina fotografica e microscopio. In appendice c¢’¢ un elenco delle sostanze chimiche usate per il
trattamento e la preparazione dei molluschi. Questi capitoli sono molto specialistici e per questo
non sono stati qui considerati.
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