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Kurzfassung 

Lignin ist ein aromatisches Biopolymer, das in den Zellwänden von Pflanzen vorkommt. Es ist 

hauptsächlich aus drei sogenannten Monolignolen (p-Hydroxyphenyl (H), Guajakol (G) und Sy-

ringol (S)) aufgebaut, die über verschiedene Bindungen miteinander verknüpft sein können, 

und enthält eine Vielzahl an funktionellen Gruppen. Interessant für die Verwendung von Lig-

nin sind dabei insbesondere die vielen phenolischen Hydroxygruppen, die als Ausgangsstoff 

bei der Synthese neuer Produkte dienen können, daneben aber auch für seine antioxidativen 

Eigenschaften verantwortlich sind. Da Struktur und Eigenschaften von vielen Faktoren wie Bio-

masse und Aufschlussprozess abhängen, ist eine detaillierte Charakterisierung der Lignine nö-

tig, um Struktur-Eigenschafts-Beziehungen aufzuklären und so einen Schritt näher an eine 

mögliche stoffliche Nutzung zu kommen. Mit dieser Arbeit soll der Einfluss der Biomasse in-

klusive der verwendeten Partikelgröße sowie des Organosolv-Aufschlussprozesses auf die Mo-

nomerzusammensetzung, das Molekulargewicht und die Antioxidanz der isolierten Lignine 

untersucht werden. 

Als Rohstoffe zur Ligningewinnung dienen die drei mehrjährigen lignocellulosereichen Low-

Input-Pflanzen Miscanthus x giganteus, Silphium perfoliatum und Paulownia tomentosa, die 

momentan hauptsächlich zur Energiegewinnung genutzt werden. Im Rahmen der Bioökono-

miestrategie der Europäischen Union soll der Schwerpunkt zukünftiger Bioraffinerien jedoch 

auf eine ganzheitliche Nutzung von Biomassen gelegt und so auch die stoffliche Nutzung fo-

kussiert werden. Zusätzlich zu diesen drei Pflanzen werden auch Organosolv-Lignine aus den 

in der Literatur bereits gut beschriebenen Biomassen Weizenstroh und Buchenholz isoliert, 

und zwei Nadelholz-Kraft-Lignine als Vergleich herangezogen. Die Ergebnisse zeigen, dass die 

Art der Biomasse hauptsächlich die Monomerzusammensetzung beeinflusst: Gräser bestehen 

aus allen drei Monolignolen, Laubhölzer mehrheitlich aus S- und G-Einheiten, während Nadel-

hölzer nur aus G-Einheiten aufgebaut sind. Die Holzlignine besitzen zudem höhere Molekular-

gewichte sowie bessere antioxidative Eigenschaften als die Gras- und Krautlignine. Mit der 

feineren Vermahlung der Biomasse kann die Monomerzusammensetzung beeinflusst werden: 

der Einsatz kleinerer Partikelgrößen führt zu Ligninen mit einem höheren Gehalt an H-Einhei-

ten, sowohl für Miscanthus als auch für Paulownia. Außerdem kann bei Paulownia die Aus-

beute gesteigert und eine Zunahme des Molekulargewichtes beobachtet werden, wenn die 

kleinste Siebfraktion für den Organosolv-Aufschluss verwendet wird. Einen größeren Einfluss 

als der Mahlgrad der Biomasse haben die Autohydrolyse sowie der Organosolv-Aufschlusspro-

zess selbst. Die Monomerzusammensetzung ändert sich aufgrund derselben Biomasse zwar 

kaum, die Bindungstypen zwischen den Monolignolen dagegen schon. Mit höherer Prozess-

stärke (Zeit, Temperatur, Ethanol-Konzentration) werden Etherbindungen gespalten, was den 

Anteil an phenolischen Hydroxygruppen und somit die Antioxidanz erhöht. Neben dieser De-

polymerisation werden partiell auch Rekondensationsreaktionen beobachtet.  

Die erzielten Ergebnisse liefern einen Beitrag zum Verständnis des Zusammenhangs zwischen 

Ligninquelle und -gewinnung mit der daraus resultierenden Ligninstruktur und Antioxidanz 

und bieten damit eine Grundlage für den Wandel von der energetischen hin zu einer nachhal-

tigen stofflichen Nutzung dieses nachwachsenden Biopolymers. Gerade über die Wahl der 

Aufschlussparameter können Struktur und Antioxidanz gezielt beeinflusst werden, was in zu-

künftigen Studien weiter fokussiert werden sollte.
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Abstract 

Lignin is an aromatic biopolymer found in the cell walls of plants. It is mainly composed of 

three so-called monolignols (p-hydroxyphenyl (H), guaiacol (G) and syringol (S)), which can be 

linked via various bonds, and contains a large number of functional groups. Of particular in-

terest for the use of lignin are its many phenolic hydroxyl groups, which can serve as starting 

materials for the synthesis of new products but are also responsible for its antioxidant pro-

perties. Since structure and properties depend on many factors such as biomass and pulping 

process, a detailed characterization of the lignins is necessary to elucidate structure-property 

relationships and thus come one step closer to a possible material use. The aim of this work is 

to investigate the influence of the biomass including its particle size as well as the pulping 

parameters of the organosolv process on the monomer composition, molecular weight, and 

antioxidant capacity of the isolated lignins. 

The three perennial lignocellulose-rich low-input crops Miscanthus x giganteus, Silphium per-

foliatum and Paulownia tomentosa, which are currently mainly used for energy production, 

serve as raw materials for lignin production. Within the framework of the bioeconomy stra-

tegy of the European Union, however, the focus of future biorefineries is to be placed on an 

integrated use of biomasses and thus, also on their material use. In addition to these three 

plants, organosolv lignins are isolated from wheat straw and beech wood, which are already 

well described in the literature, and two softwood kraft lignins for comparison. The results 

show that the type of biomass mainly influences the monolignol composition: grasses are 

made up of all three monolignols, hardwoods are mainly composed of S and G units, while 

softwoods only consist of G units. The wood lignins also have higher molecular weights and 

better antioxidant properties than the grass and herb lignins. With finer grinding of the bio-

mass, the monomer composition can be influenced: the use of smaller particle sizes leads to 

lignins with a higher content of H units, both for Miscanthus and Paulownia. Furthermore, for 

Paulownia, the yield and molecular weight can be increased when the smaller particle size is 

used for organosolv pulping. A greater influence than the degree of grinding of the biomass is 

its autohydrolysis as well as the organosolv process itself. Although the monomer composition 

barely changes due to the same biomass, the linkages between the monolignols do. With 

higher process severity (time, temperature, ethanol concentration), ether bonds are cleaved, 

which increases the proportion of phenolic hydroxyl groups and thus the antioxidant capacity. 

Next to this depolymerization, recondensation reactions are also observed, but to a smaller 

extent. 

The results obtained contribute to the understanding of the relationship between lignin 

source and extraction with the resulting lignin structure and antioxidant capacity, and thus 

provide a groundwork for the change from the energetic to a sustainable material use of this 

renewable biopolymer. The structure and antioxidant properties can be specifically influenced 

by the choice of the pulping parameters, which could be a focus in future studies.
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Abkürzungsverzeichnis 

Abkürzung Bedeutung 

A β-Aryl-Ether-Strukturen 

ABTS 2,2′-Azino-di(3-ethylbenzthiazolin-6-sulfonsäure) 

AH Autohydrolyse 

B Resinol 

C Phenylcoumaran 

C-C Kohlenstoff-Kohlenstoff-Bindung 

CKA Campus Klein-Altendorf 

C-O Kohlenstoff-Sauerstoff-Bindung 

CSF kombinierte Prozessstärke (combined severity factor) 

CUPRAC 
antioxidative Kapazität, bestimmt als Reduktionsvermögen von Kupferionen  

(cupric ion reducing antioxidant capacity) 

CV Variationskoeffizient (coefficient of variation) 

D Spirodienon 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DPPH 2,2-Diphenyl-1-pikryl-hydrazyl 

EFA ökologische Vorrangfläche (ecological focus area) 

EtOH Ethanol 

FC Folin-Ciocalteu 

FTIR Fourier-Transform-Infrarot 

FRAP 
antioxidatives Potential, bestimmt als Reduktionsvermögen von Eisenionen  

(ferric ion reducing antioxidant potential) 

G G-Einheiten (Guajakol) 

GAE Gallussäure-Äquivalente (gallic acid equivalents) 

GPC Gelpermeationschromatographie 

H H-Einheiten (p-Hydroxyphenyl) 

HAT Wasserstoff- bzw. Protonentransfer (hydrogen atom transfer) 

HFIP Hexafluoroisopropanol 

HPAEC 
Hochleistungs-Anionenaustausch-Chromatographie (high pressure anion 

exchange chromatography) 

HPLC Hochdruckflüssigkeitschromatographie (high pressure liquid chromatography) 

HS-GC-MS Headspace-Gaschromatographie-Massenspektrometrie 

HSQC heteronuclear single-quantum coherence (NMR-Technik) 

IAT Indulin AT 

IC50 mittlere inhibitorische Konzentration (half maximal inhibitory concentration) 



Abkürzungsverzeichnis 
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KL Kraft-Lignin 

KU Anteil an kondensierten Untereinheiten 

MSD Verfahrensstandardabweichung (method standard deviation) 

Mn Zahlenmittel der Molmasse 

Mw Massenmittel der Molmasse 

MWL milled wood lignin  

NMR Kernspinresonanz (nuclear magnetic resonance) 

NREL National Renewable Energy Laboratory 

ORAC 
Fähigkeit zum Abfangen von Sauerstoffradikalen (oxygen radical absorbance 

capacity) 

OSL Organosolv-Lignin 

PAD gepulst-amperometrischer Detektor (pulsed amperometric detector) 

pCA p-Coumarat 

PMMA Polymethylmethacrylat 

PDI Polydispersitätsindex 

Py-GC/MS Pyrolyse-Gaschromatographie/Massenspektrometrie 

R² Bestimmtheitsmaß 

RACI relativer Index der antioxidativen Kapazität (relative antioxidant capacity index) 

RI Refraktionsindex 

RMSE Wurzel des mittleren quadratischen Fehlers (root mean square error) 

RSA Aktivität als Radikalfänger (radical scavenging activity) 

RSS Residuenquadratsumme (residual sum of squares) 

S S-Einheiten (Syringol) 

SET Ein-Elektronentransfer (single electron transfer) 

T Tricin 

TE Trolox-Äquivalente (Trolox equivalents) 

TEAC 
antioxidative Kapazität angegeben als Trolox-Äquivalente (Trolox equivalent anti-

oxidant capacity) 

THF Tetrahydrofuran 

TPC Gesamtphenolgehalt (total phenol content) 

TPTZ 2,4,6-Tri(2-Pyridyl)-1,3,5-Triazin 

TRAP reaktives antioxidatives Gesamtpotential (total reactive antioxidant potential) 

UV-Vis Ultravioletter – sichtbarer Wellenlängenbereich (ultraviolet – visible) 

ZA Zimtalkohol-Endgruppe 
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I Einführung 

1. Einleitung und Zielsetzung 
Mit der immer weiter zunehmenden Verknappung fossiler Rohstoffe gewinnt der Wandel hin 

zur Nutzung erneuerbaren Ressourcen mehr und mehr an Bedeutung, sowohl in der For-

schung als auch in der Industrie. Ein Fokus liegt dabei auf neuen Bioraffineriekonzepten zur 

Nutzung lignocellulosereicher Biomasse, die mit einer jährlichen Produktion von 200 Milliar-

den Tonnen reichlich verfügbar ist.1 Ein wichtiger Punkt ist dabei der Ausbau der Wertschöp-

fungskette, die den Fokus nicht nur auf die Energiegewinnung legt, sondern auch die stoffliche 

Verwertung möglichst aller Biomassebestandteile adressiert.2  

Eine Komponente, deren Potential bisher nicht hinreichend ausgeschöpft wird, ist Lignin, ein 

aromatisches Biopolymer. In der Zellstoffindustrie fallen jährlich ca. 70 Mio. t Lignin an, wovon 

jedoch nur 2 % isoliert und kommerziell genutzt werden.3 Aufgrund der vielen phenolischen 

und aliphatischen Hydroxygruppen in seiner Struktur könnte es sich z.B. als Ersatz für bisher 

fossil-basierte Polyole bei der Synthese von Polyurethanen oder Polyestern4 eignen, aber auch 

ein Einsatz in der Biomedizin5 wäre aufgrund der antioxidativen und antimikrobiellen Eigen-

schaften möglich. Um Lignine effizienter für hochwertige Produkte nutzen zu können, ist in 

einem ersten Schritt jedoch die detaillierte Analyse der Struktur und Eigenschaften von großer 

Bedeutung. 

Das Ziel dieser Arbeit ist daher die Gewinnung und Charakterisierung von Ligninen aus den 

sogenannten Low-Input-Pflanzen Miscanthus, Silphie und Paulownia, die potentielle Roh-

stoffe für zukünftige Bioraffinerien sind.6 Daneben werden die in der Literatur bereits gut be-

schriebenen Biomassen Weizenstroh und Buchenholz als Vergleich herangezogen, sowie ver-

schiedene Vorbehandlungen der Biomasse und Organosolv-Aufschlussbedingungen unter-

sucht. Zusammenfassend soll die Auswirkung der Variation der folgenden Parameter auf 

Struktur und Eigenschaften der isolierten Lignine untersucht werden: 

i. Variation der Biomasse bei gleichem Aufschlussprozess (Kapitel 5): 

Gräser (Miscanthus, Weizenstroh) vs. krautige Pflanzen (Silphie) vs. Hölzer (Paulownia, 

Buche) 

ii. Variation der Partikelgröße der Biomasse bei gleichem Aufschlussprozess (Kapitel 6): 

1,6 – 2 mm vs. 0,5 – 1,0 mm vs. < 0,25 mm; am Beispiel von Miscanthus (Gras) und 

Paulownia (Holz) 

iii. Variation des Aufschlussprozesses bei gleicher Biomasse (Kapitel 7): 

Aufschlussdauer, Lösemittelkonzentration und Autohydrolyse als Vorbehandlung am 

Beispiel von Miscanthus; Vergleich mit Kraft-Lignin und kommerziell erhältlichem In-

dulin AT 

Die Charakterisierung der Lignine erfolgt in Hinblick auf die strukturelle Zusammensetzung 

(Monolignole, funktionelle Gruppen, Bindungstypen), das Molekulargewicht (Molmassenmit-

telwerte, Polydispersitäten) und die antioxidativen Eigenschaften (ermittelt über vier ver-

schiedene Assays). Außerdem werden die Biomassen auf ihre chemische Zusammensetzung 

hin untersucht, genauso wie ausgewählte Lignine, um ihre Reinheit zu überprüfen. 
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2. Stand der Forschung 

2.1 Low-Input-Pflanzen 
Die Bioökonomie-Strategie der Europäischen Union beinhaltet Konzepte der Kreislaufwirt-

schaft sowie Strategien zur Substitution fossiler Energieträger mit erneuerbaren Ressourcen 

für eine nachhaltige Energie-, Biokraftstoff- und Chemikalienproduktion.7 Im Mittelpunkt die-

ser Strategie steht das Konzept nachhaltiger Bioraffinerien, das im Wesentlichen auf einer 

kosteneffektiven Umwandlung von lignocellulosereicher Biomasse zu Bioenergie und Biopro-

dukten basiert. Im Gegensatz zu Bioraffinerien der ersten Generation, in denen hauptsächlich 

essbare Nutzpflanzen verwendet wurden, sollen nun verschiedene Optionen von nachwach-

senden Rohstoffen über agroforstwirtschaftliche Reststoffe bis hin zu Abfallstoffen verfolgt 

werden.2 

Jüngste Untersuchungen zur Biomassenutzung umfassen sogenannte Low-Input-Pflanzen, vor 

allem mehrjährige und lignocellulosereiche Gräser und Hölzer.8, 9 Insbesondere die Mehrjäh-

rigkeit der Pflanzen bringt viele Vorteile mit sich: dass sie nach der einmaligen Pflanzung für 

die nächsten 10 – 25 Jahre jährlich geerntet werden können, resultiert in einer positiven Ener-

gie- und Treibhausgasbilanz; außerdem sind sie sehr effizient in ihrer Ressourcennutzung und 

benötigen nur wenig Sonnenstrahlung, Wasser und Dünger, da sie in der Lage sind, Nährstoffe 

über den Winter in die Wurzeln zurückzuverlagern.10 Denn auch wenn nachwachsende Roh-

stoffe erneuerbar sind, ist Biomasse eine limitierte Ressource. Wird sie nicht sinnvoll ange-

baut, kann ihre Produktion Herausforderungen wie Flächenkonkurrenz, Ressourcenknapp-

heit, Bodenabtrag und -schädigung, Biodiversitätsverluste und den Klimawandeln verschär-

fen.11, 12 Mit dem zweckmäßigen Anbau von Low-Input-Pflanzen könnte dem entgegengewirkt 

werden, da sie einige ökologische Vorteile, vor allem im Vergleich mit einjährigen Kulturen, 

mit sich bringen. Diese werden im Folgenden für Miscanthus, Silphie und Paulownia, den drei 

in dieser Arbeit genutzten Low-Input-Pflanzen, kurz skizziert. 

2.1.1 Miscanthus 
Miscanthus umfasst ca. 17 Arten an mehrjährigen, rhizombildenden Gräsern, die ihren Ur-

sprung in subtropischen und tropischen Regionen in Asien haben.13 Miscanthus gehört zu den 

C4-Pflanzen, die aufgrund der Oxalacetat-Bildung während der Fotosynthese eine höhere CO2-

Fixierungsrate aufweisen als C3-Pflanzen, die D-3-Phosphoglycerat produzieren. Auf diese 

Weise ist Miscanthus in der Lage, mehr CO2 einzulagern. Insgesamt nutzen zwar nur 3 % der 

blühenden Pflanzen den C4-Stoffwechsel, tragen damit aber zu 23 % des fixierten CO2 weltweit 

bei.14 Dadurch, dass C4-Pflanzen das vorhandene Sonnenlicht besser nutzen, wachsen sie sehr 

schnell. Der hier verwendete Genotyp Miscanthus x giganteus (Abbildung 2-1) kann im Jahr 

bis zu 4 m hoch werden. Zusammen mit der hohen Anbaudichte sind Erträge von ca. 25 t pro 

Hektar und Jahr möglich. Einmal gepflanzt, kann Miscanthus jährlich für ca. 15 – 20 Jahre ge-

erntet werden.15 Die Ernte erfolgt typischerweise im Winter oder Frühjahr, wenn die Nähr-

stoffe von den überirdischen Pflanzenteilen zu den Rhizomen im Boden rückverlagert wurden. 

Dies bringt weitere Vorteile gegenüber einjährigen Pflanzen mit sich, wie ein geringerer Nähr-

stoff- und Wasserbedarf, was den Anbau auf marginalen Landflächen erlaubt, verminderte 

Bodenerosion und ein erhöhtes Potential der Kohlenstoffbindung im Boden. Zudem ist Mis-

canthus sehr tolerant gegenüber verschiedenen klimatischen Bedingungen.16, 17
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Abbildung 2-1: Links: blühender Miscanthus x giganteus im Sommer (Copyright 2017, Katharina Walbrück). 

Rechts: getrockneter Miscanthus x giganteus kurz vor der Ernte (Copyright 2018, CKA). 

Im Rahmen der Greening-Maßnahmen der Gemeinsamen Agrarpolitik der Europäischen Union 

ist Miscanthus seit 2018 zum Anbau auf ökologischen Vorrangflächen (EFA, ecological focus 

area) zugelassen6, was die Attraktivität des Miscanthusanbaus weiter gesteigert hat. Neben 

der rein energetischen Nutzung rücken weitere Anwendungsbereiche in den Fokus, wie z.B. 

die Produktion von Biokraftstoffen und Chemikalien13, 18–20, stoffliche Nutzungsmöglichkeiten 

in Spanplatten und Zementsystemen21 oder als Substrat zum Gemüseanbau mit anschließen-

der Verbrennung im Zuge einer Kaskadennutzung22. 

2.1.2 Durchwachsene Silphie 
Die durchwachsene Silphie (Silphium perfoliatum) ist ein Staudengewächs mit großen, gegen-

ständig angeordneten und am Stängel zusammengewachsenen Blättern, weswegen sie auch 

als Becherpflanze bezeichnet wird. Sie wird bis zu 3 m hoch, blüht gelb und besitzt einen vier-

kantigen Stängel (Abbildung 2-2).23 Ursprünglich wurden Becherpflanzen, die zu den C3-Pflan-

zen zählen, in Nordamerika kultiviert, wohingegen sie heute weltweit angebaut werden.6 Wie 

bei Miscanthus handelt es sich um eine mehrjährige Pflanze, die jährlich über einen Zeitraum 

von 15 – 20 Jahren geerntet werden kann.24 Sie benötigt nur geringe Mengen an Dünger und 

Pflege, zeigt ein gutes Wachstum auch bei trockenen Böden und hohe Erträge zwischen 

11 – 22 t pro Hektar ab dem zweiten Jahr.25 Außerdem ist sie ebenfalls Teil des EU Greening-

Programms und kann auf EFAs angebaut werden.26 

  
Abbildung 2-2: Links: blühende Silphie (Copyright 2016, CKA). Rechts: Querschnitt des Stängels der durchwach-

senen Silphie (Copyright 2019, Niklas Frase). 
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Momentan wird die Silphie hauptsächlich als Rohstoff für Biogas und Biokraftstoffe unter-

sucht.25, 27 Dabei besitzt sie gegenüber herkömmlichen Biomassepflanzen wie Mais einige öko-

logische Vorteile, z.B. eine verbesserte Biodiversität, Bodengesundheit und Wasserqualität.28 

Daneben rückt aber auch die stoffliche Nutzung der Becherpflanze immer weiter in den Fokus, 

z.B. als erneuerbarer Rohstoff bei der Herstellung von Spanplatten29, zur Papierherstellung30 

oder als Polystyrolersatz in Baustoffen24. 

2.1.3 Paulownia 

Neben mehrjährigen Pflanzen wie Miscanthus und Silphie ziehen auch schnellwachsende Höl-

zer ein immer größeres Interesse als Industriepflanze auf sich. Ein Beispiel ist der Laubbaum 

Paulownia, dessen Gattung neun Arten umfasst und in China und Südostasien heimisch ist.31 

Die Bäume zeichnen sich durch einen geringen Wasserbedarf aus und besitzen einen Wachs-

tumszyklus von ca. 15 Jahren. Bereits nach weniger als 10 Jahren sind sie bis zu 20 m hoch bei 

einem Stammdurchmesser von bis zu 40 cm (Abbildung 2-3).6 Die jährliche Holzproduktion 

beträgt bereits 5 – 7 Jahre nach Pflanzung zwischen 150 – 330 t pro Hektar bei intensiver Be-

pflanzung mit ca. 2000 Bäumen pro Hektar.32 

  
Abbildung 2-3: Links: blühender Paulowniabaum. Rechts: Baumstamm einer siebenjährigen Paulownia (Copy-

right 2019, Georg Völkering). 

Studien zur Nutzung von Paulownia befassen sich vor allem mit der Herstellung von Biokraft-

stoffen und Bioethanol33–36, aber auch mit Kompositen aus Paulowniaholz und Polypropylen37 

oder Papieren38. Neben dem Holz finden Rinde, Blätter, Blüten und Samen aufgrund ihrer an-

tioxidativen, entzündungshemmenden und antimikrobiellen Eigenschaften Anwendung in der 

traditionellen chinesischen Medizin.39 Weitere Anwendungen der verschiedenen Pflanzen-

teile wurden von Rodríguez-Seoane et al. in einem übersichtlichen Review-Artikel zusammen-

gefasst.31 Die Nutzung von Paulownia in einer integrierten Bioraffinerie, die die Fraktionierung 

in mehrere Produkte im Rahmen einer Kaskadennutzung erlaubt, wurde von Del Río et al. un-

tersucht.35 
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2.2 Lignin 
Lignocellulose ist ein von Pflanzen synthetisiertes Kompositmaterial, das hauptsächlich aus 

polymeren Kohlenhydraten (Cellulose und Hemicellulose) und dem aromatischen Polymer Lig-

nin besteht. Daneben sind auch geringe Anteile an Pektinen, anorganischen Substanzen, Pro-

teinen und Extraktstoffen enthalten, wobei die genaue Zusammensetzung von der Spezies 

und dem Pflanzengewebe sowie den Wachstumsbedingungen abhängt.40 Lignin und Hemicel-

lulosen sind über kovalente Bindungen miteinander verknüpft und formen so eine Matrix, die 

durch die Cellulosefasern verstärkt wird (Abbildung 2-4). 

 
Abbildung 2-4: Cellulose, Hemicellulose und Lignin in den Zellwänden von Pflanzen.40 

Cellulose ist der Hauptbestandteil der Lignocellulose. Es ist ein lineares, unverzweigtes Poly-

saccharid, das aus über β(1→4)–verknüpfte D-Glucose-Einheiten besteht. Im Gegensatz dazu 

handelt es sich bei Hemicellulose um Heteropolysaccharide aus verschiedenen Derivaten der 

Furanosen oder Pyranosen.41 

Lignin ist ein phenolisches Makromolekül mit einer komplexen dreidimensional vernetzten 

Struktur aus Phenylpropaneinheiten (C6-C3). Es ist das am häufigsten vorkommende aromati-

sche Biopolymer der Erde, von der Biosphäre werden ca. 150 Mrd. t Lignin pro Jahr syntheti-

siert.42 Lignin trägt zur Festigkeit der Zellwände bei und macht diese resistent gegen Stau-

chung, Einschlag und Biegung.43 Daneben spielt es auch eine Rolle bei der Flüssigkeitsregulie-

rung der Pflanzen, erlaubt den Wassertransport über vertikale Distanzen sogar in hohen Bäu-

men44 und schützt vor biochemischem Stress durch die Hemmung von enzymatischen Abbau-

prozessen anderer Komponenten45. Weitere Aufgaben des Lignins umfassen den Schutz vor 

UV-Licht dank seines aromatischen Charakters sowie gegen mechanisches Eindringen von 

Schädlingen.46 

2.2.1 Struktur und Arten von Ligninen 
Lignin ist ein heterogenes Polymer, das sich hauptsächlich aus drei aromatischen alkoholi-

schen Vorstufen, den sogenannten Monolignolen, zusammensetzt, die sich nur durch unter-

schiedliche Substitutionsmuster der Methoxygruppen am aromatischen Ring voneinander un-

terscheiden. Aus p-Coumaryl-, Coniferyl- und Sinapylalkohol werden während des Lignifizie-

rungsprozesses über radikalische Kupplungsreaktionen die phenolischen Substrukturen p-

Hydroxyphenyl, Guajakol und Syringol gebildet (Abbildung 2-5).47 Daneben gibt es noch eine 

weitere Reihe phenolischer Verbindungen, die bei der Ligninsynthese je nach Pflanzenart eine 
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Rolle spielen können und selbst heute, nach mehreren Jahrzehnten der Ligninforschung, wer-

den immer noch neue Strukturmerkmale gefunden und aufgeklärt.48 

 
Abbildung 2-5: Die Monolignole p-Coumaryl-, Coniferyl- und Sinapylalkohol formen die spezifischen Substruktu-

ren p-Hydroxyphenyl (H), Guajakol (G) und Syringol (S) im Lignin.47 

In welchem Verhältnis die Monolignole im Lignin vorliegen, hängt unter anderem von der 

Pflanzengattung ab: Weichholz-Lignine (Nadelhölzer) bestehen hauptsächlich aus G-Einhei-

ten, Hartholz-Lignine (Laubbäume) aus G- und S-Einheiten, während Gräser und krautige 

Pflanzen aus allen drei Monolignolen aufgebaut sind.49 Vom Monolignolverhältnis hängt auch 

die Verknüpfung der Untereinheiten ab. Im Allgemeinen lassen sich die Bindungstypen in drei 

Klassen einteilen: Etherbindungen (C-O-C) (Abbildung 2-6), Kohlenstoff-Kohlenstoff-Bindun-

gen (C-C) (Abbildung 2-7) und komplexere Strukturen mit mehreren Untereinheiten und Bin-

dungstypen (Abbildung 2-8). Besitzt das Lignin beispielsweise Methoxy-substituierte ortho-

Positionen, kann es nicht an der Bildung von 5-5‘-, β-5‘- oder 4-O-5-Bindungen teilnehmen, 

weswegen Lignine mit einem hohen Anteil an S-Einheiten einen geringeren Anteil dieser Bin-

dungen besitzen als Lignine, die mehrheitlich aus G-Einheiten aufgebaut sind.3 

Außerdem besitzen Lignine eine Vielzahl an funktionellen Gruppen, darunter aliphatische und 

aromatische Hydroxygruppen (-OH), verschiedene Ether (C-O-C) (insbesondere Methoxygrup-

pen (-OCH3)), Carbonyle (Ketone (-C=O) bzw. Aldehyde (-CHO)), Carboxyle (Säuren (-COOH) 

bzw. Ester (-(C=O)-O )) und C=C-Doppelbindungen, aber auch schwefelhaltige Thiole (-SH) je 

nach Extraktionsprozess.50 

  
 

Abbildung 2-6: Etherbindungen (v. l. n. r.): β-Aryl-Ether (β-O-4‘), α-Aryl-Ether (α-O-4‘), Biphenyl-Ether (4-O-5‘).47 
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Abbildung 2-7: Kohlenstoff-Kohlenstoff-Bindungen (v. l. n. r.): 1,2-Diarylpropan (β-1‘), Biphenyl (5-5‘), Resinol 
(β-β‘).47 

 

   

Abbildung 2-8: Komplexere Strukturen (v. l. n. r.): Dibenzodioxocin (α-O-4‘/β-O-4‘/5-5‘), Phenylcoumaran (α-O-
4‘/β-5‘), Spirodienon (β-1‘/β-O-4‘).47 

Das meiste Lignin fällt als Nebenprodukt der Papierindustrie in Form von Kraft-Lignin (KL) oder 

Lignosulfonaten an. Im Kraft- oder Sulfatprozess werden Holzschnitzel in einer stark alkali-

schen Lösung aus Natriumhydroxid (NaOH) und Natriumsulfid (Na2S) bei erhöhter Temperatur 

(ca. 170 °C) unter Druck gekocht, um Lignin und die Hemicellulosen in der Schwarzlauge zu 

lösen und eine möglichst reine Cellulosefraktion zu erhalten.51 Das KL kann anschließend 

durch die Zugabe von z.B. Salz- oder Schwefelsäure aus der Schwarzlauge gefällt werden. Beim 

Sulfitprozess wird das Holz in wässrigem Schwefeldioxid (HSO3
-, SO3

2-) und einer Base (Na+, K+, 

NH4
+, Ca2+, Mg2+) bei 130 – 160 °C aufgeschlossen. Aufgrund des sauren Milieus werden 

hauptsächlich Alkyl-Aryl-Etherbindungen gespalten und es kommt zur Sulfonierung des α-Koh-

lenstoffs.52 Die Lignosulfonate können anschließend ebenfalls aus der Schwarzlauge extrahiert 

werden: sie sind wasserlöslich, besitzen einen hohen Anteil an Verunreinigungen wie Schwefel 

und Zucker (bis zu 30 %) und ein hohes Molekulargewicht.53 Insgesamt beträgt die Menge an 

Lignin, die bei der Zellstoffherstellung extrahiert wird ca. 70 Mio. t pro Jahr, wovon jedoch 

weniger als 2 % aufbereitet und stofflich genutzt werden.54 Der Großteil wird verbrannt, um 

anorganische Chemikalien rückzugewinnen und die Fabrik mit Energie zu versorgen. 

Eine weitere Methode zur Ligningewinnung ist der Organosolv-Prozess, bei dem das Lignin nur 

geringen Modifikationen unterzogen wird.55 Meist werden wässrige organische Lösemittel 

(Ethanol (EtOH), Methanol, Aceton, Polyole, organische Säuren oder cyclische Ether) verwen-

det, um das Organosolv-Lignin (OSL) aus der Biomasse zu extrahieren.56 Als Katalysatoren kön-

nen sowohl Säuren als auch Basen zum Einsatz kommen. OSL besitzt ein geringeres Moleku-

largewicht im Vergleich zum KL oder den Lignosulfonaten und ist schwefelfrei, weswegen 

diese hohe Reinheit es ideal für den direkten Gebrauch macht.3 Es zeigt eine hohe Löslichkeit 

in organischen Lösemitteln und ist praktisch unlöslich in Wasser, da es sehr hydrophob ist. 

Dennoch führen die Hydrophobie und das geringe Molekulargewicht in Kombination mit den 

höheren Kosten der Lösemittel für den Aufschluss dazu, dass der Prozess insgesamt unattrak-

tiver für die Industrie ist und auch der produzierte Zellstoff ist von schlechterer Qualität als 

beim Kraft-Prozess.45, 57 Die bisher existierenden Organosolv-basierten Bioraffinerien befin-
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den sich zum größten Teil noch in der Pilotphase und nur wenige arbeiteten bereits im indus-

triellen Maßstab.56 

Neben dem Sulfat, Sulfit- und Organosolvprozess existiert noch eine Vielzahl weiterer Auf-

schlussverfahren zur Ligningewinnung, darunter der Soda-Aufschluss, die Behandlung der Bio-

masse mit ionischen Flüssigkeiten, das Dampfexplosionsverfahren, die Isolierung von milled 

wood lignin (MWL) sowie verschiedene biologische und enzymatische Verfahren. Diese sind 

in der Literatur gut beschrieben53, 58 und werden hier nicht im Detail erläutert, da sie technisch 

weniger relevant sind und keinen direkten Bezug zu den hier untersuchten Proben haben. 

In dieser Arbeit wird der Organosolv-Aufschluss zur Ligningewinnung aus verschiedenen Low-

Input-Pflanzen genutzt. Im Gegensatz zu anderen Extraktionsprozessen aus Dioxan59 oder io-

nische Flüssigkeiten60, wird dabei umweltfreundliches wässriges EtOH als Lösemittel genutzt. 

In der Literatur sind OSL aus Miscanthus bereits gut beschrieben: untersucht wurden z.B. der 

Einfluss von Lösemittel und Reaktionszeit auf die Ligninausbeute und -struktur61, 62, der Ein-

fluss der Prozessstärke und Vorbehandlungen auf die Struktur von EtOH-OSL63, 64 bzw. auf die 

antioxidativen Eigenschaften des Lignins65, 66, aber auch der Einfluss verschiedener Miscan-

thus-Genotypen, des Erntezeitpunktes der Pflanzen und der verwendeten Pflanzenteile 

(Stamm vs. Blätter)67, 68. Im Gegensatz dazu sind Studien zur Ligninextraktion aus Paulownia 

rar, untersucht wurde z.B. MWL aus Paulownia fortunei69, die Autohydrolyse (AH) mit an-

schließender Soda-Anthrachinon-Delignifizierung70, der Einfluss einer Heißwasser-Extraktion 

von Paulownia auf die Delignifizierung mittels Aceton-Wasser32 und die Formosolv-Vorbe-

handlung zur Fraktionierung von Paulownia in der Bioraffinerie71. Studien zum EtOH-Organo-

solv-Aufschluss von Paulownia beschränken sich bisher auf die Untersuchung des Zellstoffs, 

die Charakterisierung des Lignins fehlt.35 Daten zur Silphie beschränken sich auf die Pflanzen-

zusammensetzung29 und Monolignolanteile (G, H, S) der Biomasse72, aber nicht der isolierten 

Lignine. 

Neben dem Aufschlussprozess selbst kann auch die Vorbehandlung der Biomasse einen Ein-

fluss auf die spätere Ligninstruktur haben. Eine der meistgenutzten Vorbehandlungen ist die 

AH der Biomasse vor dem Organosolv-Aufschluss.73 Dabei wird die Biomasse mit Wasser und 

optional einem Katalysator gemischt und unter Druck in heißem Wasser gekocht, wodurch es 

zu einer Hydrolyse der Acetylgruppen der Hemicellulosen kommt. Durch die Spaltung der Zu-

cker in einem ersten Schritt werden die anschließende Delignifizierung vereinfacht und eine 

höhere Ligninausbeute erzielt, aber auch der Zugang zur Cellulosefraktion verbessert. Aller-

dings kommt es dadurch auch zur Freisetzung von kleinen Mengen an Essigsäure, was den pH-

Wert senkt, und weitere autokatalytische Reaktionen begünstigen kann.74 

Die Extraktion von Lignin ist daher auch immer direkt mit Modifikationen der ursprünglichen 

Struktur verbunden, die während des Aufschlussprozesses oder während der möglichen Vor-

behandlung der Biomasse auftreten können, sodass sich das isolierte Lignin vom nativen Lig-

nin in planta unterscheidet. Bei der Isolierung werden Bindungen innerhalb des Ligninmole-

küls, insbesondere die Etherbindungen, gespalten, was z.B. zu einer Änderung des Molekular-

gewichtes oder dem Anteil an phenolischen Gruppen führt.46, 75 Daneben ist das Ligninpoly-

mer in Pflanzen kovalent mit Polysacchariden, meist Hemicellulosen, vernetzt. Beim Auf-

schlussprozess werden diese Lignin-Kohlenhydrat-Komplexe gespalten.76, 77 Jedes Lignin hat 

daher seine einmaligen chemischen Eigenschaften, die hauptsächlich durch die Quelle der Bio-

masse und den genauen Biosyntheseweg78 sowie die Isolations- bzw. Fraktionierungsme-
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thode, die stark an die Ausbeute bzw. Reinheit des isolierten Lignins geknüpft ist79, bestimmt 

werden. Obwohl die Struktur seit Jahrzehnten untersucht wird, bleiben einige strukturelle De-

tails weiterhin unaufgeklärt.48, 80, 81  

2.2.2 Analytische Methoden zur Strukturaufklärung von Ligninen 
Aufgrund der Heterogenität der Ligninstruktur, die abhängig von vielen verschiedenen Fakto-

ren ist, kommt der Charakterisierung der isolierten Lignine eine zentrale Bedeutung zu. Wich-

tige Parameter sind der Ligningehalt bzw. die Reinheit, die Monomerzusammensetzung, Bin-

dungstypen und funktionelle Gruppen wie Hydroxy- oder Methoxygruppen, sowie die Mole-

kulargewichtsverteilung inklusive Massenmittel der Molmassen (Mw), Zahlenmittel der Mol-

masse (Mn) und Polydispersitätsindex (PDI). Diese Eigenschaften können mit verschiedenen 

Analysenmethoden untersucht werden, wie von Lupoi et al. in einem übersichtlichen Review 

zusammengefasst wurde.82 Hier soll deshalb nur auf die gängigsten Techniken zur Struktur-

aufklärung der Lignin eingegangen werden, mit einem Fokus auf den in dieser Arbeit verwen-

deten Methoden. 

Um das Monolignolverhältnis von Lignin zu bestimmen, kann z.B. die Säurehydrolyse mit an-

schließender Flüssigchromatographie verwendet werden, die allerdings eine zeitaufwändige 

nasschemische Probenvorbereitung beinhaltet. Eine weitere Möglichkeit ist die Pyrolyse-Gas-

chromatographie/Massenspektrometrie (Py-GC/MS), bei der die entstehenden Fragmente je-

doch nicht immer eindeutig einer bestimmten Substruktur des Lignins zugeordnet werden 

können. Aufgrund dieser Nachteile wird meist auf spektroskopische Methoden wie die Fou-

rier-Transform-Infrarot- (FTIR) Spektroskopie oder die Kernspinresonanz- (NMR, nuclear mag-

netic resonance) Spektroskopie zurückgegriffen. Die FTIR-Spektroskopie wird hauptsächlich 

genutzt, um verschiedene funktionelle Gruppen im Lignin zu identifizieren. Da bestimmte 

Schwingungen aber auch einem spezifischen Monolignol zugeordnet werden können, lässt 

sich das S/G-Verhältnis semiquantitativ über die relativen Intensitäten dieser Banden bestim-

men.83 Deutlich häufiger wird das S/G Verhältnis mithilfe der 13C – 1H HSQC (heteronuclear 

single-quantum coherence) NMR bestimmt: die Zuordnung der Crosspeaks ist in der Regel ein-

deutig, außerdem können neben den Monolignolen auch die verschiedenen Bindungstypen 

analysiert werden.77 Dennoch sollten auch die Ergebnisse der quantitativen 2D NMR mit einer 

gewissen Vorsicht betrachtet werden: auch wenn die HSQC NMR eine gute Auflösung der ver-

schiedenen Strukturelemente im Lignin in einzelne Signale erlaubt, besteht nur ein semiquan-

titativer Zusammenhang zwischen der Signalintensität und der Anzahl an funktionellen Grup-

pen in der Probe.84, 85 

Die Art und Anzahl der funktionellen Gruppen kann mithilfe nasschemischer Methoden be-

stimmt werden, beispielsweise über den Folin-Ciocalteu- (FC) Assay zur Ermittlung des Ge-

samtphenolgehaltes (TPC, total phenol content)86 oder eine potentiometrische Titration mit 

Tetrabutylammoniumhydroxid für die phenolischen Hydroxy- sowie Carboxygruppen74. Auch 

hier wird jedoch in den meisten Fällen auf spektroskopische Methoden, insbesondere die 1H- 

oder 31P-NMR zurückgegriffen.87 

Die Molekulargewichtsverteilung von Ligninen wird üblicherweise mit der Gelpermeations-

chromatographie (GPC) bestimmt. Trotzdem sind die Ergebnisse in den meisten Fällen nicht 

direkt vergleichbar, da viele Faktoren einen Einfluss auf das Ergebnis haben. Dazu gehören 

u. a. die verwendete Säule, das Lösemittel (NaOH, Dimethylsulfoxid (DMSO), Tetrahydrofuran 
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(THF)) und der Detektor (ultraviolett (UV), Refraktionsindex (RI)), Lichtstreuung), aber auch ob 

eine vorherige Acetylierung der Lignine zur Steigerung der Löslichkeit in unpolaren Lösemit-

teln stattgefunden hat.88, 89 Außerdem sind keine Lignin-Standards zur Kalibrierung verfügbar, 

sodass in der Regel gegen Polystyrol oder Polymethylmethacrylat (PMMA) gemessen wird, 

was lediglich zu relativen Ergebnissen statt absoluten Molekulargewichten führt.90 Neben der 

zeitaufwändigen Chromatographie gibt es zudem einen ersten Ansatz von Burger et al. zur 

Korrelation des Molekulargewichtes von Ligninen mit simpler 1H-NMR in Kombination mit 

multivariater Datenanalyse.91  

Insgesamt ist das Potential konventioneller univariater Methoden (z.B. FTIR, NMR) zur Struk-

turaufklärung von komplexen 3D-Molekülen wie dem Lignin aufgrund der starken Überlap-

pung der spektralen Banden stark limitiert. Abhilfe schaffen können chemometrische Metho-

den, die ein vielseitiges und effizientes Tool zur Datenverarbeitung, -analyse und -interpreta-

tion darstellen, insbesondere um natürliche Stoffe wie LCF oder Lignine zu klassifizieren.92, 93 

Meistens werden dabei FTIR und (HSQC) NMR mit multivariater Datenanalyse kombiniert, um 

Lignine anhand ihres botanischen Ursprungs zu klassifizieren und/oder Struktur-Eigenschafts-

Beziehungen zu entwickeln, z.B. zwischen dem aliphatischen und aromatischen Hydroxyge-

halt, der Monomerzusammensetzung oder den antioxidativen Eigenschaften94, die essenziell 

für die zukünftige Anwendung der Lignine sind. 

2.2.3 Lignin als Antioxidans 
Antioxidantien sind klassischerweise als Substanzen definiert, die in der Lage sind, uner-

wünschte Oxidationsreaktionen zu verhindern oder zu verzögern, indem sie freie Radikale ab-

fangen, Wasserstoffatome abgeben, Metallionen per Chelatkomplex binden und/oder radika-

lische Kettenreaktionen abbrechen.95 Aus diesem Grund spielen sie eine wichtige Rolle bei der 

menschlichen Gesundheit und können Krankheiten, die auf oxidativen Stress zurückzuführen 

sind, wie Bluthochdruck, neurodegenerative Erkrankungen oder Krebs, positiv beeinflussen 

oder gar verhindern.96 Die Untersuchung der antioxidativen Eigenschaften einer Substanz ist 

sehr komplex, da es keine einzelne Methode gibt, die in der Lage ist, alle natürlichen Reaktio-

nen, die in vivo ablaufen, vollständig abzubilden.97 Es gibt zahlreiche Faktoren, die die Wirk-

samkeit eines Antioxidans beeinflussen, die wichtigsten sind seine 3D-Struktur, die Konzen-

tration und intrinsische Reaktivität des Antioxidans gegenüber freien Radikalen oder anderen 

reaktiven Sauerstoffspezies, sowie die Anzahl an Radikalen, die pro Antioxidans-Molekül 

neutralisiert werden kann. Daneben üben auch die Temperatur und Kinetik der beteiligten 

Redoxreaktionen einen Einfluss auf die Potenz des Antioxidans aus. All diese Faktoren müssen 

berücksichtigt werden, wenn ein geeignetes Antioxidans für eine spezielle Anwendung ge-

sucht wird.98, 99 Abhängig von der Auswertemethode des jeweiligen Assays kann zwischen der 

antioxidativen Aktivität als Reaktionsgeschwindigkeit der chemischen Oxidation (Reaktionski-

netik) und der antioxidativen Kapazität als Umwandlungseffizienz (Stöchiometrie der Reak-

tion) unterschieden werden.96, 100 

Einsatz finden Antioxidantien z.B. als Konservierungsstoffe in verschiedenen Produkten wie 

Fetten, Ölen oder Seifen, um deren Haltbarkeit zu verlängern, sowie in Gummi oder anderen 

Polymeren, um die Alterung der Materialien zu verzögern.101 In Lebensmitteln können sie zu-

dem den Verlust der Farbe, des Geschmacks bzw. des Vitamingehaltes verhindern.102 Antioxi-

dative Polymere wie das Lignin bieten dabei ein neues Feld von großem Interesse für Forscher 
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in vielen Industriebereichen und der Landwirtschaft. Aufgrund seiner vernetzten 3D-Struktur 

und der Widerstandsfähigkeit gegen enzymatische Abbaureaktionen besitzt Lignin eine hö-

here thermische und biologische Beständigkeit als niedermolekulare Antioxidantien und kann 

so in Bereichen angewandt werden, in denen der Einsatz kleinerer Moleküle ineffizient wäre 

aufgrund ihrer höheren Diffusionsraten.103 Zudem sind manche kommerzielle Antioxidantien 

wie Butylhydroxytoluen oder Butylhydroxyanisol selbst in kleinen Konzentrationen cytoto-

xisch und/oder karzinogen, wie bereits in in vivo-Studien untersucht wurde.5, 104 Azadfar et al. 

konnten zeigen, dass Lignin das Potential hat, als Ausgangsstoff für Antioxidantien wie Gua-

jakol oder 4-Vinylguajakol zu dienen, deren antioxidative Aktivität vergleichbar mit der kom-

merzieller Antioxidantien ist.105  

Mit wenigen Ausnahmen, wie den Carotinoiden, handelt es sich bei den meisten Antioxidan-

tien um Phenole bzw. Phenol-Derivate.106 Natürliche Polyphenole wie Lignin, das häufigste in 

der Natur vorkommende Polyphenol, finden sich hauptsächlich in Pflanzen und besitzen meh-

rere Hydroxygruppen in ihrer aromatischen Struktur.107 Aufgrund der Notwendigkeit fossilba-

sierte Ressourcen zu substituieren, gewinnen solch natürliche Antioxidantien heutzutage eine 

immer größer werdende Aufmerksamkeit.86 Die antioxidative Eigenschaft des Lignins lässt sich 

vor allem mit den vielen phenolischen Hydroxygruppen erklären, deren Anzahl während des 

Delignifizierungsprozesses durch die Spaltung der Etherbindungen noch einmal gesteigert 

wird.108 Wegen der strukturellen Komplexität des Lignins ist es allerdings schwierig, die anti-

oxidativen Eigenschaften spezifischen Strukturen zuzuordnen, im Gegensatz zu chemisch de-

finierten Polyphenolen wie Tanninen oder Flavonoiden.109 Studien an Lignin-Modellverbin-

dungen geben jedoch Hinweise darauf, dass Methoxygruppen in ortho-Position der phenoli-

schen Hydroxygruppe sowie nicht substituierte Alkylgruppen die antioxidative Kapazität posi-

tiv beeinflussen können.108 Einen negativen Einfluss haben dagegen konjugierte Car-

bonylgruppen109, ein hoher Sauerstoffgehalt in der Seitenkette des Lignins110 und ein hohes 

Molekulargewicht sowie eine hohe Polydispersität111. Außerdem kann die antioxidative Akti-

vität durch das Vorhandensein von polaren Molekülen wie z.B. Polysacchariden herabgesetzt 

werden, indem diese mit den freien phenolischen Hydroxygruppen des Lignins über Wasser-

stoffbrücken wechselwirken.112 Insgesamt ist die Wirkung des Lignins und somit seine Anwen-

dung als Antioxidans also von verschiedenen Faktoren abhängig. Zur Charakterisierung der 

antioxidativen Eigenschaften existiert eine Vielzahl unterschiedlicher Assays, auf die im fol-

genden Kapitel 2.2.4 genauer eingegangen wird. 

2.2.4 Assays zur Bestimmung der antioxidativen Eigenschaften 
Um antioxidative Assays zu klassifizieren, gibt es unterschiedliche Möglichkeiten. Eine davon 

basiert auf dem Mechanismus der zugrundeliegenden Reaktion, der grob in zwei Kategorien 

aufgeteilt werden kann101:  

(i) Ein-Elektronentransfer (single electron transfer, SET): 

ROO⋅ + A–H  →  ROO– + A–H⋅+ 

 

(ii) Wasserstoff- bzw. Protonentransfer (hydrogen atom transfer, HAT): 

ROO⋅ + A–H  →  ROO–H + A⋅ 

Meist läuft ein Assay jedoch nicht nur nach einem der beiden Mechanismen ab, sondern es 

finden, abhängig von den Reaktionsbedingungen wie Temperatur, pH-Wert oder Konzentra- 
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tion der Reaktanden, komplexere Reaktionen statt. Beispiele hierfür sind der gemischte 

HAT/SET, der schrittweise SET/HAT, der gemeinsame SET/HAT oder der sequenzielle Proto-

nenverlust–Elektronentransfer.113  

Eine andere Möglichkeit der Klassifizierung erfolgt anhand der Reaktionsmethodik98: 

(i) Assays auf zellulärer Ebene (in vivo) 

(ii) Assays auf chemischer Basis (in vitro), z.B. durch: 

− das Abfangen freier Radikale (2,2-Diphenyl-1-pikryl-hydrazyl (DPPH), 2,2′-

Azino-di(3-ethylbenzthiazolin-6-sulfonsäure (ABTS)) 

− die Reduktion von Metallionen (ferric ion reducing antioxidant potential 

(FRAP), cupric ion reducing antioxidant capacity (CUPRAC), Folin-Ciocalteu (FC)) 

− kompetitive Methoden (oxygen radical absorbance capacity (ORAC), total reac-

tive antioxidant potential (TRAP)) 

In der Literatur findet sich eine Vielzahl an Artikeln, die sich mit den Vor- und Nachteilen der 

Assays auseinandersetzt99, 114, die jeweilige Reaktionskinetik diskutiert101, 115–118, in vitro- und 

in vivo-Methoden gegenüberstellt98, 119 oder die Anwendungen von Antioxidantien, z.B. in Le-

bensmitteln120 oder Verpackungen121 betrachtet. Auch zum Einsatz von Lignin als Antioxi-

dans86, 104 finden sich verschiedene Übersichtsarbeiten, sowie zur Nutzung von Ligninen in der 

Biomedizin5, darunter im Tissue-Engineering122. 

Aus diesem Grund werden im Folgenden nur die vier in dieser Arbeit genutzten Assays im 

Detail vorgestellt: der DPPH-, ABTS-, FRAP- und FC-Assay sind in Tabelle 2-1 genauer spezifi-

ziert. Die Auswahl der Assays erfolgte aufgrund ihrer Anwendungshäufigkeit bei der Lignincha-

rakterisierung. Alle vier sind einfache Methoden, die einen hohen Durchsatz erlauben und 

kein spezielles Equipment benötigen. Die Messung erfolgt nach einer festgelegten Reaktions-

zeit zwischen 12 – 30 Minuten, wobei die Reaktivität stark vom Probentyp abhängt. 

Tabelle 2-1: Vergleich der in dieser Studie genutzten Antioxidanz-Assays.123 
 

DPPH ABTS FRAP FC 

Prinzip der 
Methode 

Reaktion mit ei-
nem organischen 
Radikal 

Reaktion mit ei-
nem organischen 
Radikalkation 

Reaktion mit ei-
nem Fe3+-Komplex 

Reaktion mit ei-
nem Mo6+-Kom-
plex 

Reaktions-
mechanismus 

HAT & SET HAT & SET SET SET 

Endprodukt-
bestimmung 

Kolorimetrie 
(Entfärbung) bei 
518 nm 

Kolorimetrie 
(Entfärbung) bei 
734 nm 

Kolorimetrie 
(Farbentwicklung)  
bei 593 nm 

Kolorimetrie 
(Farbentwicklung)  
bei 750 nm 

pH-Bereich 5 – 9 3 – 9  3,6 ≈ 10 

Polarität der 
Antioxidan-
tien 

hydrophob (nur in 
organischen Löse-
mitteln) 

hydrophil & lipo-
phil 

hydrophil (nur in 
wässriger Lösung) 

hydrophil 

Die mit Abstand am häufigsten genutzten Assays zur Untersuchung von Ligninen sind der 

DPPH- und der ABTS-Assay.123 Beide sind nach dem jeweiligen Radikal benannt, welches ge-

nutzt wird, um die antioxidative Kapazität zu bestimmen (Abbildung 2-9). Da es sich bei beiden 

um artifizielle und nicht-physiologisch relevante Radikale handelt, können nur direkte Reakti-

onen des Radikals mit dem zu untersuchenden Antioxidans gemessen werden.114 Eine weitere 

Gemeinsamkeit beider Assays ist, dass sie sich nicht eindeutig dem SET- oder HAT-
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Mechanismus zuordnen lassen, sondern auf einem komplexeren Reaktionsmechanismus be-

ruhen, bei dem beide Mechanismen in unterschiedlichen Anteilen ablaufen, abhängig von der 

Konzentration und Struktur der Probe, des Lösemittels und des pH-Wertes. Im Allgemeinen 

erfolgt der Elektronentransfer sehr schnell, während der Protonentransfer vergleichbar lang-

sam abläuft. Dieser initiale Elektronentransfer ist aufgrund der sterischen Hinderung des 

DPPH-Radikals, das nur schwer zugänglich für Phenole ist, beim ABTS-Assay viel schneller.124  

  
Abbildung 2-9: Strukturformeln des DPPH-Radikals (links) sowie des ABTS-Radikalkations (rechts). 

Ein Vorteil des DPPH-Assays ist, dass es sich beim DPPH um ein freies stabiles Radikal handelt, 

das nicht erst erzeugt werden muss. Es besitzt eine intensive violette Färbung mit einem Ab-

sorptionsmaximum bei ca. 513 – 528 nm. Reagiert es mit einem Antioxidans, nimmt es eine 

blassgelbe Farbe an, sodass die Reaktion photometrisch beobachtet werden kann.125 Aller-

dings ist das DPPH-Radikal gegenüber der Reaktionsumgebung sehr empfindlich, was dazu 

führt, dass sich die Absorption auch aufgrund von z.B. der Temperatur oder den Lichtverhält-

nissen ändern kann.124 Daher sollte stets auf einheitliche Messbedingungen geachtet werden, 

um die Ergebnisse nicht zu verfälschen. Zur Auswertung des Assays lässt sich aus der Abnahme 

der Absorption zum einen die Inhibition des DPPH-Radikals in % bestimmen, sowie als Gegen-

stück dazu die Aktivität als Radikalfänger (radical scavenging activity, RSA)) in % berechnen. 

Eine andere Möglichkeit ist die Berechnung der mittleren inhibitorischen Konzentration (IC50, 

half maximal inhibitory concentration), die definiert ist als die Konzentration eines Antioxi-

dans, die benötigt wird, um die ursprüngliche Radikal-Konzentration um 50 % zu reduzieren.99 

Da hierbei für jede untersuchte Probe eine eigene Konzentrationsreihe vermessen werden 

muss, ist dieses Vorgehen sehr zeitaufwendig. Einfacher ist die Messung einer Konzentrati-

onsreihe mit Trolox, einem Vitamin E-Derivat, als Standard, anhand derer die Trolox equivalent 

antixodant capacity (TEAC) bestimmt werden kann. 

Im Gegensatz zum DPPH-Radikal muss das ABTS-Radikalkation vor Beginn des Assays jeweils 

frisch erzeugt werden. Die meistgenutzte Methode zur Herstellung des ABTS⋅+ ist die Reaktion 

von ABTS mit Ammonium- oder Kaliumperoxodisulfat ((NH4)2S2O3 oder K2S2O3). Die Oxidation 

dauert ca. 12 – 16 h, anschließend wird die Lösung auf eine Absorption von ca. 0,70 bei 

734 nm verdünnt.114 Die ABTS⋅+-Lösung besitzt eine dunkelgrüne Färbung, die nach der Reak-

tion mit einem Antioxidans abnimmt, sodass auch hier eine photometrische Bestimmung 

möglich ist und aus der Absorptionsdifferenz die antioxidative Kapazität berechnet werden 

kann, analog zum DPPH-Assay. Da die Ergebnisse häufig als TEAC angegeben werden, ist in der 

Literatur die Bezeichnung als TEAC-Assay etabliert126, wird hier jedoch nicht verwendet, da 

auch der DPPH- oder FRAP-Assay nach dieser Methode ausgewertet werden können. Vorteile 

des ABTS-Assays sind seine geringe Anfälligkeit für Interferenzen von gefärbten Proben auf-

grund der hohen Messwellenlänge, eine höhere Reaktivität und Sensitivität verglichen mit 

dem DPPH-Radikal, sowie die Anwendung in organischen und wässrigen Lösemitteln in einem 

weiten pH-Bereich.127, 128 
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Die anderen beiden verwendeten Assays sind der FRAP- und der FC-Assay, basierend auf dem 

SET-Mechanismus. Beide sind simple, schnelle und günstige Methoden mit einer guten Repro-

duzierbarkeit.99 Beim FRAP-Assay werden Eisen-lll-Ionen (Fe3+) in Gegenwart eines Antioxi-

dans zu Eisen-ll-Ionen (Fe2+) reduziert. Das FRAP-Reagenz muss dabei arbeitstäglich frisch an-

gesetzt werden und besteht aus 2,4,6-Tri(2-Pyridyl)-1,3,5-Triazin (TPTZ), Eisen-(lll)-chlorid und 

einem Acetatpuffer. Der entstehende Fe3+-TPTZ-Komplex (Abbildung 2-10) hat eine blassgelbe 

Farbe, die bei der Reduktion zu Fe2+-TPTZ in blau umschlägt, was anhand der zunehmenden 

Absorption bei 593 nm photometrisch gemessen werden kann.116 Die Ergebnisse des FRAP-

Assays werden typischerweise als Fe2+-Äquivalente angegeben, indem eine Eisensulfat-Lösung 

(FeSO4) als Standard vermessen wird. Zur besseren Vergleichbarkeit mit dem DPPH- und ABTS-

Assay kann die Auswertung auch hier als TEAC-Wert erfolgen. Vorteile des FRAP-Assays sind 

eine hohe Sensitivität und Präzision sowie eine gute Robustheit. Zudem ist das Reagenz relativ 

stabil und besitzt eine geringe Toxizität. Nachteilig ist, dass nur in wässriger Lösung bei gerin-

gem pH-Wert, also bei nicht physiologischen Messbedingungen, gearbeitet werden kann.129 

 
Abbildung 2-10: Fe3+-TPTZ-Komplex. 

Der FC-Assay wurde ursprünglich für die Bestimmung von Tyrosin in Proteinen entwickelt130, 

wird allerdings seit Jahren genutzt, um den TPC einer Probe zu bestimmen. Da der grundle-

gende Mechanismus eine Redoxreaktion ist und nicht nur Phenole, sondern alle oxidierbaren 

Gruppen mit dem Reagenz reagieren, kann er jedoch auch als Methode zur Messung der An-

tioxidanz angesehen werden.115 Das verwendete Reagenz ist kommerziell erhältlich und be-

steht aus einer Mischung aus Wolframat- und Molybdatanionen, die in einer Mischung aus 

Phosphor- und Salzsäure gelöst sind.116 Bei der Reaktion mit einem Antioxidans im basischen 

Medium wird Mo6+ zu Mo5+ reduziert, wodurch es zu einem Farbumschlag von gelb zu blau 

kommt, der photometrisch in einem Wellenlängenbereich von 745 – 765 nm bestimmt wer-

den kann.86 Die Auswertung erfolgt meist über eine Kalibriergerade mit Gallussäure, sodass 

die Ergebnisse als Gallussäure-Äquivalente (GAE, gallic acid equivalents) angegeben oder in 

den TPC umgerechnet werden können. Da neben den Phenolen aber alle oxidierbaren Grup-

pen mit dem Reagenz reagieren, ist es eher eine Messung der Reduktionskapazität, die direkt 

mit dem Phenolgehalt und der antioxidativen Kapazität korreliert.114 Vorteile des FC-Assays 

sind das kommerziell erhältliche Reagenz und die hohe Messwellenlänge, wodurch Interfe-

renzen mit farbigen Probenmatrices minimiert werden. Um aussagekräftige Ergebnisse zu er-

halten, müssen pH-Wert sowie Reaktionszeit und -temperatur für die Farbentwicklung korrekt 

eingehalten werden.99, 131  

Aufgrund spezifischer Vor- und Nachteile sowie unterschiedlicher Reaktionsmechanismen 

bzw. Messbedingungen kann jeder Assay für sich nur einen Teilaspekt der gesamten antioxi-

dativen Kapazität einer Probe abbilden, was speziell für komplexe Proben wie 3D-Polymere 
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gilt, deren Antioxidanz von vielen verschiedenen Strukturmerkmalen abhängt, wie in Kapi-

tel 2.2.3 erläutert wurde. Zwar gibt es Studien, die bis zu drei verschiedene Assays zur Bestim-

mung der antioxidativen Kapazität genutzt haben132, 133, sowie Reviews zur Untersuchung des 

Einflusses der Isolationsmethode und verschiedener Vor- oder Nachbehandlungen auf die an-

tioxidativen Eigenschaften von Ligninen86, 104, aber auch die Betrachtung der Ergebnisse mit 

geeigneten statistischen Methoden ist wichtig, um die Ergebnisse, die aus verschiedenen As-

says gewonnen werden, synergetisch in einen angemessenen Kontext zu bringen. Um belast-

bare Aussagen darüber treffen zu können, inwieweit die vier Assays für die Charakterisierung 

von Ligninen geeignet sind, wurden Reproduzierbarkeit und Sensitivität mithilfe von Stan-

dardsubstanzen untersucht sowie die Korrelationen der antioxidativen Kapazitäten der Lig-

nine zwischen den Assays betrachtet.123 Auf Grundlage dieser Ergebnisse eignen sich alle vier 

Assays für die Ligninanalytik und werden zur Charakterisierung der in dieser Arbeit isolierten 

Lignine herangezogen.  
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II Materialien und Methoden 

3. Verwendete Geräte und Chemikalien 
Im Folgenden sind alle Geräte (Tabelle 3-1) und Chemikalien (Tabelle 3-2) aufgeführt, die für 

die selbst durchgeführten Analysen zur Anfertigung dieser Arbeit benötigt wurden. Details zu 

den extern durchgeführten Messungen finden sich in den jeweiligen Unterkapiteln in Kapi-

tel 4. 

Tabelle 3-1: Verwendete Geräte. 

Gerät Hersteller Modell Software 

Analysenwaage Sartorius PRACTUM224-1S - 

FT-IR-Spektrometer Jasco FT/IR 410 Spectra Manager for Win-

dows 95/NT (Version 

1.53.05) 

Gelpermeations- 

chromatograph 

PSS SECcurity GPC System, 

Agilent 1260 Infinity 

PSS WinGPC UniChrom®  

Messung: V 8.2.1 

Auswertung: V 8.33 

Gefriertrocknung Christ ALPHA 2-4 LDplus -  

Kugelmühle Fritsch Pulverisette 6 - 

NMR-Spektrometer Bruker Avance III 600 MHz TopSpin 4.2.0 

Presse, hydraulisch Graseby Specac Atlas, 15T - 

Siebturm Retsch AS200 basic - 

Tischreaktor Parr Instru-

ments 

4523HP Reaktor, 

4848 Reaktor Regler 

SpecView 2.5 

Trockenschrank Memmert UF 110 - 

UV-Vis-Spektrometer Hach Lange DR6000 - 

Ultraschallbad Bandelin SONOREX - 

Zentrifuge Hettich Rotina 420 - 

 

Tabelle 3-2: Verwendete Chemikalien. 

Reagenz Summenfor-

mel 

CAS Hersteller Qualität Gehalt 

ABTS-Diammoni-

umsalz 

C18H24N6O6S4 30931-67-0 Alfa Aesar -  98 % 

1,4-Dioxan C4H8O2 123-91-1 Roth zur Analyse, 

ACS, ISO 

≥ 99,5 % 

DMSO C2H6OS 67-68-5 VWR zur Analyse ≥ 99,5 % 

DMSO-d6, mit 0,03% 

(v/v) Tetramethylsilan 

C2D6OS 2206-27-1 Eurisotop für die NMR-

Spektroskopie 

99,80 % 

DPPH, freies Radikal C₁₈H₁₂N₅O₆ 1898-66-4 Alfa Aesar - 95 % 



3. Verwendete Geräte und Chemikalien 

25 

Eisen-(lll)-chlorid 

Hexahydrat 

FeCl3 ⋅ 6 H2O 10025-77-1 Merck zur Analyse, 

ACS, Reag. Ph. 

Eur. 

≤ 100 % 

Eisessig C2H4O2 64-19-7 VWR ACS, Reag. Ph. 

Eur. 

99,8 –  

100,5% 

Ethanol absolut C2H5OH 64-17-5 VWR technisch ≥ 99,5 % 

Folin-Ciocalteus 

Phenolreagenz 

- - Merck Gemisch - 

Gallussäure 

(wasserfrei) 

C7H6O5 149-91-7 Merck zur Synthese ≥ 98 % 

Indulin AT 

(Lignin, alkalisch) 

C30H25CIN6 8068-05-1 S3-chemi-

cals 

- - 

Kaliumbromid KBr 7758-02-3 Merck zur Analyse - 

Kaliumperoxodisulfat K2O8S2 7727-21-1 Merck zur Analyse, 

ACS, Reag. Ph. 

Eur. 

≥ 99,0 % 

Natriumacetat 

Trihydrat 

C2H3NaO2 
⋅ 3 H2O 

6131-90-4 VWR  AnalaR NOR-

MAPUR® ACS, 

Reag. Ph. Eur. 

99,0 –  

101,0 % 

Natriumbenzol- 

sulfonat 

C6H5NaO3S 515-42-4 Sigma 

Aldrich 

- 97 % 

Natriumcarbonat 

(wasserfrei) 

Na2CO3 497-19-8 Roth zur Analyse, 

ACS, wasser-

frei 

≥ 99,5 % 

Natriumhydroxid NaOH 1310-73-2 Merck zur Analyse, 

EMSURE® ISO 

≥ 99 % 

Natriumpolystyrol-

sulfonat 

[C8H7O3NaS]n 28210-41-5 PSS Standards für 

GPC (891 Da - 

976 kDa) 

- 

Salzsäure HCl 7647-01-0 Roth technisch 37 % 

Schwarzlauge - - Zellstoff- & 

Papierfabrik 

Rosenthal 

- - 

TPTZ (2,4,6-Tri(2-

pyridyl)-1,3,5-triazin) 

C₁₈H₁₂N₆ 3682-35-7 Thermo 

Scientific 

- 99 % 

Trolox® (6-Hydroxy-

2,5,7,8-tetramethyl-

chroman-2-carbon-

säure) 

C14H18O4 53188-07-1 Acros  

Organics 

- 97 % 
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4. Experimentelle Arbeiten 

4.1 Aufbereitung und Charakterisierung der Biomasse 
Bei den in dieser Arbeit zur Ligningewinnung genutzten Rohstoffe handelt es sich um die drei 

Low-Input-Pflanzen Miscanthus x giganteus, Paulownia tomentosa und Silphium perfoliatum, 

die am Campus Klein-Altendorf (CKA; Außenlabore der Landwirtschaftlichen Fakultät der Uni-

versität Bonn) angebaut, geerntet und vorab zerkleinert wurden, sowie um die von der LXP 

Group (Teltow) zur Verfügung gestellten und als Referenz genutzten Biomassen Buchenholz 

und Weizenstroh. Um den Einfluss verschiedener Partikelgrößen der Biomassen auf das iso-

lierte Lignin zu untersuchen, wurden diese mithilfe eines Siebturms und Analysensieben in 

kleinere Fraktionen unterteilt. Wenn nötig, wurden die größeren Fraktionen in der Kugel-

mühle bei 330 rpm für je 10 min weiter zerkleinert. Die Biomassen inkl. der jeweiligen Aufbe-

reitung durch CKA bzw. LXP und der Siebfraktionen, die für die Aufschlüsse genutzt wurden, 

sind in Tabelle 4-1 zusammengefasst.  

Tabelle 4-1: Zur Ligninisolation verwendete Biomassen. 

Biomasse Art Bereitgestellt 

durch 

Aufbereitung durch 

CKA/LXP Group 

Siebfraktionen für  

Aufschluss 

Miscanthus x 

giganteus 

Gras CKA Kollermühle* 

> 1,5 mm; < 0,25 mm 

1,6 – 2 mm 

0,5 – 1 mm 

< 0,25 mm 

Paulownia 

tomentosa 

Holz CKA Hammermühle* 

> 0,75 mm; < 0,25 mm 

1,6 – 2 mm 

0,5 – 1 mm 

< 0,25 mm 

Silphium 

perfoliatum 

Kraut CKA Schneidmühle* 

< 1 mm 

0,5 – 1 mm 

Buchenholz Holz LXP Group < 4 mm 0,5 – 2 mm 

Weizenstroh Gras LXP Group < 2 mm 0,5 – 2 mm 

* Die zur Zerkleinerung genutzten Mühlen variieren aufgrund der unterschiedlichen Beschaffenheit der Biomas-

sen. 

4.1.1 Autohydrolyse 

Für die Autohydrolyse (AH) wurde Miscanthus der Siebfraktion 0,5 – 1 mm verwendet. Dieser 

wurde im Tischreaktor mit dest. Wasser mit einem Feststoff-zu-Flüssigkeits-Verhältnis von 

1:10 gemischt, auf die jeweilige Temperatur (120 °C; 150 °C; 180 °C) erhitzt, diese für 1 h ge-

halten und anschließend auf Raumtemperatur abgekühlt. Danach wurde der Miscanthus va-

kuumfiltriert, getrocknet und als Ausgangsmaterial für die Organosolv-Aufschlüsse genutzt. 

4.1.2 Chemische Zusammensetzung der Biomasse 
Die Zusammensetzung der Biomassen wurde angelehnt an sogenannte laboratory analytical 

procedures, veröffentlicht vom National Renewable Energy Laboratory (NREL), analysiert. Im 

Detail wurde dabei nach den Vorschriften NREL/TP-510-42621 (Determination of Total Solids 

in Biomass and Total Dissolved Solids in Liquid Process Samples)134, NREL/TP-510-42622 (De-

termination of Ash in Biomass)135, und NREL/TP-510-42618 (Determination of Structural Car-

bohydrates and Lignin in Biomass)136 gearbeitet.
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Die Analysen wurden extern von der LXP Group (Vergleich der unbehandelten Biomassen, 

siehe Kapitel 5.1) mithilfe eines HPLC–RI Systems (ABOA SugarSep-H(III) (8 x 300 mm) von Ap-

pliChrom) und dem Wood K Plus – Kompetenzzentrum Holz (Vergleich der autohydrolysierten 

und aufgeschlossenen Biomassen, siehe Kapitel 7.1) mit einer HPAEC–PAD (Dionex CarboPac 

PA1 (2 x 250 mm) von Thermo Scientific) durchgeführt. 

4.2 Isolierung und strukturelle Charakterisierung der Lignine 

4.2.1 Organosolv-Aufschluss 
Der Organosolv-Aufschluss wurde in einem 970 mL Edelstahl-Rührreaktor der Firma Parr In-

struments durchgeführt und über die Software SpecView gesteuert. Um statistisch belastbare 

Aussagen treffen zu können, wurden alle Aufschlüsse in dreifacher Wiederholung durchge-

führt. Eine Übersicht aller isolierten Lignine ist in Tabelle 4-2 gegeben. 

Tabelle 4-2: Übersicht der isolierten Lignine inkl. Probenkürzel und Aufschlussbedingungen. 

 Proben-

kürzel 

Biomasse Partikelgröße 

der Biomasse 

Aufschluss 

Einfluss der Biomasse 

(Kapitel 5) 

ML2* Miscanthus 0,5 – 1,0 mm Standard 

SL Silphie 0,5 – 1,0 mm 

WL Weizenstroh 0,5 – 2,0 mm 

PL2* Paulownia 0,5 – 1,0 mm 

BL Buchenholz 0,5 – 2,0 mm 

Einfluss der Partikel-

größe der Biomasse 

(Kapitel 6) 

ML1 Miscanthus 1,6 – 2,0 mm Standard 

ML2* 0,5 – 1,0 mm 

ML3 < 0,25 mm 

PL1 Paulownia 1,6 – 2,0 mm 

PL2* 0,5 – 1,0 mm 

PL3 < 0,25 mm 

Einfluss des Auf-

schlussprozesses 

(Kapitel 7) 

ML2* Miscanthus 0,5 – 1,0 mm Standard 

ML4 Aufschlussdauer: 180 min 

ML5 Aufschlussdauer: 180 min 

EtOH-Konzentration: 60 % 

MA120 Standard, nach AH 120 °C 

MA150 Standard, nach AH 150 °C 

MA180 Standard, nach AH 180 °C 

* ML2 und PL2 sind mehrfach gelistet, da sie für mehrere Vergleiche herangezogen werden. Es handelt sich je-

weils um dieselben Proben. 

Um den Einfluss der Biomasse und den Einfluss der Partikelgröße auf das isolierte Lignin zu 

untersuchen, wurde der nachfolgende „Standardaufschluss“ durchgeführt und nicht variiert. 

Biomasse und wässriges Ethanol (EtOH, 80 % ν+ν) wurden mit einem Feststoff-zu-Flüssigkeits-

Verhältnis von 1:8 gemischt, unter kontinuierlichem Rühren bei 700 rpm auf 170 °C erhitzt 

und bei dieser Temperatur für 90 min gehalten. Nach Abkühlung des Reaktors wurde das Ge-

misch vakuumfiltriert und fünf Mal mit je 50 mL EtOH (80% v+v) gewaschen. Um das Organo-

solv-Lignin (OSL) auszufällen, wurden Filtrat und Waschlösung mit der dreifachen Menge dest. 
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Wasser versetzt und auf einen pH-Wert von etwa 2 angesäuert (5 mL HCl (4 M) pro 1 L Sus-

pension). Der sich absetzende Feststoff wurde durch Zentrifugation (3200 rpm) abgetrennt, 

drei weitere Male mit einer Lösung von 5 mL HCl (4 M) auf 1 L dest. Wasser gewaschen, 

bei -18°C eingefroren und für mind. 72 h gefriergetrocknet. 

Um den Einfluss des Aufschlussprozesses zu untersuchen, wurde Miscanthus mit einer Parti-

kelgröße von 0,5 – 1 mm verwendet. Das Vorgehen gleicht dem Standardaufschluss, allerdings 

wurden die Aufschlussdauer (M4) sowie zusätzlich die Lösemittelkonzentration (M5) variiert. 

Der Einfluss der vorherigen AH wurde untersucht, indem die bei den jeweiligen Temperaturen 

autohydrolysierten Biomassen nach dem Standardaufschluss aufgearbeitet werden (MA120, 

MA150, MA180).  

Die erzielten Ausbeuten der Aufschlüsse werden als Mittelwert ± Standardabweichung ange-

geben (n = 3). Zum Vergleich der Mittelwerte der verschiedenen Gruppen wird der Tukey-Test 

(p < 0,05) verwendet. 

4.2.2 Fällung von Kraft-Lignin 
Für die Fällung des KL wurden 500 g Schwarzlauge (Nadelholz, hauptsächlich Kiefer & Fichte) 

mit 1 L dest. Wasser verdünnt. Anschließend wurde unter Rühren so lange 20 % (w/w) HCl 

zugetropft, bis ein pH-Wert von 2 erreicht war. Danach wurde das Lignin abzentrifugiert, drei-

mal mit angesäuertem dest. Wasser (pH 2) gewaschen und für mind. 72 h gefriertrocknet.  

4.2.3 Chemische Zusammensetzung ausgewählter Lignine 
Die Zusammensetzung ausgewählter Lignine wurde vom Wood K Plus – Kompetenzzentrum 

Holz durchgeführt, angelehnt an Veröffentlichungen des NREL wie in Kapitel 4.1.2 beschrie-

ben. 

4.2.4 Spektroskopische Methoden 
Für die UV-Vis- (ultravioletter – sichtbarer Wellenlängenbereich, ultraviolet visible) Spektro-

skopie wurde Lignin in NaOH (0,1 M) mit einer Konzentration von 50 µg mL-1 gelöst und in 

Quarzglasküvetten mit einem Lichtweg von 10 mm (HellmaAnalytics, High Precision Cell) im 

Bereich von 200 – 500 nm mit einer Auflösung von 1 nm vermessen. 

Für die FTIR-Messungen wurden Presslinge aus KBr mit 1 % Lignin hergestellt. Dazu wurden 

die Probe und KBr für 2 min vermahlen und anschließend je 200 mg zu einem Pressling wei-

terverarbeitet (10 t für 2 min). Die Absorption wurde im Bereich von 4000 – 700 cm-1 mit 

64 scans und einer Auflösung von 4 cm-1 gemessen. Sowohl Messung als auch Auswertung 

erfolgten mit dem Spectra Manager von Jasco (Version 1.53.05). 

Für die NMR-Messungen wurden 50 mg Lignin in 900 µL DMSO-d6 + 0,03 % (ν/ν) Tetramethyl-

silan gelöst und bei 297 K auf einem NMR-Spektrometer Avance III 600 (Bruker) mit BBO cryo 

probe vermessen. Die 1H-NMR-Spektren wurden mit dem Standard-Pulsprogramm von Bruker 

(zg30) mit 16 Scans und 2 Dummy-Scans mit einer spektralen Breite von 24,0155 ppm, einer 

Messzeit von 4,5438 s und einem repetition delay von 1 s gemessen. Die Spektren wurden mit 

Topspin (V 4.0.7) manuell phasen- und basislinienkorrigiert. Zur Erstellung der Hauptkompo-

nentenanalyse wurde Matlab 2018b (The Math Works, Natick, USA) mit dem SAISIR package 

für MATLAB verwendet.137 Für die multivariate Modellierung wurden Datenpunkte aus vier 
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Regionen der 1H-NMR-Spektren mit einer Bucketwidth von 0,01 ppm genutzt: 10,00 – 

3,50 ppm; 3,24 – 2,65 ppm; 2,35 – 1,09 ppm und 1,03 – 0,20 ppm. Zur Normalisierung der In-

tensitäten der verschiedenen Proben wurden die Spektren auf ein einheitliches Gesamtinte-

gral skaliert. 

Die Aufnahme der HSQC NMR Spektren erfolgte mit 16 Scans und 16 Dummy-Scans, mit 4096 

(F2) bzw. 256 (F1) Inkrementen bei einer Messzeit von 0,2840 s (F2) bzw. 0,0045 s (F1) und 

einer spektralen Breite von 12,0 ppm (F2) bzw. 190,3 ppm (F1). Das Transmitter Offset betrug 

5,0 ppm für 1H und 80,0 ppm für 13C. Die Daten wurden automatisch mit ICON-NMR (Bruker) 

aufgenommen und mithilfe der Software Topspin (V 4.2.0) ausgewertet: dazu wurden zu-

nächst die Achsen anhand des DMSO-Signals kalibriert (F1: 39,5 ppm; F2: 2,49 ppm)62, 138, die 

Spektren manuell phasenkorrigiert und die Signale integriert. Für die Berechnung der Mono-

lignolanteile wurden jeweils die C2,6 – H2,6 Korrelationen der S- und H-Einheiten sowie die 

Summe der C2 – H2 und C6 – H6 Korrelationen der G-Einheiten verwendet. Die Bindungstypen 

(β-Aryl-Ether (A), Resinol (B), Phenylcoumaran (C), Spirodienon (D)) wurden anhand ihrer Cα – 

Hα Korrelationen berechnet, um mögliche Interferenzen durch homonukleare 1H – 1H Kopp-

lungen zu vermeiden.139 Für die Tricin (T)-Strukturen wurde die C6 – H6 Korrelation verwendet, 

für p-Coumarat (pCA) die C2,6 – H2,6 Korrelation, und für die Zimtalkohol-Endgruppen (ZA) die 

Cα/β – Hα/β Korrelation, da keine genaue Differenzierung zwischen dem α- und β-Signal möglich 

ist. Alle Integrale wurden auf die jeweilige Protonenzahl normiert. Die Ergebnisse werden an-

gegeben als Anzahl X (Bindungstyp bzw. Substruktur) pro 100 Aromaten und berechnen sich 

nach: 

Anzahl X pro 100 Aromaten =  
∫ X

∫ S+ ∫ G+ ∫ H
⋅ 100     (5.1) 

Außerdem wird der Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) wie folgt berechnet: 

KU [%] =
B+C+D

A+B+C+D
⋅ 100 %     (5.2) 

4.2.5 Methoxy- und Ethoxygehalt 
Die Bestimmung der Methoxy- und Ethoxygruppen ausgewählter Lignine wurde am Wood K 

Plus – Kompetenzzentrum Holz angelehnt an Sumerskii et al.140 durchgeführt. Dafür wurden 

10 mg Lignin und 1 mL Iodwasserstoff in einem Headspace-Vial gemischt und für 3 h bei 110 °C 

im Ofen gelagert. Nach der Abkühlung auf Raumtemperatur wurden 9 mL NaOH (2 M) zuge-

geben und CH3I und C2H5I via Headspace-Gaschromatographie-Massenspektrometrie (HS-GC-

MS) (siehe Tabelle 4-3) bestimmt. Zur Kalibration dienten Vanillin und Ethylvanillin. Es erfolgte 

jeweils eine Dreifachbestimmung eines Lignins aus jedem Dreifachaufschluss. 
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Tabelle 4-3: Messbedingungen der HS-GC-MS Methode. 

Komponente Bezeichnung Parameter 

Autosampler AOC 6000 Autosampler mit 
2,5 mL Spritze 
Headspace-Injektion 

Heating Temperatur: 60 °C 
Heating Zeit: 5 min 
Spritzentemperatur: 80 °C 
Injektionsvolumen: 100 µL 

Gaschromato-
graph 

Shimadzu GC 2010 Plus 
Trägergas: Helium 

Säulenfluss: 1,0 mL min-1  
Purge: 3,0 mL min-1  
Gesamtfluss: 14,0 ml min-1 
Splitverhältnis: 1:10 
Injektortemperatur: 250 °C 

Säule HP5-MS (J&W Scientific, Folsom, 
CA, USA): 
Länge: 60 m 
Innendurchmesser: 0,25 mm 
Filmdicke: 0,25 µm 

Temperaturprogramm:  
40 °C (2 min) 
10 °C min-1 auf 150 °C  
150 °C (5 min) 

Detektor Shimadzu Dual Stage TMP 
(QP2020) Massenspektrometer 
Ionisation: Elektronenstoß 

Ionisationsenergie: 70 eV bei 1,13 ⋅ 10-7 Pa 
Temperatur Interface: 250 °C 
Temperatur Ionenquelle: 200 °C 
Temperatur Quadrupol: 180 °C 
Scan mode: 25 – 300 m/z 

4.2.6 Gelpermeationschromatographie 
Für die GPC-Messungen wurden die Ligninproben in NaOH (0,1 M) mit einer Konzentration 

von 2,5 g L-1 gelöst und vor der Messung filtriert (0,2 µm Polyamid). Als interner Standard zur 

Korrektur der Elutionszeit wurde Ethylenglykol (0,1 Gew.-%) zugegeben. Das Massenmittel 

der Molmasse (Mw), das Zahlenmittel der Molmasse (Mn) und der Polydispersitätsindex (PDI) 

wurden mit einem PSS GPC System (siehe Tabelle 4-4) ermittelt. Zur Kalibration wurden 14 

Polystyrolsulfonat-Natriumsalze (891 – 976 000 Da) und Natriumbenzolsulfonat (180 Da) mit 

einer Konzentration von 1 g L-1 vermessen und mit einer Polynomfunktion fünften Grades 

(R² = 0,9997) ausgewertet. 

Tabelle 4-4: Messbedingungen der GPC-Analysen. 

Komponente Bezeichnung Parameter 

Chromatogra-
phie 

Agilent 1260 Infinity 
Eluent: NaOH (0,1 M) 

Fluss: 0,8 mL min-1  
Injektionsvolumen: 10 µL (Proben), 
50 µL (Kalibration) 

Säulen Vorsäule: 
PSS MCX 8 × 50 mm 5 μm 

 

Trennsäulen: 
PSS MCX 8 × 300 mm 5 μm 1 000 Å 
PSS MCX 8 × 300 mm 5 μm 100 000 Å 

Molmassenbereich: 
100 – 70 000 Da 
1 000 – 1 000 000 Da 

Detektor UV-Detektor 280 nm 

Die aus der Molmassenverteilung ermittelten Parameter werden als Mittelwert ± Standardab-

weichung (n = 3) angegeben. Zum Vergleich der Mittelwerte der verschiedenen Gruppen wird 

der Tukey-Test (p < 0,05) angewandt. 
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4.3 Assays zur Bestimmung der Antioxidanz und des Phenolgehaltes 

4.3.1 DPPH-Assay 
Die Messung erfolgte angelehnt an Alzagameem et al.141 Die Lignine wurden dabei mit einer 

Konzentration von 1 mg mL-1 in Dioxan+Wasser (90+10, v+v) gelöst. 0,1 mL dieser Probenlö-

sung wurde mit 3,9 mL einer 6 ⋅ 10-5 M DPPH-Lösung gemischt und die Absorption nach 30 min 

bei 518 nm gemessen. Als Blank wurde Dioxan+Wasser (90+10, v+v) statt der Lignin-Lösung 

verwendet. Zur Kalibration wurden sechs Trolox-Standards im Bereich von 30 – 230 µg mL-1 

vermessen, die zugehörige Kalibrationsgerade ist im Anhang in Abbildung A 1a dargestellt. 

Für die Auswertung wird aus der gemessenen Absorption zunächst die Inhibition des Radikals 

in Prozent als Aktivität als Radikalfänger (radical scavenging activity, RSA) bestimmt nach: 

RSA [%] = (1 − (
AProbe

ABlank
)) ⋅ 100%     (5.3) 

wobei AProbe die Absorption der gemessenen Probe ist, und ABlank die Absorption des Blanks. 

Aus der Kalibrationsgeraden mit Trolox wird anschließend die Konzentration an Trolox-Äqui-

valenten (Trolox equivalents, TE) cTE wie folgt berechnet: 

cTE  [
µg

mL
] =  

RSAlignin−bcal

mcal
     (5.4) 

Dabei ist bcal der Achsenabschnitt und mcal die Steigung der Kalibrationsgeraden. Anschließend 

kann mithilfe der molaren Masse von Trolox MTrolox (250,29 g mol-1) und der Konzentration der 

vermessenen Lignin-Lösung (in mg mL-1) die Trolox equivalent antioxidant capacity (TEAC) be-

stimmt werden: 

TEAC [
µmol

mgLignin
] =  

cTE⋅ 
1

MTrolox
 

cLignin
     (5.5) 

4.3.2 ABTS-Assay 
Der ABTS-Assay wurde angelehnt an García et al.107 durchgeführt. Dafür wurde für jeden 

Messtag eine ABTS-Radikalkation-Lösung mit 7 mM ABTS und 2,45 mM Kaliumperoxodisulfat 

in EtOH+Wasser (50+50, v+v) frisch angesetzt und über Nacht im Dunkeln bei 25 °C tempe-

riert. Am nächsten Tag wurde die ABTS⋅+-Lösung mit EtOH+Wasser (50+50, v+v) auf eine Ab-

sorption von (0,700 ± 0,005) bei 734 nm verdünnt. Zur Bestimmung der RSA wurden 2,5 mL 

der verdünnten ABTS⋅+-Lösung vorgelegt und 0,25 mL Lignin-Lösung (0,15 mg mL-1 in DMSO) 

hinzu pipettiert. Anschließend wurde die Messlösung direkt in eine Küvette umgefüllt und die 

Absorption nach 12 min bei 734 nm gemessen. Als Blank wurde reines DMSO anstelle der Lig-

nin-Lösung verwendet. Zudem wurde eine Kalibrationsgerade mit sechs Troloxstandards im 

Bereich von 15 – 40 µg mL-1 aufgenommen (siehe Abbildung A 1b im Anhang). RSA, cTE und 

TEAC werden analog zum DPPH-Assay in Kapitel 4.3.1 berechnet. 

4.3.3 FRAP-Assay 

Die Messung erfolgte angelehnt an Yang et al.142 Das FRAP-Reagenz wurde vor jedem Mess-

durchgang frisch aus Acetatpuffer (300 mM, Natriumacetat & Essigsäure, pH 3,6), TPTZ 

(10 mM) in HCl (40 mM) und Eisen-(lll)-chlorid (20 mM) in dest. Wasser im Verhältnis 10:1:1 

angesetzt. Vor Nutzung wurde das Reagenz für 10 min bei 37 °C inkubiert. Die TPTZ-Lösung 

wurde dabei arbeitstäglich frisch angesetzt. 
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Für die Messung wurden 3 mL FRAP-Reagenz vorgelegt, dann 0,1 mL Lignin-Lösung 

(0,5 mg mL-1 in Dioxan+Wasser (90+10, v+v)) zugegeben, bei 37 °C für 10 min im Trocken-

schrank inkubiert und anschließend die Absorption bei 593 nm gemessen. Für den Blank 

wurde Dioxan+Wasser (90+10, v+v) statt der Lignin-Lösung verwendet. Außerdem wurde eine 

Kalibrationsgerade mit sechs Trolox-Standards im Bereich von 40 – 190 µg mL-1 aufgenommen 

(siehe Abbildung A 1c im Anhang). Zur Auswertung des FRAP-Assays kann cTE direkt aus der 

Absorption der Messlösung des jeweiligen Lignins ALignin und der Kalibrationsgeraden berech-

net werden: 

cTE (FRAP)  [
µg

mL
] =  

ALignin−bcal

mcal
     (5.6) 

Anschließend kann daraus der TEAC berechnet werden, wie in Kapitel 4.3.1 beschrieben. 

4.3.4 FC-Assay 
Die Messung erfolgte angelehnt an Alzagameem et al.141 Dafür wurden 0,1 mL Lignin-Lösung 

(2 mg mL-1 in DMSO) in einen 10 mL Messkolben vorgelegt und 0,5 mL FC-Reagenz und ca. 

7 mL dest. Wasser hinzu pipettiert. Eine Minute nach Zugabe des FC-Reagenz wurde 1 mL ei-

ner gesättigten wässrigen Natriumcarbonatlösung hinzugegeben und mit dest. Wasser auf 

10 mL aufgefüllt. Die Messlösung wurde für 30 min bei 40 °C temperiert und anschließend die 

Absorption bei 750 nm gemessen. Für den Blank wurde reines DMSO statt der Lignin-Lösung 

verwendet. 

Für die Auswertung wurde arbeitstäglich eine Kalibrationsgerade mit sechs Gallussäure-Stan-

dards im Konzentrationsbereich von 100 – 1000 mg L-1 vermessen (siehe Abbildung A 1d im 

Anhang). Die Gallussäure-Äquivalente (GAE) werden wie folgt berechnet: 

GAE [
mg

L
] =  

ALignin− bcal

mcal
     (5.7) 

Dabei ist ALignin die Absorption der Messlösung mit Lignin, bcal der Achsenabschnitt der Kali-

brationsgerade und mcal die Steigung der Kalibrationsgeraden. Der Gesamtphenolgehalt (total 

phenol content, TPC) berechnet sich aus dem GAE und der Konzentration der Lignin-Probelö-

sung cLignin: 

TPC [%] =  
GAE

clignin
⋅ 100%     (5.8) 

4.3.5 Statistische Auswertung  

Die statistische Auswertung wurde mithilfe der Software OriginPro 2016 (OriginLab, 

Northampton, MA, USA) durchgeführt. Für jeden Assay wurden Standards in sechs verschie-

denen Konzentrationen vermessen und als Mittelwert ± Standardabweichung angegeben. Der 

Grubb‘s-Test wurde zur Identifizierung von Ausreißern verwendet (p < 0,05), sowie eine line-

are Kurvenanpassung (keine Gewichtung, Konfidenzintervalle mit 95 % statistischer Sicher-

heit) zur Ermittlung der Steigung (m), des Achsenabschnittes (b), des Bestimmtheitsmaßes 

(R²), der Residuenquadratsumme (residual sum of squares, RSS) und der Wurzel des mittleren 

quadratischen Fehlers (root mean square error, RMSE). Für eine bessere Vergleichbarkeit wer-

den die Verfahrensstandardabweichung (method standard deviation, MSD) und der Varia- 

tionskoeffizient (coefficient of variation, CV) für jeden Assay wie folgt berechnet: 

MSD =  
RMSE

m
     (5.9) 
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CV =  
MSD

Gesamtmittelwert
⋅ 100 %     (5.10) 

Die Ergebnisse der Kalibration der vier Assays sind im Anhang in Tabelle A 1 zu finden. 

Zum Vergleich der verschiedenen Lignine wurden diese in dreifacher Wiederholung isoliert 

und mit jedem Assay eine Doppelbestimmung pro Probe durchgeführt. Die Daten wurden mit-

hilfe einer einfaktoriellen ANOVA analysiert und als Mittelwert ± Standardabweichung des 

dreifachen Aufschlusses angegeben (n = 3). Zum Vergleich der Mittelwerte der verschiedenen 

Gruppen wurde der Tukey-Test genutzt. Alle Tests wurden mit einer Signifikanz von 95 % 

durchgeführt (p < 0,05). 

Daneben wurden Standard-Scores berechnet, um einen einheitenlosen Wert zu erhalten, was 

zu einer besseren Vergleichbarkeit der Ergebnisse führt. Für diese Standardisierung wird der 

Mittelwert aller betrachteten Messwerte vom Messwert der jeweiligen Probe abgezogen und 

durch die Standardabweichung geteilt. Die so ermittelten Standard-Scores haben laut Defini-

tion einen Mittelwert von 0 und eine Standardabweichung von 1. Aus den Standard-Scores 

wurde im Anschluss analog zu Sun et al.143 der relative Index der antioxidativen Kapazität (re-

lative antioxidant capacity index, RACI) berechnet, indem die Standard-Scores der vier Assays 

gemittelt wurden. Auf diese Weise wurde für jedes Lignin eines Dreifachaufschlusses ein RACI 

berechnet, sodass für jeden Probentyp wiederum Mittelwert ± Standardabweichung angege-

ben werden kann.
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III Ergebnisse & Diskussion 

5. Lignine aus verschiedenen Biomassen 
In diesem Kapitel wird untersucht, wie sich die Lignine, die aus den verschiedenen Biomassen 

gewonnen wurden, unterscheiden. Dafür werden die Low-Input-Pflanzen Miscanthus, Silphie 

und Paulownia betrachtet und mit den in der Literatur bereits gut beschriebenen Biomassen 

Weizenstroh und Buchenholz verglichen. Die Ergebnisse dieses Kapitels sind teilweise veröf-

fentlicht in: 

Rumpf, J.; Do, X. T.; Burger, R.; Monakhova, Y. B.; Schulze, M. Extraction of High-Purity 

Lignins via Catalyst-free Organosolv Pulping from Low-Input Crops. 2020, Biomacro-

molecules 21 (5), 1929. DOI: 10.1021/acs.biomac.0c00123 

Rumpf, J.; Burger, R.; Schulze, M. Statistical evaluation of DPPH, ABTS, FRAP, and Folin-

Ciocalteu assays to assess the antioxidant capacity of lignins. 2023, Int. J. Biol. Macro-

mol. 233, 123470. DOI: 10.1016/j.ijbiomac.2023.123470 

5.1 Charakterisierung der Biomassen 
Vor der Isolation der Lignine ist die Analyse der chemischen Zusammensetzung der genutzten 

Biomassen ein erster wichtiger Schritt, um die verschiedenen Biomassetypen untereinander 

vergleichen zu können. Außerdem ist es dadurch möglich, die Ausbeute bezogen auf den tat-

sächlichen Ligningehalt anzugeben, statt auf die Gesamtmasse der Pflanze, was die Vergleich-

barkeit untereinander und auch mit Literaturdaten verbessert. Die Ergebnisse der mittels 

NREL-Analyse bestimmten chemischen Zusammensetzung der Biomassen sind in Tabelle 5-1 

zusammengefasst. 

Tabelle 5-1: Chemische Zusammensetzung der Biomassen, bestimmt nach den NREL-Protokollen.134–136 

 Miscanthusa Silphiea Weizenstrohb Paulowniaa Buchenholzb 

Lignin [%] 26,0 ± 0,5 24,8 ± 0,2 25,9 32,8 ± 0,2 28,4 

Cellulose [%] 40,6 ± 1,1 41,8 ± 0,3 39,6 36,9 ± 1,0 40,8 

Hemicellulose [%] 24,2 ± 0,8 22,4 ± 0,4 23,4 20,5 ± 0,5 22,4 

Asche [%] 3,2 ± 0,4 5,0 ± 0,1 5,3 1,3 ± 0,4 0,6 
a Mittelwert ± Standardabweichung einer Vierfachbestimmung jeder Probe. 
b Mittelwert einer Doppelbestimmung jeder Probe. 

Für Miscanthus wird ein Ligninanteil von (26,0 ± 0,5) % sowie ein Aschegehalt von (3,2 ± 0,4) % 

bestimmt, was gut mit NREL-Literaturdaten für den Lignin- (19 – 26 %) und Aschegehalt 

(2 – 7 %) übereinstimmt.18, 20, 67, 144 Die chemische Zusammensetzung der Silphie ähnelt der 

des Miscanthus, hier beträgt der Ligningehalt (24,8 ± 0,2) %. Klímek et al. untersuchten 

Silphie-Stiele und fanden einen etwas geringeren Ligningehalt von 21,4 %29, während Höller 

et al. Ligninanteile zwischen 21,4 – 28,8 % ermittelt haben30, was wiederum gut mit dem hier 

dargestellten Ergebnis übereinstimmt. Beides wurde ebenfalls nach den Vorschriften der NREL 

ermittelt. Damm et al. untersuchten die die Zusammensetzung der Zellwände sowohl von Mis-

canthus als auch von Silphie und bestimmten Ligningehalte als acetyl bromide soluble lignin 

von 18 – 22 %, wobei Miscanthus etwas mehr Lignin enthält als Silphie.72 Auch wenn diese 

Werte leicht niedriger sind als die hier ermittelten, stimmt die Größenordnung überein, ge-

nauso wie der leicht höhere Ligningehalt in Miscanthus verglichen mit Silphie. Die Abwei-
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chungen lassen sich mit den unterschiedlichen Analysenmethoden erklären. Als weitere gras-

artige Pflanze wird Weizenstroh untersucht, dessen Zusammensetzung mit einem Ligningehalt 

von 25,9 % ebenfalls Miscanthus und Silphie ähnelt. Literaturwerte für den Ligningehalt von 

Weizenstroh sind allerdings meist etwas niedriger und liegen zwischen 20 – 24 % ermittelt 

nach der NREL- oder TAPPI-Methode.145–148 Buranov et al. geben sogar einen noch größeren 

Bereich des Ligningehaltes in Weizenstroh von 5,3 – 17,0 % und Aschegehalte von 1,8 – 6,7 % 

an, je nach dem in welcher Region die Biomasse angebaut wurde.149 Im Rahmen dieser 

Schwankungen erscheint der hier ermittelte Wert realistisch und passt gut zu denen der an-

deren beiden gras- bzw. krautartigen Pflanzen. 

Für Paulownia wird mit (32,8 ± 0,2) % ein signifikant höherer Ligningehalt gemessen, vergli-

chen mit den meisten Literaturdaten: Gong et al. geben den Ligningehalt in Paulownia tomen-

tosa mit 23,8 % an32, während Ye et al. (20,5 ± 0,8) % Lignin150 ermittelt. Im Gegensatz zu den 

hier dargestellten Ergebnissen wurden diese Werte allerdings nicht über das NREL-Protokoll 

bestimmt, was ein Grund für die Abweichung sein könnte. Lediglich Pegoretti de Souza et al. 

ermittelten einen ähnlich hohen Ligningehalt von 34,2 %, allerdings in Paulownia elongata x 

fortunei nach einer TAPPI Standardmethode.36 Nichtsdestotrotz sind die gemessenen Werte 

generell höher als Ligningehalte in anderen Laubhölzern (18 – 24 %).151 Auch für Buchenholz 

wird mit 28,4 % Lignin ein etwas höherer Wert ermittelt, in der Literatur finden sich Ligninge-

halte zwischen 24,3 – 26,3 % ermittelt nach der NREL-Methode74, 152, 153, während Brosse et 

al. für Buchenholz einen Klason-Lignin-Gehalt (säureunlösliches Lignin) von 31,2 % ange-

ben154. 

Generell besitzen hölzerne Biomassen im Vergleich zu gras- und krautartigen Pflanzen einen 

höheren Ligningehalt76, während letztere einen deutlich höheren Aschegehalt155 aufweisen. 

Beides kann durch die hier vorgestellten Ergebnisse bestätigt werden.  

5.2 Ausbeute der Lignine 
Die Ausbeute an Lignin wird bezogen auf den Ligningehalt der jeweiligen Biomasse (siehe Ta-

belle 5-1) angegeben. Auch wenn eine Optimierung der Ausbeute nicht das Hauptziel dieser 

Arbeit ist, können daraus erste Schlussfolgerungen gezogen werden, ob und wenn ja, welche 

Pflanzen Ähnlichkeiten zeigen und für die Ligningewinnung besonders geeignet scheinen. Um 

die Reproduzierbarkeit des genutzten Organosolvprozesses zu überprüfen, wurden alle Auf-

schlüsse zudem in dreifacher Wiederholung durchgeführt. Die Mittelwerte jedes Dreifachauf-

schlusses sind in Abbildung 5-1 dargestellt, mit absoluten Fehlern zwischen 0,5 % (PL2) und 

1,2 % (ML2), was ein erster Indikator für die Reproduzierbarkeit des Aufschlusses ist.  

Für ML2 liegt die Ausbeute bei (15,3 ± 1,2) %. Bauer et al. erreichten für Miscanthus x gigan-

teus Ligninausbeuten zwischen 14 – 32 % (bezogen auf den Klason-Ligninanteil) mit 65 – 95 % 

wässrigem EtOH als Lösemittel.62 Allerdings wurde im Gegensatz zum hier genutzten Isolati-

onsprozess die Biomasse drei Mal mit EtOH extrahiert, bevor der Aufschluss für 4 h unter At-

mosphärendruck und mit HCl als Katalysator durchgeführt wurde. Weitere Studien zur OSL-

Gewinnung aus Miscanthus x giganteus nutzen ebenfalls sauer katalysierte Aufschlüsse: Bro-

sse et al. (170 °C, 60 – 80 min, 50 – 75 % wässriges EtOH, 0,5 – 1,2 % H2SO4) isolierten 

14,7 – 43,8 % des Klason-Ligninanteils156 als OSL, während Obama et al. (150 – 170 °C, 

30 – 60 min, 80 % wässriges EtOH, 0,5 – 1 % H2SO4) eine Ausbeute von 22,4 – 57,6 %157 erziel-

ten. Auch wenn in der Literatur keine Vergleichsdaten für unkatalysierte EtOH-Organosolv- 
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Aufschlüsse gefunden werden, liegen die hier erzielten Ausbeute im Literaturbereich und 

nicht signifikant niedriger als die der katalysierten Aufschlüsse. Für eine höhere Ausbeute ist 

jedoch ein erheblicher Mehraufwand wie eine längere Aufschlussdauer, der Einsatz eines Ka-

talysators oder mehrere Vorbehandlungsschritte nötig. 

 
Abbildung 5-1: Vergleich der Ligninausbeute beim Organosolv-Aufschluss verschiedener Biomassen, angegeben 
als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschiedene Buchstaben ste-

hen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

Für SL ist die Ligninausbeute mit (15,7 ± 0,7) % ähnlich zu der von ML2. Literaturdaten zu 

Silphie sind bisher limitiert auf Ligningehalte und die chemische Zusammensetzung von gan-

zen Pflanzenzellen72, Daten zu Organosolv-Aufschlüssen fehlen. Damm et al. nutzten einen 

OrganoCat-Aufschluss, um unter anderem Lignin in 2-Methyl-THF zu extrahieren, wobei 15 % 

des Lignins aus Silphie gewonnen werden konnten.72 Auch Weidener et al. konnten über die-

sen OrganoCat-Prozess eine maximale Ligninausbeute von (15,0 ± 2,3) % aus Silphie sowie 

(15,3 ± 0,9) % aus Miscanthus erzielen.158 Beides liegt im selben Bereich wie die Ausbeuten 

des hier genutzten Organosolvprozesses, die sich für ML2 und SL nicht signifikant unterschei-

den. Für WL wird mit (13,0 ± 0,9) % eine niedrigere Ligninausbeute als für ML2 und SL erreicht. 

In der Literatur finden sich ähnliche Werte: Rossberg et al. erzielten eine Ausbeute von 12 % 

mittels Organosolv-Aufschluss, allerdings in CH2O2/H2O2
146, während es Monteil-Rivera et al. 

gelang, 12,4 % Lignin durch Mikrowellen-Extraktion in 81 % wässrigem EtOH147 zu isolieren. 

Wildschut et al. schlossen Weizenstroh ohne Katalysator (170 °C, 60 min, 60 % EtOH) auf und 

erreichten lediglich eine Ligninausbeute von 4,6 %.159 Ramezani et al. untersuchten zudem 

den Einfluss verschiedener Prozessparameter des Organosolv-Aufschlusses in 60 % wässrigem 

EtOH auf die Ausbeute von Weizenstroh-Lignin160: durch Variation von Aufschlussdauer 

(60 – 150 min), Temperatur (100 – 250 °C) und Druck (20 – 31 bar) konnten Ausbeuten zwi-

schen 12 – 90 % des Klason-Ligningehaltes der Biomasse erzielt werden. Ähnliches fanden 

auch Huijgen et al. heraus, die Temperatur (190 – 210 °C), Zeit (60 – 120 min), EtOH-Konzen-

tration (50 – 60 Gew.-%) und Katalysator-Konzentration (0 – 30 mmol/L H2SO4) variierten, was 

zu Ausbeuten zwischen 28,9 – 97,6 % führte.161 Neben dem isolierten Lignin wurde auch der 

restliche Ligninanteil im Zellstoff bestimmt, wodurch sich Massenbilanzen zwischen 

107,4 – 128,7 % ergaben. Dies deutet darauf hin, dass auch der Anteil an isoliertem Lignin 

leicht höher angegeben sein könnte, als er tatsächlich ist. Insgesamt zeigen gerade die beiden 

letzteren Untersuchungen, dass höhere Ligninausbeuten möglich sind, allerdings werden 
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dafür auch deutlich höhere Temperaturen, Aufschlusszeiten oder der Einsatz eines Katalysa-

tors benötigt, worauf hier verzichtet wurde. 

Für die beiden Hölzer liegt die Ligninausbeute mit (11,7 ± 0,5) % für PL2 und (10,8 ± 1,1) % für 

BL jeweils deutlich niedriger als für die Gräser, obwohl beide einen signifikant höheren Lignin-

anteil besitzen (vgl. Tabelle 5-1) als Miscanthus, Silphie und Weizenstroh. Rashid et al. haben 

beim Vergleich von Ligningehalt und Effizienz des Aufschlusses ähnliches festgestellt: mit zu-

nehmendem Ligningehalt sinkt die relative Ausbeute.162 Rencoret et al. isolierten milled wood 

lignin (MWL) aus Paulownia fortunei (< 0,15 mm) mit einer Ausbeute von ca. 20 % des ur-

sprünglichen Klason-Lignin Gehaltes69, und auch Domínguez et al. isolierten MWL, allerdings 

aus Paulownia elongata x fortunei, mit einer Ausbeute von ebenfalls 20 %71. Beide Werte sind 

höher als das Ergebnis hier, allerdings wurde jeweils ein abweichender Genotyp und Auf-

schlussprozess genutzt und die Biomasse vor dem Aufschluss feiner vermahlen, was für 

Paulownia einen Einfluss auf die Ausbeute hat, wie in Kapitel 6.1 noch ausführlich dargestellt 

und diskutiert wird. Beim Organosolv-Aufschluss von Buchenholz erzielten Rossberg et al. mit 

einer Ausbeute von (12,9 ± 0,5) % einen Wert in ähnlicher Größenordnung trotz abweichender 

Aufschlussbedingungen (50 % wässriges EtOH, 1 % H2SO4).152 In Studien von Ibrahim et al. 

konnte sogar eine Ausbeute von ca. 50 % erreicht werden, allerdings mit einem sauren Auf-

schluss unter abweichenden Bedingungen (155 °C, 160 min, 50 % wässriges EtOH, 100 mM 

H2SO4).163 Andere Aufschlussarten, wie die Gewinnung von pyrolytischem Lignin mit einer Aus-

beute von 10 %164 oder eine OrganoCat-Behandlung mit (16,7 ± 2,1) % Ligninausbeute158 lie-

fern wiederum ähnliche bzw. nur leicht höhere Ausbeuten, wie auch schon bei Miscanthus 

und Silphie beobachtet. Insgesamt wird auch hier deutlich, dass für höhere Ausbeuten auch 

eine gesteigerte Prozessstärke notwendig ist. 

Abschließend lässt sich zusammenfassen, dass sich mit dem genutzten Aufschlussprozess un-

terschiedliche Ligninausbeuten aus den verschiedenen Biomassen erzielen lassen: am höchs-

ten ist diese für SL, am niedrigsten für BL. Insgesamt ist es schwierig, vergleichbare Literatur-

daten zu finden, da der Organosolvprozess stark variiert und es keine Studien gibt, die mit 

exakt gleichen Aufschlussparameter gearbeitet haben. Gerade über eine Variation der Pro-

zessparameter kann allerdings auch eine breite Spanne an Ausbeuten erzielten werden, was 

dazu führt, dass Literaturdaten zu verschiedenen Prozessen stark streuen. Nichtsdestotrotz 

liegen die hier ermittelten Werte in einer realistischen Größenordnung und im Rahmen von 

Literaturstudien. Des Weiteren liegt der Fokus nicht in allen Untersuchungen auf der Gewin-

nung von Lignin, sondern auf der Analyse des Zellstoffs bzw. der Wiedergewinnung der Zu-

cker.71, 165 Wird aber lediglich die Delignifizierung der Biomasse untersucht, also die Zusam-

mensetzung vor und nach dem Aufschluss, lässt dies noch keine Aussage über die tatsächliche 

Ligninausbeute zu. Darüber hinaus können unterschiedliche Aufschlussbedingungen oder Vor-

behandlungen auch zu Änderungen der strukturellen Eigenschaften (z.B. Monolignolverhält-

nis, Bindungstypen, Molmasse oder funktionelle Gruppen) führen, wie in Kapitel 7 diskutiert 

wird. 
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5.3 Qualitative Strukturuntersuchung 
Bei Lignin handelt es sich um ein stark verzweigtes und irreguläres phenolisches Makromole-

kül, das, abhängig von Biomasse und Aufschlussprozess, variierende Anteile der drei Monolig-

nole Guajakol (G), Syringol (S) und p-Hydroxyphenyl (H) und verschiedener funktioneller 

Gruppe wie Hydroxy-, Methoxy-, Carboxy- und Carbonylgruppen enthält. Aus diesem Grund 

ist die Strukturanalyse von großer Bedeutung und schnelle und einfache Methoden wie die 

UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie können helfen, einen ersten Überblick über das vorliegende 

Lignin zu erhalten. Für die zukünftige Verwertung von Ligninen als industrieller Rohstoff sind 

solch einfache und verlässliche Verfahren essentiell für die Qualitätskontrolle und Produktsi-

cherheit.2, 6 

Die UV-Vis Spektren der Lignine zeigen aufgrund der Überlappung verschiedener Elektronen-

übergänge der unterschiedlichen lichtabsorbierenden Einheiten in der Ligninstruktur typi-

scherweise breite und undeutliche Absorptionsbanden.82 Dennoch können mit dieser simplen 

Technik bereits erste Unterschiede zwischen den Ligninen aus verschiedenen Biomassen fest-

gestellt werden, wie Abbildung 5-2 zeigt.  

 
Abbildung 5-2: UV-Vis Spektren der Lignine aus verschiedenen Biomassen, gemessen in NaOH (0,1 M) mit einer 

Konzentration von 50 µg mL-1 in 1 cm Quarzglasküvetten. 

Alle Lignine besitzen ihr Absorptionsmaximum zwischen 222 – 224 nm mit einer Schulter bei 

ca. 231 – 245 nm. Bei 278 – 287 nm gibt es ein zweites schwächeres Maximum, das bei den 

Ligninen jedoch unterschiedlich stark ausgeprägt ist: während ML2 und WL eine deutliche Ab-

sorptionsbande zeigen, ist bei SL, PL2 und BL eher eine Schulter vorhanden. Des Weiteren 

zeigt ML2 ein weiteres deutliches Signal bei ca. 350 – 370 nm, bei WL ist eine leichte Schulter 

bei derselben Wellenlänge zu beobachten. SL, PL2, und BL dagegen zeigen keine nennens-

werte Absorption bei diesen größeren Wellenlängen. Insgesamt zeigen die Spektren die zu 

erwartenden Absorptionsbanden für Lignine in NaOH und sind gut vergleichbar mit Literatur-

daten.141, 166 Die hohe Absorption bei 200 – 220 nm kann dem π – π* – Übergang des aroma-

tischen Rings zugeordnet werden167, 168, während unkonjugierte phenolische Gruppen wie Co-

niferyl-, Sinapyl- oder p-Coumarylalkohol zwischen 270 – 290 nm169, 170 liegen. Bei Wellenlän-

gen über 300 nm lassen sich die Elektronenübergänge der mit den Aromaten konjugierten 

Strukturen beobachten, wie der π – π* – Übergang von konjugierten C=C-Bindungen oder der 

n – π* – Übergang von konjugierten C=O-Bindungen.171, 172 Außerdem gibt es Untersuchun-
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gen, die eine Absorption bei ca. 315 nm den Estern der Hydroxyzimtsäuren wie p-Coumar-

säure, einem Derivat der H-Einheiten (siehe Abbildung 5-3) im Lignin zuordnen.170, 173, 174 Diese 

Wellenlänge ist zwar etwas niedriger als die hier Gemessene, allerdings wurde in der Literatur 

Dioxan/Wasser oder 2-Methoxyethanol anstelle von NaOH als Lösemittel verwendet, was ei-

nen Einfluss auf die Lage der Absorptionsbanden haben kann. Je nach Polarität des Lösemittels 

kommt es zu unterschiedlich starken Wechselwirkungen mit den Orbitalen: polare Lösemittel 

können mit n-Orbitalen beispielsweise durch die Bildung von Wasserstoffbrücken stärker 

wechselwirken als mit π- oder π*-Orbitalen, was zu einer unterschiedlichen starken Energie-

absenkung führt. Außerdem spielt neben der Polarität auch der pH-Wert eine Rolle: bei der 

Verwendung von NaOH kommt es im basischen zu einer Deprotonierung und somit zu einer 

bathochromen Verschiebung, da die Konjugation des Sauerstoffatoms mit dem Benzenring 

erhöht wird.169 Die Existenz von H-Einheiten in ML2 und WL im Gegensatz zu PL2 und BL deckt 

sich mit Literaturangaben (siehe Kapitel 5.4), zu SL fehlen Vergleichsdaten. 

Diese kleinen strukturellen Unterschiede zwischen den Ligninen, die mit der UV-Vis-Spektro-

skopie beobachtet werden, lassen sich mit den Ergebnissen der FTIR-Spektroskopie bestäti-

gen: auch hier können Unterschiede in der Absorption auf variierende Monolignolverhältnisse 

zurückgeführt werden. Um zu verdeutlichen, welche Signale welchen Strukturen zugeordnet 

werden können, entspricht die Farbe der jeweiligen Monolignoleinheit in Abbildung 5-3 der 

der farbig markierten Linien in den FTIR-Spektren der Lignine in Abbildung 5-4. Die Zuordnung 

der charakteristischen Signale ist in Tabelle A 2 im Anhang zu finden. 

 
Abbildung 5-3: Monolignoleinheiten im Lignin. G: Guajakol; S: Syringol; H: p-Hydroxyphenyl.47 

Alle Lignine zeigen bei 3411 – 3439 cm-1 das typische breite Signal der O-H-Streckschwingung, 

da sowohl aliphatische als auch phenolische Hydroxygruppen vorhanden sind. Eine weitere 

typische Absorptionsbande ist die C-H-Streckschwingung in Alkylgruppen (2923 – 2937 cm-1). 

Darüber hinaus werden auch Carbonylgruppen erwartet, die Signale bei 1704 – 1710 cm-1 für 

unkonjugierte C=O-Gruppen und bei 1656 – 1661 cm-1 für konjugierte C=O-Gruppen hervor-

rufen. Beide Banden werden in unterschiedlichen Ausprägungen in allen Spektren beobach-

tet, abhängig von der chemischen Umgebung der jeweiligen Carbonyle. Zwischen 

843 – 2850 cm-1 besitzen alle OSL eine Bande, die den Methoxygruppen zugeordnet werden 

kann, die in den G- und S-Einheiten des Lignins vorkommen. 
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Abbildung 5-4: FTIR-Spektren der Lignine aus verschiedenen Biomassen. Signale, die sich einer bestimmten Mo-

nolignoleinheit zuordnen lassen, entsprechen derselben Farbe wie in Abbildung 5-3 (G: türkis; S: orange; 
H: gelb). 
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Neben diesen bei allen Ligninen auftretenden Signalen, gibt es weitere, die einer bestimmten 

Monolignoleinheit zugeordnet werden können. G-Einheiten lassen sich in allen Ligninen be-

obachten, dazu gehören die asymmetrische C-C-Streckschwingung des aromatischen Skeletts 

bei 1509 – 1515 cm-1 sowie die C-O-Streckschwingung des aromatischen Gerüsts bei 1266 – 

1268 cm-1. Außerdem besitzen Lignine, die hauptsächlich aus G-Einheiten bestehen, zwei cha-

rakteristische Peaks der C-H-out-of-plane-Deformationsschwingung in der Fingerprint-Region 

bei 852 – 854 cm-1 und 815 – 823 cm-1. Letztere sind am deutlichsten bei PL2 zu erkennen: 

zwar weist es ebenfalls Signale von S-Einheiten auf, aber scheint von allen Ligninen den höchs-

ten Anteil an G-Einheiten zu besitzen. Dies lässt sich im Folgenden durch die HSQC NMR be-

stätigen (siehe Kapitel 5.4). Signale, die auf S-Einheiten hinweisen, sind die symmetrische C-C-

Streckschwingung des aromatischen Skeletts bei 1594 – 1604 cm-1, die C-O-Streckschwingung 

des aromatischen Gerüsts bei 1327 – 1330 cm-1, die C-H-in plane-Deformationsschwingung 

bei 1123 – 1128 cm-1 und die C-H-out of plane-Deformationsschwingung bei 830 – 833 cm-1. 

Bei 1164 – 1166 cm-1 befindet sich die C=O Streckschwingung in konjugierten Estergruppen, 

die z.B. in p-Coumarat, einem Derivat der H-Einheiten, vorkommt und somit typisch für HGS-

Lignine ist, die aus allen drei Monolignoleinheiten bestehen. Diese Schwingung ist am ausge-

prägtesten bei ML2, aber auch WL besitzt ein schwaches Signal bei dieser Wellenzahl. Genau 

wie die Ergebnisse der UV-Vis-Spektroskopie deuten die Banden im FTIR-Spektrum darauf hin, 

dass sowohl ML2 als auch WL aus allen drei Monolignolen aufgebaut sind. Insgesamt können 

also Unterschiede zwischen den Ligninen aus verschiedenen Biomassen identifiziert werden, 

sogar mit einfachen Methoden wie der UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie. Um diese jedoch auch 

bestätigen und quantifizieren zu können, wird die spezifischere und sensitivere HSQC NMR 

genutzt, wie im folgenden Kapitel 5.4 beschrieben. 

5.4 Monolignolverhältnisse, Bindungstypen und Substrukturen 
Eine der meistgenutzten Methoden zur semiquantitativen Bestimmung des Monolignolver-

hältnisses und der Anteile verschiedener Bindungstypen und Substrukturen im Lignin ist die 

2D HSQC NMR. Dabei wird jedes Kohlenstoffatom auf der y-Achse mit den direkt verbundenen 

Protonen auf der x-Achse korreliert, was die Aufklärung von sich überlappenden Peaks in 1D 

Spektren erlaubt.175 Der Vorteil bei der Korrelation von 13C – 1H liegt in der Kombination der 

Sensitivität der 1H-NMR und der höheren Auflösung der 13C-NMR.176 Die Spektren können an-

hand der Literatur in zwei Regionen aufgeteilt werden: die aliphatische Seitenkettenregion 

(δC/δH 50 – 90/2,8 – 5,8 ppm) und die aromatische Region (δC/δH 90 – 150/6,0 – 8,0 ppm). Die 

Signale können den Monolignolen (Abbildung 5-3) und verschiedenen Bindungstypen und 

Substrukturen (Abbildung 5-5) zugeordnet werden. Beide Regionen sind für die fünf Lignine in 

Abbildung 5-6 dargestellt, wobei die Farbe der Peaks der Farbe der jeweiligen Struktur ent-

spricht. Im Anhang findet sich zudem eine detaillierte Zuordnung der Signale (Tabelle A 3). 

Das größte Signal in allen HSQC NMR Spektren bei δC/δH = 55,3/3,7 ppm gehört zu den Me-

thoxygruppen, die sowohl in den G- und den S-Einheiten vorkommen und somit in den domi-

nierenden Monolignolen. Die S-Einheiten lassen sich über das S2,6 – Signal bei 104,1/6,7 ppm 

detektieren, außerdem erscheint ein zweites Signal bei 106,2/7,3 ppm, welches einer α-oxi-

dierten S-Einheit zugeordnet werden kann.177 Signale der H-Einheiten werden nur für die H2,6 – 

Atome bei 127,1/7,2 ppm gefunden. Der Grund dafür ist höchstwahrscheinlich die Überlap-
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pung der H3,5 – Signale mit Peaks der G5 – (114,9/6,8 ppm) und G6 – (118,8/6,7 ppm) Atome, 

die wesentlich höhere Intensitäten zeigen.178 

 
Abbildung 5-5: Bindungstypen und Substrukturen im Lignin.47, 139 

Die vorherrschenden Bindungstypen in allen Ligninen sind β-Aryl-Etherbindungen (A), Resinol 

(B) and Phenylcoumaran (C) für die jeweils die α-, β- und γ-Korrelationen detektiert werden. 

Für Aβ können sogar zwei Signale beobachtet werden, abhängig davon ob es mit einer G- 

(83,5/4,3 ppm) oder S- (85,7/4,1 ppm) Einheit verknüpft ist.62, 177 Neben Aγ (59,5/3,5 ppm) zei-

gen ML2 und SL ein weiteres Signal der γ-modifizierten A-Untereinheiten (A’γ) bei 

63,2/4,3 ppm, z.B. durch eine γ-Acetylierung, eine γ-p-Coumarylierung oder eine γ-Vereste-

rung.61, 178 Bauer et al. haben außerdem ein zusätzliches Signal für EtOH-OSL registriert, wel-

ches von einer α-ethoxylierten A-Untereinheit herrührt62 und in allen hier untersuchten OSL 

bei 63,7/3,3 ppm gefunden wird. Spirodienon-Strukturen (D) werden nur in PL2 bei 

84,8/4,8 ppm (Dα’) und 60,8/2,8 ppm (Dβ) detektiert. Zimtalkohol-Endgruppen (ZA) sind in al-

len Ligninen vorhanden mit ZAγ bei 60,9/4,1 ppm, während ZAα und ZAβ nicht klar unterschie-

den werden können und das Signal bei 129,7/6,2 ppm beiden zugeordnet wird (ZAα/β). Des 

Weiteren finden sich in ML2 und WL Signale von Tricin (T) und p-Coumarat (pCA). 

Aufgrund dieser Zuordnung der NMR-Signale zu den verschiedenen Ligninstrukturen ist es 

möglich, die Monolignolverhältnisse (Abbildung 5-7) und die Bindungstypen bzw. Substruktu-

ren (Abbildung 5-8) semiquantitativ zu bestimmen. Die zugehörigen Werte sind in Tabelle 5-2 

zu finden. 
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 Aliphatische Region Aromatische Region 

ML2 

  

SL 

  

WL 
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PL2 

  

BL 

  

Abbildung 5-6: HSQC NMR-Spektren der Lignine aus verschiedenen Biomassen. Links: aliphatische Seitenket-
tenregion (δC/δH 50 – 90/2,8 – 5,8 ppm). Rechts: aromatische Region (δC/δH 90 – 150/6,0 – 8,0 ppm). Farbige 

Peaks lassen sich den Strukturen in Abbildung 5-3 und in Abbildung 5-5 derselben Farbe zuordnen. 

Mit Ausnahme von BL bestehen die Lignine aus allen drei Monolignolen, wobei ML2 und WL 

den größten Anteil an H-Einheiten besitzen, während in SL und PL2 nur Spuren enthalten sind. 

Dies bestätigt die Ergebnisse der UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie (siehe Kapitel 5.3), die be-

reits gezeigt haben, dass H-Einheiten in ML2 und WL vorhanden sind. Das S/G-Verhältnis liegt 

für ML2 bei (0,94 ± 0,01). In der Literatur lassen sich verschiedene Angaben für Miscanthus-

Lignine finden, abhängig vom Aufschlussprozess: Bauer et al. geben S/G-Verhältnisse von 

0,52 – 0,68 (saurer EtOH-Organosolv-Aufschluss bei Atmosphärendruck)62 an, während Wang 

et al. höhere Verhältnisse von 1,1 (basischer EtOH-Organosolv-Aufschluss)61 ermittelten. In 

dieser Arbeit wurde ein katalysatorfreier Aufschluss durchgeführt, und trotzdem ist das S/G-

Verhältnis vergleichbar mit Literaturdaten. Auch Miscanthus-Lignine aus anderen Aufschluss-

prozessen, z.B. mit stark eutektischen Lösemitteln (S/G = 0,88 – 1,22)179 liegen in der hier er-

mittelten Größenordnung. WL hat im Vergleich zu ML2 einen leicht höheren Anteil an H-Ein-

heiten von (8,0 ± 0,2) % bei ähnlichem S/G-Verhältnis (0,96 ± 0,03). Auch dies stimmt gut mit 

Literaturangaben überein, wo sich für OSL aus Weizenstroh H-Anteile von 3 – 8,4 % und S/G-

Verhältnis von 0,5 – 0,7139, 180 finden, während für Weizenstroh-KL auch höhere Werte mit 
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einem H-Anteil von 24,1 % und S/G > 1181 angegeben werden. Je nach Aufschluss können die 

Angaben also stark variieren, und da selbst Organosolv-Aufschlüsse aufgrund unterschiedli-

cher Parameter wie Lösemittel, Druck/Temperatur oder Katalysator nicht immer vergleichbar 

sind, liegen die ermittelten Werte in einer realistischen Größenordnung. 

 
Abbildung 5-7: Anteil der Monolignole (G-, S- und H-Einheiten, siehe Abbildung 5-3) in Ligninen aus verschiede-

nen Biomassen. 

SL hat im Gegensatz zu den beiden Grasligninen ein deutlich höheres S/G-Verhältnis von 

(1,84 ± 0,04). Bisher gibt es keine Literaturdaten zu isoliertem Lignin aus Silphie, lediglich Mo-

nolignol-Profile von ganzen Pflanzenzellen der Silphie und unter anderem Miscanthus nach 

OrganoCat-Vorbehandlung wurden mittels Py-GC/MS untersucht.72 Die Autoren stellten fest, 

dass Silphie im Vergleich zu Miscanthus mehr S- als G-Einheiten und nur geringe Anteile an H-

Einheiten enthält. Allerdings zeigt eine Studie von Groenewold et al., dass die quantitative 

Py/GCxGC/MS von Miscanthus-Biomasse zwar hilfreich ist, um die thermische Verarbeitung 

zu beschreiben, allerdings ist sie nicht geeignet, um die quantitative Biomassezusammenset-

zung und Monolignolverhältnisse zu bestimmen182, was ein Grund für die Unterschiede zu den 

hier dargestellten Ergebnissen sein könnte, auch wenn die Tendenzen zueinander passen. 

Literaturangaben zur Zusammensetzung von PL2 sind rar, aber stimmen gut mit der hier er-

mittelten Zusammensetzung und dem S/G-Verhältnis von (0,83 ± 0,04) überein. Rencoret et 

al. untersuchten MWL aus Paulownia fortunei und fanden hauptsächlich G- und S-Einheiten 

und nur einen kleinen Anteil an H-Einheiten, während das S/G-Verhältnis 0,66 betrug.69 Gong 

et al. untersuchten Paulownia elongata (S/G = 0,88) und Paulownia tomentosa (S/G = 0,98) 

mittels modifizierter Nitrobenzen-Oxidation statt der hier verwendeten HSQC NMR32, nichts-

destotrotz liegen die Werte in einer ähnlichen Größenordnung. Verglichen mit PL2 besitzt BL 

ein umgekehrtes Verhältnis von G- und S-Einheiten, obwohl es sich bei beiden um Harthölzer 

handelt. Allerdings werden auch diese Werte von Literaturangaben gestützt: Margellou et al. 

isolierten BL über einen unkatalysierten EtOH-Organosolv-Prozess (190 °C, 60 min) und ermit-

telten ähnliche Werte mit Anteilen von 34,5 % G- und 64,3 % S-Einheiten183, während Zilstra 

et al. (120 °C, 5 h, 80 % wässriges EtOH, 0,24 M HCl) 17 % G- und 83 % S-Einheiten184 detek-

tierten. 

Neben dem Monolignolverhältnis können aus den HSQC-Spektren auch verschiedene Bin-

dungstypen und Substrukturen identifiziert werden, angegeben als Anzahl pro 100 Aromaten. 

In allen Ligninen ist die β-Aryl-Etherbindung (A) mit Werten zwischen (23,5 ± 0,4) für WL und 
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(37,2 ± 1,0) für SL dominierend. Dies stimmt gut mit Literaturdaten zu Ligninen aus Miscan-

thus61, 67, Weizenstroh145, 180, Paulownia69, 71 und Buche185 überein, während es für Silphie-Lig-

nine keine Vergleichswerte gibt.  

 

 
Abbildung 5-8: Anteil der Bindungstypen und Substrukturen (siehe Abbildung 5-5) in Ligninen aus verschiede-

nen Biomassen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

Den mit Abstand höchsten Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) mit (53,2 ± 0,7) be-

sitzt PL2. Der größte Teil davon ist Resinol (B), welches hauptsächlich über eine Dimerisierung 

während der Ligninsynthese geformt wird und nicht bei der Ligninmodifizierung während des 

Aufschlussprozesses, wohingegen Phenylcoumaran (C) ein Produkt von Kondensationsreak-

tionen sein kann.62 Da allerdings eine α-Ethoxylierung in allen OSL beobachtet werden kann, 

scheinen weder intra- noch intermolekulare Kondensationsreaktionen sehr wahrscheinlich. 

Dies kann an der Substitution des α-Kohlenstoffs liegen, was zu dem geringen Anteil an C in 

allen Biomassen passt. Den kleinsten Anteil an via C verknüpften Einheiten besitzt SL, was an 

dem hohen Anteil an S-Einheiten liegen könnte, die in beiden ortho-Positionen eine Me-

thoxygruppe besitzen, sodass diese keine 5-5- oder β-5-Kohlenstoffbindungen eingehen kön-

nen.79 Daneben besitzt auch BL einen ähnlich hohen Anteil an S-Einheiten wie SL, was sich 

wiederum im Anteil von C wiederspiegelt, der für beide Lignine in derselben Größenordnung 

liegt. 

Spirodienon-Strukturen (D) werden nur in PL2 detektiert mit (4,0 ± 0,1) Einheiten pro 100 Aro-

maten, was ebenfalls gut mit Literaturdaten übereinstimmt.71 Zwar wurde D bereits in Spuren 

in Ligninen aus den weiteren untersuchten Biomassen beobachtet, allerdings gibt es ebenfalls 

Studien die keine Hinweise auf diese Unterstruktur finden.138, 139, 185 Zimtalkohol-Endgruppen 

(ZA) finden sich in allen untersuchten Ligninen, während p-Coumarat (pCA) und Tricin (T) nur 

in ML2 und WL vorkommen. Der sehr hohe Anteil an pCA in ML2 führt zu einem sehr ausge-

dehnten System an konjugierten Doppelbindungen, was die hohe Absorption bei 

350 – 370 nm im UV-Vis-Spektrum erklärt (Kapitel 5.3). Auch WL hat in diesem Wellenlängen-

bereich eine leichte Schulter gezeigt, was diese Vermutung stützt. 
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Tabelle 5-2: Anteile der Monolignole (S, G, H) sowie der am häufigsten vorkommenden Bindungstypen (A, B, C, 
D) und Substrukturen (ZA, pCA, T) in Ligninen aus verschiedenen Biomassen, angegeben als Mittelwert ± Stan-
dardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

 ML2 SL WL PL2 BL 

Monolignole [%] 

S 44,9 ± 0,4 62,7 ± 0,3 45,1 ± 0,7 43,8 ± 1,1 65,8 ± 0,1 

G 48,0 ± 0,2 34,0 ± 0,5 46,9 ± 0,6 53,1 ± 1,2 34,2 ± 0,1 

H 7,1 ± 0,4 3,2 ± 0,3 8,0 ± 0,2 3,1 ± 0,3 - 

Monolignolverhältnisse [-] 

S/G 0,94 ± 0,01 1,84 ± 0,04 0,96 ± 0,03 0,83 ± 0,04 1,92 ± 0,01 

H/G 0,15 ± 0,01 0,10 ± 0,01 0,17 ± 0,00 0,06 ± 0,01 - 

Bindungstypen & Substrukturen [Anzahl pro 100 Aromaten (S + G + H)] 

A 25,1 ± 1,0 37,2 ± 1,0 23,5 ± 0,4 31,3 ± 1,1 35,5 ± 0,2 

B 2,6 ± 0,1 10,0 ± 0,5 3,3 ± 0,1 24,8 ± 1,3 10,7 ± 0,1 

C 5,6 ± 0,5 3,6 ± 0,4 5,6 ± 0,1 6,8 ± 0,1 4,3 ± 0,2 

D - - - 4,0 ± 0,1 - 

pCA 27,1 ± 2,0 - 5,5 ± 0,2 - - 

T 0,7 ± 0,2 - 8,3 ± 0,1 - - 

ZA 8,2 ± 0,1 4,4 ± 0,2 5,3 ± 0,3 3,8 ± 0,0 2,1 ± 0,1 

Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) [%] 

 24,7 ± 1,6 26,8 ± 0,9 27,5 ± 0,6 53,2 ± 0,7 29,7 ± 0,3 

S: Syringol; G: Guajakol; H: p-Hydroxyphenyl; A: β-Aryl-Ether; B: Resinol; C: Phenylcoumaran; D: Spirodienon; 

ZA: Zimtalkohol; pCA: p-Coumarat; T: Tricin 

Die Ergebnisse der HSQC NMR stimmen gut mit denen der UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie aus 

Kapitel 5.3 überein: ML2 und WL konnten bereits mit FTIR- und UV-Vis-Spektroskopie als HGS-

Lignine identifiziert werden, während SL und PL2 nur Spuren an H-Einheiten besitzen, die erst 

mit der HSQC NMR detektiert werden konnten. BL besteht als einziges Lignin nur aus G- und 

S-Einheiten. Außerdem ließ sich aus den FTIR-Spektren ableiten, dass PL2 den höchsten Gehalt 

an G-Einheiten der hier untersuchten Lignine besitzt, was ebenfalls durch die HSQC NMR be-

stätigt wurde. Auch die variierenden Anteile der Bindungen passen zu Literaturangaben und 

lassen sich zum Teil mit den unterschiedlichen Monolignolanteilen erklären: je mehr S-Einhei-

ten im Lignin vorhanden sind, desto mehr A und desto weniger C liegt vor. SL ist im Rahmen 

dieser Arbeit zum ersten Mal isoliert und charakterisiert worden: seine Monolignolzusammen-

setzung ähnelt am ehesten der von BL, und auch die Art der detektierten Bindungstypen und 

Substrukturen passt zu den beiden Laubholzligninen PL2 und BL. Betrachtet man nur die Zu-

sammensetzung der Biomassen (Kapitel 5.1), so schien die Silphie mit ihrem Ligningehalt eher 

Miscanthus und Weizenstroh zu ähneln. 

Überdies geben die HSQC-Spektren nicht nur Aufschluss über die Monolignole, Bindungstypen 

und Substrukturen, sondern können auch Hinweise auf Verunreinigungen wie Cellulose oder 

Hemicellulosen liefern. Da im Gegensatz zu den meisten Literaturdaten keine Signale dieser 

Komponenten gefunden wurden, bestätigt dies die hohe Reinheit der Lignine aus dem genutz-

ten unkatalysierten Organosolv-Prozess. El Hage et al. detektierten beispielsweise geringe 

Mengen an Kohlenhydraten in EtOH-OSL aus Miscanthus via 13C-NMR63, 174, während Vander-

ghem et al. sogar bis zu 14 % Rest-Kohlenhydrate in Miscanthus-Lignin aus einer Ammoniak-

Vorbehandlung186 fanden. Des Weiteren lieferten die Aufschlüsse in dreifacher Wiederholung 

vergleichbare Ergebnisse, wie die Standardabweichungen der Monolignole, Bindungen und 
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Substrukturen in Tabelle 5-2 zeigen, was erneut die gute Reproduzierbarkeit des Prozesses 

bestätigt. 

5.5 Methoxy- und Ethoxygehalt 
Zur Bestimmung des Gehalts an Methoxy- und Ethoxygruppen im Lignin wurde eine Head-

space-Gaschromatographie-Massenspektrometrie- (HS-GC-MS) Methode verwendet.140, 187 

Dabei wird Iodwasserstoff zur Spaltung eben dieser Gruppen genutzt, gefolgt von der Quanti-

fizierung von Methyl- und Ethyliodid mithilfe eines Standards. Auf diese Weise können einige 

Nachteile der klassischen Iodometrie, wie die komplexe und aufwändige Probenvorbereitung, 

sowie der Standard-GC-Analyse mit ihrer großen Varianz bei der Probenahme aufgrund der 

hohen Flüchtigkeit des Methyliodids umgangen werden.82 Sumerskii et al. haben die neue Me-

thode mit verschiedenen Lignintypen validiert und mit der klassischen Zeisel–Vieböck–

Schwappach-Methode verglichen: die HS-GC-Methode zeigt eine höhere Präzision und Genau-

igkeit, sowie eine verbesserte Selektivität.140 Außerdem ist ein höherer Probendurchsatz mög-

lich, was die Analyse von bis zu 40 Proben am Tag ermöglicht. Die mit dieser Methode ermit-

telten Ergebnisse sind in Tabelle 5-3 dargestellt und liegen in einem ähnlichen Bereich wie die 

von Sumerskii et al. ermittelten Werte für verschiedene Lignine, die für OSL einen Methoxyge-

halt von 3,78 mmol g-1 und einen Ethoxygehalt von 1,45 mmol g-1 bestimmten.140 Während 

Methoxygruppen in der nativen Ligninstruktur vorkommen, entstehen Ethoxygruppen meist 

erst durch den Aufschluss und weitere Aufarbeitungsschritte bzw. Modifizierungen. Da in die-

ser Arbeit ein EtOH-Organosolv-Aufschluss zur Ligningewinnung genutzt wird, ist eine Ethoxy-

lierung der OSL wahrscheinlich, und konnte neben den mittels HS-GC-MS gemessenen 

Ethoxygehalten ebenfalls mithilfe der HSQC NMR nachgewiesen werden (siehe Kapitel 5.4). 

Tabelle 5-3: Ergebnisse der Bestimmung des Methoxy- und Ethoxygehaltes mittels HS-GC-MS der Lignine aus 
verschiedenen Biomassen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung der Dreifachbestimmung eines OSL. 

 Methoxy (-OCH3) 
[mmol g-1] 

Ethoxy (-OCH2CH3) 
[mmol g-1] 

ML2 2,93 ± 0,11 0,32 ± 0,04 

SL 5,49 ± 0,35 0,71 ± 0,14 

WL 3,54 ± 0,16 0,35 ± 0,04 

PL2 5,10 ± 0,33 0,65 ± 0,12 

BL 5,20 ± 0,21 0,55 ± 0,06 

In anderen Studien wurde ebenfalls die Methode von Sumerskii et al. zur Bestimmung der 

Methoxygruppen verwendet, allerdings bisher nicht für OSL. Dort finden sich für MWL Werte 

zwischen 1,25 – 6,3 mmol g-1, für Lignosulfonate liegen sie zwischen 1,63 – 5,59 mmol g-1 und 

für KL ist der Methoxygehalt am höchsten mit 4,22 – 6,3 mmol g-1.188–191 

Von den hier untersuchten OSL besitzt SL den höchsten Gehalt an Methoxygruppen mit (5,49 ± 

0,35) mmol g-1, gefolgt von BL mit (5,20 ± 0,21) mmol g-1. Beide besitzen mit über 60 % einen 

hohen Gehalt an S-Einheiten mit jeweils zwei Methoxygruppen am Aromaten und wenn über-

haupt nur Spuren an H-Einheiten. Der geringste Gehalt an Methoxygruppen mit (2,93 ± 

0,11) mmol g-1 findet sich in ML2, welches einen niedrigeren Gehalt an S- und einen höheren 

Gehalt an H-Einheiten besitzt, die keine Methoxygruppen am aromatischen Ring aufweisen. 

Der deutlich höhere Methoxygehalt in PL2 als in WL lässt sich hingegen nicht eindeutig mit 

dem Gehalt an S-Einheiten erklären, da WL deutlich mehr davon besitzt als PL2, allerdings 
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auch 8,0 % an H-Einheiten. Neben einem hohen Gehalt an S-Einheiten könnten auch Me-

thoxygruppen an den α- oder β-Kohlenstoffatomen anstelle aliphatischer Hydroxygruppen für 

den höheren Methoxygehalt verantwortlich sein. Eine Unterscheidung zwischen aromati-

schen und aliphatischen Methoxygruppen ist mit der verwendeten Methode allerdings nicht 

möglich und auch mit anderen Verfahren wie der NMR-Spektroskopie schwierig, da Lignine 

dort aufgrund der verschiedenen chemischen Umgebungen der einzelnen Gruppen breite Sig-

nale aufweisen. Eine weitere mögliche Erklärung könnte sein, dass es sich bei der HSQC NMR 

um eine Relativmethode handelt, während die Methoxygruppen als Absolutwerte bestimmt 

werden. 

Insgesamt lassen sich dennoch wieder zwei Gruppen unterscheiden, sowohl beim Methoxy- 

als auch beim Ethoxygehalt: die beiden Graslignine ML2 und WL mit einem signifikanten Anteil 

an H-Einheiten besitzen einen geringeren Gehalt beider Gruppen als die Holzlignine PL2 und 

BL. SL lässt sich anhand seiner Struktur wieder eher den Holz- als den Grasligninen zuordnen, 

wie schon in Kapitel 5.4 diskutiert wurde. 

5.6 Molmassenverteilung 
Die gebräuchlichste Methode zur Untersuchung der Molmassenverteilung von Polymeren ist 

die GPC. Dabei handelt es sich um eine Relativmethode, bei der das Molekulargewicht der 

Lignine gegen einen Standard mit definierter Molmassenverteilung ermittelt wird. Ein Nach-

teil dabei ist das Fehlen von geeigneten Ligninstandards. Des Weiteren hängt die ermittelte 

Molmasse stark von den Messbedingungen ab (u. a. verwendete Säulen, Eluent, Detektor, Ka-

librierstandards, Auswertung).89, 161 Um den Einfluss dieser Parameter auf die Ergebnisse der 

Molmassenbestimmung verschiedener Lignine zu untersuchen, haben Constant et al. sechs 

technische Lignine mit je neun verschiedenen GPC-Methoden untersucht und die Säule 

(selbst-gepackt, kommerziell), den Eluenten (NaOH, THF, Hexafluoroisopropanol (HFIP)) und, 

abhängig vom genutzten System, die Kalibrationsstandards (Polystyrol, Natrium-Polystyrolsul-

fonat, PMMA) variiert.139 Aufgrund der Ergebnisse werden kommerzielle Säulen empfohlen, 

da diese reproduzierbare Ergebnisse liefern, sowie die Kombination mehrerer Säulen, was die 

Trennleistung verbessert. Daneben bietet NaOH als Eluent im Gegensatz zu THF den Vorteil, 

dass zum Lösen der Lignine keine Derivatisierung nötig ist. Mit HFIP können sowohl acetylierte 

als auch unmodifizierte Lignine mit ansonsten gleicher Methode verglichen werden: dabei 

wäre anzunehmen, dass die Molmasse aufgrund der Acetylierung steigt, dieser Trend ließ sich 

in den Ergebnissen jedoch nicht eindeutig beobachten. Dies könnte daran liegen, dass ver-

schiedene Hydroxygruppen unterschiedlich acetyliert werden, oder dass HFIP nicht komplett 

inert gegenüber den (acetylierten) Ligninen ist. All diese Aspekte spielen also bei der Bestim-

mung der Molmassenverteilung eine Rolle, weshalb es nicht ohne weiteres möglich ist, die 

hier ermittelten Daten mit Absolutwerten aus der Literatur zu vergleichen, vielmehr können 

Trends erkannt und diskutiert werden. 

Die aus der Molmassenverteilung ermittelten Werte für Mn, Mw und den PDI der Lignine aus 

verschiedenen Biomassen sind in Abbildung 5-9 und Tabelle 5-4 gegenübergestellt. Die Ergeb-

nisse zeigen, dass ML2 jeweils die niedrigsten Werte für alle drei Parameter aufweist, gefolgt 

von SL und WL, die sich nur in ihrem Mn unterscheiden. Die beiden Holzlignine PL2 und BL 

unterscheiden sich ebenfalls nur in ihrem Mn und besitzen jeweils die höchsten Molmassen. 

Beim PDI unterscheidet sich nur ML2 signifikant von den anderen vier Ligninen. 
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Abbildung 5-9: Massenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus verschiedenen Bio-

massen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

In der oben bereits erwähnten Studie von Constant et al. wurde unter anderem auch EtOH-

OSL aus Weizenstroh mit verschiedenen GPC-Methoden untersucht und eignet sich daher gut 

für einen Vergleich mit dem in dieser Arbeit isolierten WL. Die Messungen in NaOH ergaben 

Werte für Mw im Bereich von 1720 – 2700 g mol-1 sowie für Mn im Bereich von 

400 – 1160 g mol-1, während in THF deutlich kleinere Werte ermittelt wurden (Mw = 590 – 

1820 g mol-1; Mn = 230 – 890 g mol-1). Der PDI schwankte allerdings bei den Messungen in 

NaOH (1,7 – 6,2) deutlich stärker als bei jenen in THF (2,0 – 2,6).139 Das für WL ermittelte Mw 

von (2788 ± 83) g mol-1 ist etwas höher, Mn (840 ± 10 g mol-1) und PDI (3,32 ± 0,06) liegen je-

doch im Bereich der Literaturangaben. Die Unterschiede können neben den unterschiedlichen 

Methoden zudem auch an den leicht variierenden Aufschlussbedingungen der OSL liegen. Ein 

in der Literatur oft untersuchtes OSL aus Weizenstroh ist BioligninTM, welches von CIMV über 

einen Aufschluss in organischen Säuren isoliert wird. Je nach Messbedingungen findet sich 

auch hier ein großer Bereich an Vergleichsdaten, je nachdem ob in NaOH (Mw = 11143 g mol-1; 

Mn = 1051 g mol-1; PDI = 10,6)109, in THF nach Acetylierung (Mw = 31890 g mol-1; 

Mn = 1660 g mol-1; PDI = 19,2)178, oder in THF nach Behandlung mit Acetylbromid 

(Mw = 4600 g mol-1, Mn = 920 g mol-1, PDI = 5,0)180 gemessen wird. 

Für EtOH-OSL aus Miscanthus liegen Literaturwerte für Mw im Bereich von 1300 – 2720 g mol-1 

und für den PDI zwischen 1,64 – 2,03.62, 68, 192 Diese wurden jedoch alle in THF als Eluent gegen 

Polystyrol ermittelt (teilweise nach Acetylierung), was die geringeren Absolutwerte erklären 

könnte. SL liefert von den gras- bzw. krautartigen Ligninen das höchste Molekulargewicht so-

wie den höchsten PDI. Literaturdaten zur Molekulargewichtsverteilung von Lignin aus Silphie 

liegen bisher nicht vor, sodass eine Einordnung schwierig ist. Bei den Strukturuntersuchungen 

in den Kapiteln 5.3, 5.4 und 5.5 zeigt sich, dass SL in seinen Eigenschaften eher den Holzligni-

nen ähnelt, die allerdings noch höhere Molekulargewichte zeigen. Für OSL aus Paulownia 

konnte lediglich ein Referenzwert gefunden werden, allerdings handelt es sich dabei um ein 

Formosolv-Lignin mit einem deutlich höheren Molekulargewicht (Mw = 44459 g mol-1; 

Mn = 3589 g mol-1; PDI = 12,4)71 im Vergleich mit PL2. Die Gründe hierfür könnten zum einen 

die abweichende GPC-Methode (Dimethylformamid mit 0,1% Lithiumbromid als Eluent), zum 

anderen der Aufschlussprozess sein. Wie bereits die Literaturdaten für WL gezeigt haben, 

scheint ein Aufschluss in organischen Säuren zu höheren Molekulargewichten zu führen (siehe 

Vergleich von WL mit BioligninTM). BL besitzt ein ähnlich hohes Molekulargewicht wie PL2. Hier 
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gibt es wieder einen großen Bereich an Literaturwerten für EtOH-OSL aus Buche: für Mw finden 

sich Werte im Bereich von 1502 – 4303 g mol-1, das Mn liegt zwischen 558 – 1368 g mol-1 und 

der PDI bei 2,69 – 3,14 gemessen in THF ohne Acetylierung der Lignine184, 193, während in 

DMSO mit 0,075 M NaNO3 höhere Molmassen (Mw = 4256 g mol-1; Mn = 2198 g mol-1), aber 

ein geringerer PDI (1,80)74 beschrieben wird. Obwohl die Absolutwerte der Molmassen also 

stark von der verwendeten GPC-Methode abhängen, liegen die hier ermittelten Werte in einer 

realistischen Größenordnung. Des Weiteren zeigen alle drei Wiederholungen des Aufschluss-

prozesses vergleichbare Molekulargewichte, was erneut hervorhebt, dass der Isolationspro-

zess zu reproduzierbaren und zuverlässigen Ergebnissen führt. 

Tabelle 5-4: Molmassenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus verschiedenen Bio-
massen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschie-
dene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten (einfaktorielle ANOVA; 
p < 0,05; n = 3). 

 Mn (g mol-1) Mw (g mol-1) PDI [-] 

ML2 710 ± 10 (a) 1792 ± 65  (a) 2,53 ± 0,06 (a) 

SL 868 ± 10 (c) 2876 ± 121 (b) 3,31 ± 0,06 (b) 

WL 840 ± 10 (b) 2788 ± 83 (b) 3,32 ± 0,06 (b) 

PL2 973 ± 11 (d) 3361 ± 193 (c) 3,45 ± 0,17 (b) 

BL 1012 ± 4 (e) 3398 ± 117 (c) 3,36 ± 0,13 (b) 

Neben den aus der Molekulargewichtsverteilung berechneten Mittelwerten ist auch die Ver-

teilung selbst interessant: in Abbildung 5-10 sind die Molmassenverteilungen der verschiede-

nen Lignine zu sehen. Alle besitzen im Bereich von 325 – 365 g mol-1 ein erstes Maximum, was 

für einen hohen Gehalt an kleinen Molekülen wie Dimeren spricht. ML2 hat jedoch als einziges 

Lignin eine deutlich bimodale Verteilung mit dem höchsten Massenanteil an Molekülen mit 

einem Molekulargewicht < 1000 g mol-1. Ein zweiter, deutlich breiterer Peak liegt für ML2, SL 

und WL bei 1230 – 1240 g mol-1, zudem besitzt ML2 noch eine leichte Schulter bei 

600 – 650 g mol-1. BL und PL2 besitzen ihr Maximum bei höheren Molmassen zwischen 1490 – 

1645 g mol-1. Daneben besitzt WL als einziges der Lignine noch einen kleinen, sehr breiten 

Peak bei ca. 28 100 g mol-1.  

Insgesamt unterscheidet sich das Mn aller Lignine signifikant voneinander, während beim Mw 

zumindest drei Gruppen (ML2; SL & WL; BL & PL2) identifiziert werden können. Der PDI ist für 

ML2 am niedrigsten, für die anderen vier Lignine liegt er dagegen in derselben Größenord-

nung. Zusammenfassend lässt sich also festhalten, dass sich die Holzlignine anhand ihrer Mo-

lekulargewichte wieder gut von den Gras- und Krautligninen abgrenzen lassen, während es 

innerhalb der letzteren deutlichere Unterschiede gibt. SL ähnelt in seiner Molmassenvertei-

lung am ehesten WL, und nicht wie bei der strukturellen Charakterisierung in Kapitel 5.4 und 

Kapitel 5.5 beobachtet den Holzligninen. 
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Abbildung 5-10: Molmassenverteilungen der Lignine aus verschiedenen Biomassen. 

5.7 Antioxidanz und Phenolgehalt 
Zur Bestimmung der antioxidativen Eigenschaften existiert eine Vielzahl verschiedener Me-

thoden (siehe Kapitel 2.2.4). Hier werden die vier meistgenutzten Assays zur Untersuchung 

von Lignin verwendet: dabei wird mit dem DPPH-, ABTS- und FRAP-Assay die Trolox equivalent 

antioxidant capacity (TEAC) bestimmt, sowie mit dem FC-Assay der Gesamtphenolgehalt (to-

tal phenol content, TPC). Die Ergebnisse sind in Abbildung 5-11 dargestellt, die zugehörigen 

Rohdaten finden sich in Tabelle A 4 im Anhang. 

Für den DPPH- und ABTS-Assay wird jeweils vor der Berechnung des TEAC-Wertes die Aktivität 

als Radikalfänger (radical scavenging activity, RSA) bestimmt (siehe Tabelle A 5). Dieser Wert 

kann hilfreich sein, um Lignine miteinander zu vergleichen, aber nur so lange wie die Konzen-

tration der Proben und die Messbedingungen identisch sind.123 Aus diesem Grund findet sich 

in der Literatur eine große Spannweite an RSA-Werten, abhängig von der Art der Biomasse 

und/oder dem Isolationsprozess: für ML2 liegen Vergleichswerte zwischen 20 – 78 %66, 179, für 

WL bei 10 – 87 %105, 145, sowie 5 – 64 % für BL141, 194 für den DPPH-Assay. Eine andere Auswer-

temethode ist die Berechnung des IC50-Wertes, die allerdings deutlich zeitaufwendiger ist, da 

von jeder Ligninprobe eine Konzentrationsreihe vermessen werden muss, um die benötigte 

Konzentration zu bestimmen, bei der 50 % des jeweiliges Radikals abgefangen wird.104 In die-

ser Arbeit wird daher Trolox als Standard zur Aufnahme einer Kalibrationsgeraden verwendet, 

die für alle Lignine genutzt werden kann. Dies ist zeitsparend, wenn viele Proben wiederholt 

vermessen werden sollen, da nicht mit jedem Lignin eine eigene Kalibrationsreihe angesetzt 

werden muss. Die Kalibration mit Trolox ist das Standardverfahren für den ABTS-Assay194, 

funktioniert aber genauso gut für den DPPH- und FRAP-Assay.123 Es gibt nur eine weitere Stu-

die, die diese drei Assays mit Trolox als Standard zur Charakterisierung von Ligninen verwen-

det hat: Sun et al. nutzten einen steam explosion Prozess, gefolgt von einem alkalisch-ethano-

lischen Aufschluss um Lignin aus Bambus zu extrahieren, und ermittelten TEAC-Werte von 

0,282 – 0,447 µmol TE mg-1 Lignin für den DPPH-, 1,485 – 2,273 µmol TE mg-1 Lignin für den 

ABTS- und 0,579 – 0,767 µmol TE mg-1 Lignin für den FRAP-Assay.195 Gong et al. untersuchten 

Essigsäure-Lignin und MWL aus Bambus und ermittelten TEAC-Werte von 0,265 – 

0,633 µmol TE mg-1 Lignin für den DPPH- sowie 0,819 – 1,441 µmol TE mg-1 Lignin für den 

ABTS-Assay.196 Diese Werte sind leicht höher als die in dieser Arbeit ermittelten Werte, was 
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sich durch Unterschiede in der verwendeten Biomasse und im Aufschlussprozess erklären 

lässt, aber auch mit variierenden Messbedingungen und Umwelteinflüssen bei den Assays. 

a) DPPH 

 

b) ABTS 

 

c) FRAP 

 

d) FC 

 

Abbildung 5-11: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Lignine aus verschiedenen Biomassen, angegeben als 
Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschiedene Buchstaben stehen 

für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten innerhalb eines Assays (einfaktorielle ANOVA; 
p < 0,05; n = 3). 

Bei ML2 handelt es sich wie bei WL um ein Graslignin, allerdings ähnelt es eher den Holzligni-

nen und lässt sich in allen Assays nicht von PL2 unterscheiden. Für PL2 ebenso wie für SL exis-

tieren bisher allerdings noch keine Vergleichsdaten in der Literatur, beide wurden in dieser 

Arbeit zum ersten Mal in Hinblick auf ihre antioxidativen Eigenschaften charakterisiert. Da es 

sich bei PL2 genauso wie bei BL um ein Hartholzlignin handelt, werden ähnliche Ergebnisse für 

beide erwartet: im DPPH- und FRAP-Assay zeigen sie keinen signifikanten Unterschied, im 

ABTS- und FC-Assay dagegen schon. SL ähnelt am ehesten WL: beide sind nur im FRAP- und 

FC-Assay zu unterscheiden, während es im DPPH- und ABTS-Assay keine signifikanten Unter-

schiede gibt. Damit zeigt sich für die antioxidative Kapazität ein etwas anderer Trend, als in 

den vorherigen Kapiteln beobachtet: während bei den Strukturuntersuchungen sowie dem 

Molekulargewicht SL eher den Holz- als den Grasligninen ähnelte, ist es hier ML2, welches 

abweicht. 

Vergleicht man die Absolutwerte, die mit den verschiedenen Assays ermittelt wurden, sind 

diese für den ABTS-Assay am höchsten und für den DPPH-Assay am geringsten, was nicht nur 
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für Lignine sondern auch für Früchte197, Gemüse198 oder Öle199 üblich ist. Der Grund dafür ist 

die höhere Sensitivität des ABTS-Assays.123 Die TPC-Werte stimmen ebenfalls mit Literaturda-

ten überein, wo Angaben zwischen 15,6 – 32,3 % für OSL gemacht werden.107, 200 Neben dem 

Vergleich der Absolutwerte werden Standard-Scores (Abbildung 5-12) berechnet, die per De-

finition einen Mittelwert von 0 und eine Standardabweichung von 1 besitzen. Auf diese Weise 

erhält man einen einheitenlosen Wert, wodurch die Ergebnisse der verschiedenen Assays für 

jede einzelne Biomassen besser verglichen und beurteilt werden können. WL und SL zeigen 

fast ausschließlich negative Standard-Scores, während PL2 und BL nur positive Standard-

Scores besitzen. Durch diese Darstellung werden außerdem die Unterschiede und Gemein-

samkeiten der vier Assays besser ersichtlich: FRAP- und FC-Assay zeigen für alle Lignine die 

gleichen Tendenzen, während es gerade für BL und SL große Unterschiede zwischen dem 

DPPH- und den anderen drei Assays gibt. Diese Zusammenhänge spiegeln auch gut die Korre-

lationen zwischen den verschiedenen Assays wider, wenn alle Lignine, die in dieser Arbeit un-

tersucht wurden, betrachtet werden (Tabelle A 6 im Anhang). Das höchste R² findet sich zwi-

schen dem FRAP- und FC-Assay (R² = 0,944), während auch der ABTS-Assay gut mit dem FRAP- 

(R² = 0,763) und FC-Assay (R² = 0,757) korreliert. Der DPPH-Assay zeigt dagegen nur schwache 

Zusammenhänge mit dem FRAP- (R² = 0,447), FC- (R² = 0,440) and ABTS-Assay (R² = 0,326). 

Des Weiteren besitzt der DPPH-Assay den höchsten Variationskoeffizienten (CV) von 5,30 % 

(Vgl. Tabelle A 1 im Anhang) und ist am wenigsten selektiv, da er, wie Abbildung 5-11 zu ent-

nehmen ist, nicht zwischen den fünf OSL unterscheiden kann. Mit dem FRAP-Assay 

(CV = 0,74 %) kann nur SL von den restlichen vier OSL unterschieden werden, während mit 

dem ABTS- (CV = 0,25 %) und FC-Assay (CV = 1,14 %) sogar drei verschiedene Gruppen identi-

fiziert werden können. 

Durch die Mittelung aller Assays mithilfe des relativen Index der antioxidativen Kapazität (re-

lative antioxidant capacity index, RACI) (Abbildung 5-13) können zwei Gruppen unterschieden 

werden: PL2, BL und ML2 zeigen eine höhere antioxidative Kapazität als SL und WL. Obwohl 

es sich bei ML2 um ein Graslignin handelt, wird hier noch mal deutlich, dass es in seiner anti-

oxidativen Kapazität eher mit den Holzligninen vergleichbar ist. Da es sich bei dem RACI um 

einen Durchschnittswert handelt, stellt er keine spezifische antioxidative Eigenschaft dar, son-

dern nur ein Ranking.143 Wenn es darum geht, die verschiedenen Mechanismen zu unter-

 
Abbildung 5-12: Vergleich der Standard-Scores der 
Lignine aus verschiedenen Biomassen mit vier ver-

schiedenen Assays, angegeben als Mittelwert ± Stan-
dardabweichung des dreifachen Organosolv-Auf-

schlusses. 

 
Abbildung 5-13:  Relativer Index der antioxidativen 
Kapazität (relative antioxidant capacity index, RACI) 
der Lignine aus verschiedenen Biomassen, angege-
ben als Mittelwert ± Standardabweichung des drei-

fachen Organosolv-Aufschlusses. 
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suchen, die bei der antioxidativen Wirkung der Lignine eine Rolle spielen, ist es nicht sinnvoll, 

die Ergebnisse mehrerer Assays zu einem einzigen Wert zusammenzufassen. Wenn allerdings 

ein einfacher Maßstab gebraucht wird, um ein Lignin zu identifizieren, das am geeignetsten 

für eine bestimmte Anwendung ist, z.B. als Antioxidans, kann der RACI bei der Entscheidungs-

findung hilfreich sein. Nichtsdestotrotz ist es unvermeidbar, mehrere Assays zu nutzen, um 

die unterschiedlichen Aspekte der antioxidativen Kapazität abzubilden und eine aussagekräf-

tige Einordnung der antioxidativen Wirksamkeit zu erhalten.  

5.8 Zusammenfassung 
Anhand der in diesem Kapitel dargestellten Ergebnisse konnte zunächst gezeigt werden, dass 

der genutzte katalysatorfreie Organosolv-Aufschluss zur reproduzierbaren Ligningewinnung 

geeignet ist, was einen grundlegenden Aspekt für die weitere Verwertung von Ligninen dar-

stellt. Zum ersten Mal wurden Lignine aus Silphium perfoliatum isoliert, einer Low-Input-

Pflanze, die genau wie Miscanthus für den Anbau auf EFAs im Greening geeignet ist. Die che-

mische Biomassezusammensetzung von Silphie ist ähnlich zu der der untersuchten Gräser 

Miscanthus x giganteus und Weizenstroh, die einen geringeren Ligningehalt als die Hölzer 

Paulownia tomentosa und Buche besitzen. Trotzdem ist die prozentuale Ligninausbeute für 

die gras- und krautartigen Pflanzen höher als für die Hölzer. Betrachtet man die Ligninstruktur, 

so ähnelt SL in seinem Monolignolverhältnis am ehesten BL, besitzt im Gegensatz zu BL aller-

dings ähnlich wie PL2 auch Spuren an H-Einheiten. ML2 und WL weisen einen höheren Gehalt 

an H-Einheiten auf sowie Anteile an pCA und T, die sich nur in diesen beiden Ligninen detek-

tieren lassen. Eine ähnliche Gruppierung der Lignine lässt sich auch anhand des Gehalts an 

Methoxy- und Ethoxygruppen feststellen, von denen in ML2 und WL ein geringerer Anteil vor-

handen ist als bei SL, PL2 und BL. Beim Molekulargewicht zeigt sich ein etwas anderer Trend: 

die Holzlignine PL2 und BL besitzen das höchste Mn und Mw, während SL am ehesten WL ähnelt 

und ML2 die niedrigsten Molmassen aller Lignine aufweist. Alle diese strukturellen Unter-

schiede können einen Einfluss auf die Eigenschaften der Lignine haben, wie z.B. auf die anti-

oxidative Kapazität. Diese wird mithilfe vier verschiedener Assays bestimmt, wobei PL2 und SL 

zum ersten Mal in Hinblick auf diese Eigenschaft untersucht wurden. Die Ergebnisse zeigen, 

dass die Holzlignine BL und PL2 höhere TEAC- und TPC-Werte besitzen als die gras- bzw. kraut-

artigen Lignine WL und SL. Hier stellt nun ML2 als Graslignin eine Ausnahme dar, da es mit 

seiner antioxidativen Kapazität eher den Holzligninen ähnelt. Insgesamt kann durch die Kom-

bination der vier Assays gezeigt werden, dass alle untersuchten OSL gute antioxidative Kapa-

zitäten besitzen und somit für potenzielle Anwendungen als Antioxidantien geeignet sind.
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6. Lignine aus Biomasse mit variierender Partikelgröße 
In diesem Kapitel wird untersucht, ob die Partikelgröße der für den Organosolv-Aufschluss 

verwendeten Biomasse einen Einfluss auf die Ausbeute, Struktur, Molmasse und antioxidative 

Kapazität der Lignine hat. Dafür werden sowohl Miscanthus (Gras) als auch Paulownia (Holz) 

nach dem Mahlprozess mittels Siebung in drei verschiedene Fraktionen unterteilt und diese 

jeweils drei Mal aufgeschlossen. Auf die generellen Unterschiede zwischen den Ligninen aus 

den beiden Pflanzen sowie die verwendeten Analysenmethoden wird nicht noch einmal im 

Detail eingegangen, da beides bereits in Kapitel 5 diskutiert wird. Die in Kapitel 6 vorgestellten 

Ergebnisse sind teilweise veröffentlicht in: 

Rumpf, J.; Do, X. T.; Burger, R.; Monakhova, Y. B.; Schulze, M. Extraction of High-Purity 

Lignins via Catalyst-free Organosolv Pulping from Low-Input Crops. 2020, Biomacro-

molecules 21 (5), 1929. DOI: 10.1021/acs.biomac.0c00123 

6.1 Ausbeute der Lignine 
Die Ausbeuten an Lignin angegeben in Prozent (bezogen auf den Ligningehalt der jeweiligen 

Biomasse, siehe Tabelle 5-1) sind in Abbildung 6-1 dargestellt. Alle Aufschlüsse wurden in drei-

facher Wiederholung durchgeführt und führen zu vergleichbaren Ausbeuten mit absoluten 

Fehlern zwischen 0,3 % (ML3) und 1,2 % (ML2). 

 
Abbildung 6-1: Vergleich der Ligninausbeute beim Organosolv-Aufschluss von Miscanthus und Paulownia mit 
variierender Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Auf-
schlusses. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten (einfak-

torielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

Bei den Ligninen aus Miscanthus kann kein signifikanter Unterschied zwischen den Ausbeuten 

aus verschiedenen Partikelgrößen der Biomassen festgestellt werden, diese liegen zwischen 

(14,2 ± 0,3) % für ML3 und (15,3 ± 1,2) % für ML2. Die Ligninausbeute des Organosolv-Auf-

schlusses von Paulownia liegt für die mittlere Fraktionen PL2 mit (11,7 ± 0,5) % signifikant 

niedriger und für die kleinste Fraktion PL3 mit (17,0 ± 0,9) % deutlich höher als die der MLs. 

Ein eindeutiger Trend zwischen Partikelgröße der Biomasse und der Ligninausbeute kann nicht 

festgestellt werden und auch in der Literatur finden sich nicht immer klare Zusammenhänge. 

Im Allgemeinen führt eine kleinere Partikelgröße zu einer Zunahme der spezifischen  

Oberfläche und damit zu einer kürzeren Strecke für den Stofftransport162, 201, was allerdings 
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hier nur für Paulownia, und nicht für Miscanthus beobachtet werden kann. Vergleichsdaten 

für Paulownia lassen sich nicht finden, allerdings gibt es Studien mit Buchenholz, bei dem es 

sich ebenfalls um ein Laubholz handelt. Zhou et al. untersuchten den Effekt der Partikelgröße 

bei der fast pyrolysis von Buchenholz und konnten die Ausbeute von 5 % für 14 mm auf 12 % 

für 0,3 mm erhöhen.164 Hundt et al. untersuchten ebenfalls Buchenholz mit variierender Par-

tikelgröße (0,1 – 1 mm; 2 – 4 mm; 4 – 6,3 mm), nutzten allerdings einen alkalischen Polyol-

Aufschluss.202 Zwar wurde nicht explizit die Ligninausbeute bestimmt, sondern nur der Lignin-

gehalt des Zellstoffs nach dem Aufschluss, allerdings mit einem gegenläufigen Trend: je größer 

die verwendete Partikelgröße, desto geringer der Restligningehalt, sprich desto mehr Lignin 

konnte aus den Fasern gelöst werden. Der Einfluss der Partikelgröße (< 10 mm; < 4 mm; 

< 0,5 mm) auf den EtOH-Organosolv-Aufschluss von grasartigen Pflanzen, hier Weizenstroh, 

wurde von Wildschut et al. untersucht, allerdings ebenfalls ohne einen eindeutigen Trend.159 

Insgesamt ist der Einfluss der Partikelgröße schwierig einzuordnen, vor allem bei Angaben von 

„kleiner als“, da diese unspezifisch sind und sich die Größenverteilung innerhalb der Fraktion 

trotzdem unterscheiden kann.203 Bei der Zerkleinerung spielen vor allem die gewählte Mühle 

und die Art der Biomasse eine Rolle, sodass bei Miscanthus und Paulownia trotz gleicher Sieb-

fraktion eine unterschiedliche Verteilung nicht ausgeschlossen werden kann. Neben einem 

möglichen Einfluss der Partikelgröße auf die Ausbeute lässt sich zudem ein Einfluss auf die 

Ligninstruktur (Kapitel 6.2 und Kapitel 6.3) sowie auf die Molmasse (Kapitel 6.5) feststellen, 

wie im Folgenden diskutiert wird. 

6.2 Qualitative Strukturuntersuchung 
Die UV-Vis-Spektren der Lignine aus Miscanthus (Abbildung 6-2) und Paulownia (Abbildung 

6-3) mit variierender Partikelgröße sind sich sehr ähnlich und zeigen keine deutlichen Unter-

schiede. 

 
Abbildung 6-2: UV-Vis Spektren der Lignine aus Mis-
canthus mit variierender Partikelgröße, gemessen in 

NaOH (0,1 M) mit einer Konzentration von 
50 µg mL-1 in 1 cm Quarzglasküvetten. 

 
Abbildung 6-3: UV-Vis Spektren der Lignine aus 

Paulownia mit variierender Partikelgröße, gemessen 
in NaOH (0,1 M) mit einer Konzentration von 

50 µg mL-1 in 1 cm Quarzglasküvetten. 

Bei den MLs sind jeweils zwei Peaks (223 – 224 nm; 286 – 288 nm) und zwei Schultern (231 – 

243 nm; 350 – 370 nm) vorhanden, während die PLs jeweils zwei Peaks (221 – 222 nm; 

276 – 280 nm) und eine Schulter (232 – 243 nm) zeigen. Die grundsätzlichen Unterschiede 

zwischen den Biomassen sind also erkennbar, wie der Shift der unkonjugierten phenolischen  
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Gruppen von 286 – 288 nm (ML) zu 276 – 280 nm (PL) und die zusätzliche Schulter bei 

330 – 331 nm bei den MLs, ein Einfluss der Partikelgröße auf die Struktur lässt sich mit der UV-

Vis-Spektroskopie allerdings nicht beobachten. 

 
Abbildung 6-4: FTIR-Spektren der Lignine aus Paulownia mit variierender Partikelgröße. Signale, die sich einer 
bestimmten Monolignoleinheit zuordnen lassen, entsprechen derselben Farbe wie in Abbildung 5-3 (G: türkis; 

S: orange; H: gelb). 

Als weitere spektroskopische Methode zur qualitativen Strukturuntersuchung wurden FTIR-

Messungen durchgeführt. Eine detaillierte Zuordnung der Signale ist in Tabelle A 2 im Anhang 

zu finden. Für die MLs ist auch hier kein Unterschied bei der variierenden Partikelgröße fest-

zustellen (siehe Abbildung A 2): bei allen Ligninen sind dieselben Signale zu beobachten, le-

diglich mit geringen Intensitätsunterschieden. Anders ist es bei den PLs (siehe Abbildung 6-4): 

hier sind zwischen PL3 und den beiden größeren Siebfraktionen PL1 und PL2 Unterschiede zu 
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erkennen. Zum einen sind die Signale der G- (1512 cm-1) und vor allem der S-Einheiten 

(1602 cm-1; 1329 cm-1, 1124 cm-1) in PL3 weniger stark ausgeprägt als in den anderen beiden 

PLs, zum anderen ist die C=O Streckschwingung in konjugierten Estergruppen, die auf ein HGS-

Lignin hindeutet, bei 1164 – 1166 cm-1 in PL3 deutlicher zu erkennen, während PL1 und PL2 

nur eine leichte Schulter zeigen. Da sich dieses Signal allerdings mit der C-H Deformations-

schwingung der S-Einheiten bei 1124 cm-1 überschneidet, könnte es auch lediglich an der Ab-

nahme des S-Signals liegen, dass das HGS-Signal als ausgeprägter wahrgenommen wird. Im 

folgenden Kapitel 6.3 wird die Monolignolzusammensetzung mithilfe der HSQC NMR semi-

quantitativ bestimmt, die FTIR-Spektren geben allerdings schon einen ersten Hinweis auf eine 

andere Monolignolzusammensetzung von PL3, mit geringerem G- und S- sowie einem mög-

licherweise höherem H-Anteil. Dabei wäre jedoch nicht davon auszugehen, dass die Zunahme 

der H-Einheiten durch eine Abspaltung der Methoxygruppen am Ring der G- und S-Einheiten 

verursacht wird, sondern durch eine bessere Zugänglichkeit zu verschiedenen Pflanzenteilen 

durch den Mahlprozess, in denen sich Ligningehalt und -struktur unterscheiden können. Zino-

vyev et al. untersuchten diesen Effekt bei der Extraktion von MWL und stellten fest, dass die 

Ligninextraktion bei den Mittellamellen beginnt und mit fortschreitender Mahldauer auch aus 

der Sekundärzellwand möglich ist.188 

 
Abbildung 6-5: Hauptkomponentenanalyse der 1H-NMR-Daten der Lignine aus Miscanthus und Paulownia mit 

variierender Partikelgröße. 

Einen weiteren Hinweis auf strukturelle Unterschiede zwischen den Ligninen aus verschiede-

nen Partikelgrößen liefert die Hauptkomponentenanalyse der 1H-NMR-Daten (Abbildung 6-5). 

Es ist deutlich zu erkennen, dass sich wie zu erwarten die beiden Biomassen unterscheiden, 

aber auch, dass es innerhalb der Biomassen Unterschiede zwischen den Partikelgrößen gibt: 

die kleineren Partikelgrößen ML3 und PL3 weichen von den größeren Partikelgrößen ML1 und 
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ML2 bzw. PL1 und PL2 ab. Damit kann dieser Trend erstmals auch für die MLs beobachtet 

werden, auch wenn der Unterschied nicht so groß scheint wie bei den PLs. 

Da in der Literatur bisher Vergleichsdaten zum Einfluss der Partikelgröße auf die Ligninstruktur 

fehlen und mithilfe der in diesem Kapitel diskutierten Methoden noch keine quantifizierbaren 

Werte ermittelt werden können, werden die Ergebnisse im Kontext mit den Monolignolver-

hältnissen, Bindungen und Substrukturen in Kapitel 6.3 diskutiert. 

6.3 Monolignolverhältnisse, Bindungstypen und Substrukturen 
Nachdem mit den in Kapitel 6.2 angewandten Methoden bereits Unterschiede zwischen den 

Ligninen aus gleicher Biomasse, aber variierender Partikelgröße festgestellt werden konnten, 

sollen diese nun mithilfe der HSQC NMR quantifiziert werden. Die aus den Spektren (Abbil-

dung A 3 und Abbildung A 4 im Anhang) bestimmten Monolignolverhältnisse sind in Abbildung 

6-6 zu sehen, die ermittelten Bindungstypen und Substrukturen in Abbildung 6-7. Eine Zusam-

menfassung der Werte findet sich in Tabelle 6-1. Eine detaillierte Zuordnung der HSQC NMR 

Signale ist im Anhang in Tabelle A 3 zu finden. 

 
Abbildung 6-6: Anteil der Monolignole (siehe Abbildung 5-3) in Ligninen aus Miscanthus und Paulownia mit va-

riierender Partikelgröße. 

Die MLs bestehen aus allen drei Monolignolen, wobei das S/G-Verhältnis zwischen 

(0,94 ± 0,01) für ML2 und (0,98 ± 0,04) für ML3 variiert und gut mit Literaturdaten überein-

stimmt, wie bereits in Kapitel 5.4 diskutiert wurde. Während sich ML1 und ML2 in ihrer Zu-

sammensetzung sehr ähneln, wird in ML3 ein etwas höherer Anteil an H-Einheiten detektiert. 

Ähnliches lässt sich auch bei den PLs beobachten: in PL1 und PL2 sind nur Spuren an H-Einhei-

ten vorhanden, während PL3 mit (17,2 ± 0,4) % einen deutlich höheren Anteil dieser enthält. 

Bei beiden Biomassen nimmt für die kleinste Partikelgröße (ML3, PL3) das H/G-Verhältnis 

deutlich zu, während es sich für die größeren Partikelgrößen (ML1/ML2, PL1/PL2) nicht signi-

fikant unterscheidet. Dies bestätigt die zumindest bei den PLs beobachteten Unterschiede in 

den FTIR-Spektren. Eine Erklärung, warum diese Tendenz bei den MLs nicht zu beobachten 

war, ist die Tatsache, dass auch in ML1 und ML2 schon ein größerer Anteil an H-Einheiten 

vorhanden ist, sodass alle FTIR-Spektren das HGS-Signal zeigen. Beim S/G-Verhältnis gibt es 

keinen einheitlichen Trend: bei den drei MLs ist kein Unterschied festzustellen, während es 

für PL3 deutlich höher ist als für PL1 bzw. PL2. 

Bei den Bindungen und Substrukturen lassen sich ebenfalls Tendenzen erkennen: sowohl bei 

ML3 als auch bei PL3 wird ein etwas geringerer Anteil an Phenylcoumaran (C) detektiert als in 

ML1 und ML2 bzw. PL1 und PL2. Bei den MLs ist zudem eine geringere Anzahl an Resinolstruk-
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turen (B) bei der kleinsten Partikelgröße festzustellen, während bei den β-Aryl-Etherbindun-

gen (A) kein Trend zu sehen ist. Bei den PLs ist dies umgekehrt: mit kleinerer Partikelgröße der 

Biomasse nimmt die Anzahl an A ab bei fast konstantem Anteil an B. Spirodienon (D) findet 

sich wie erwartet nur in den PLs, unabhängig von der Partikelgröße in ähnlichen Anteilen. Ins-

gesamt ist der Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) in den PLs deutlich höher, ein 

Trend abhängig von der Partikelgröße ist allerdings nicht festzustellen. Bei den MLs dagegen 

befinden sich ML1 und ML2 erneut in der gleichen Größenordnung, während ML3 nur noch 

ca. halb so viel KUs enthält. Tricin (T) und p-Coumarat (pCA) sind nur in den MLs vorhanden, 

allerdings unabhängig von der Partikelgröße. Zimtalkohol-Endgruppen (ZA) sind in allen Ligni-

nen außer PL3 vorhanden. 

 
Abbildung 6-7: Anteil der Bindungstypen und Substrukturen (siehe Abbildung 5-5) in Ligninen aus Miscanthus 

und Paulownia mit variierender Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen 
Organosolv-Aufschlusses. 

Der Unterschied zwischen den verschiedenen Partikelgrößen ist wie schon bei der Ausbeute 

und der qualitativen Strukturuntersuchung bei den PLs deutlicher als bei den MLs zu beobach-

ten. Der größte Unterschied liegt in der Abnahme an A in PL3, was damit erklärt werden kann, 

dass das Mahlen der Partikel bereits als mechanisch-chemische Vorbehandlung betrachtet 

werden kann, durch die chemische Bindungen zwischen Lignin und Hemicellulosen, aber auch 

innerhalb der Lignine aufgebrochen werden.201, 204 Da Etherbindungen geringere Bindungsen-

thalpien besitzen als C-C Bindungen205, werden diese bei längeren Mahlzeiten folglich zuerst 

gespalten, wie bei PL3 beobachtet. 

Vergleichsdaten in der Literatur zum Einfluss der Partikelgröße auf die Ligninstruktur fehlen 

bisher. Es gibt zwar wenige Studien, die verschiedene Partikelgrößen unterschiedlicher Bio-

masse untersucht haben, allerdings liegt der Fokus meist auf dem Zellstoff bzw. der Delignifi-

zierung dessen (Vgl. Kapitel 6.1), oder dem Einfluss auf eine anschließende enzymatische Hy-

drolyse.206, 207 Daneben ist lediglich für MWL der Einfluss des Mahlprozesses auf die Lignin-

struktur relativ gut untersucht. Generell gilt MWL aufgrund der milden Aufschlussbedingun-

gen bei neutralem pH-Wert als der nativen Ligninstruktur am nächsten. Nichtsdestotrotz kann 

der Mahlvorgang strukturelle Modifikationen im Lignin wie zusätzliche Carbonyl- oder Hydro-

xygruppen, insbesondere in Harthölzern verursachen.208 Neue phenolische Hydroxygruppen 

können z.B. durch die Spaltung von β-Aryl-Etherbindungen entstehen, deren Anteil in PL3 

deutlich abgenommen hat. Daneben kann es durch die radikalische Spaltung der β-O-4-Bin-
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dungen und anschließender Rekombination der β-Radikale auch zur Bildung neuer Strukturen 

kommen, wie verschiedene Alkyl-O-Alkyl-Ether.209 In Studien konnte außerdem bereits ge-

zeigt werden, dass die β-O-4-Strukturen abhängig von Faktoren wie der Mahlgeschwindigkeit 

und -dauer sind und ihre Anzahl mit dem Fortschritt des Mahlprozesses abnimmt.210, 211 Anzu-

merken ist außerdem, dass alle diese Untersuchungen an Hölzern durchgeführt wurden. Min 

et al. ermittelten für MWL aus Hart- und Weichhölzern unterschiedliche optimalen Extrak-

tionsbedingungen212, was auch die nicht vergleichbaren Ergebnisse von Paulownia und Mis-

canthus erklärt. Zusätzlich wurden hier abhängig von der Beschaffenheit der Biomasse unter-

schiedliche Mühlen für die Zerkleinerung von Miscanthus und Paulownia gewählt, was eine 

weitere Erklärung für die Unterschiede sein könnte. 

Tabelle 6-1: Anteile der Monolignole (S, G, H) sowie der am häufigsten vorkommenden Bindungstypen (A, B, C, 
D) und Substrukturen (ZA, pCA, T) in Ligninen aus Miscanthus und Paulownia mit variierender Partikelgröße, 
angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

 ML1 ML2 ML3 PL1 PL2 PL3 

Monolignole [%] 

S 45,4 ± 0,6 44,9 ± 0,4 43,7 ± 1,0 43,9 ± 0,9 43,8 ± 1,1 41,2 ± 0,8 

G 47,0 ± 0,3 48,0 ± 0,2 44,6 ± 0,9 54,3 ± 0,9 53,1 ± 1,2 41,6 ± 1,2 

H 7,6 ± 0,3 7,1 ± 0,4 11,8 ± 0,4 1,8 ± 0,1 3,1 ± 0,3 17,2 ± 0,4 

Monolignolverhältnisse [-] 

S/G 0,97 ± 0,02 0,94 ± 0,01 0,98 ± 0,04 0,81 ± 0,03 0,83 ± 0,04 0,99 ± 0,05 

H/G 0,16 ± 0,01 0,15 ± 0,01 0,26 ± 0,01 0,03 ± 0,00 0,06 ± 0,01 0,41 ± 0,02 

Bindungen & Substrukturen [Anzahl pro 100 Aromaten (S + G + H)] 

A 26,7 ± 0,4 25,1 ± 1,0 27,4 ± 0,3 30,8 ± 1,9 31,3 ± 1,1 22,4 ± 0,7 

B 3,5 ± 0,2 2,6 ± 0,1 0,8 ± 0,0 28,6 ± 2,0 24,8 ± 1,3 25,3 ± 1,1 

C 5,2 ± 0,2 5,6 ± 0,5 3,4 ± 0,3 6,2 ± 0,6 6,8 ± 0,1 3,2 ± 0,1 

D - - - 4,6 ± 0,4 4,0 ± 0,1 4,4 ± 0,2 

ZA 8,9 ± 0,4 8,2 ± 0,1 8,6 ± 0,1 3,6 ± 0,2 3,8 ± 0,0 - 

pCA 28,0 ± 0,7 27,1 ± 2,0 29,9 ± 0,9 - - - 

T 0,7 ± 0,0 0,7 ± 0,2 1,0 ± 0,0 - - - 

Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) [%] 

 24,5 ± 0,5 24,7 ± 1,6 13,3 ± 0,8 56,1 ± 0,9 53,2 ± 0,7 59,4 ± 1,0 
S: Syringol; G: Guajakol; H: p-Hydroxyphenyl; A: β-Aryl-Ether; B: Resinol; C: Phenylcoumaran; D: Spirodienon; 

ZA: Zimtalkohol; pCA: p-Coumarat; T: Tricin 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass sich die Lignine aus Biomasse mit variierender 

Partikelgröße unterscheiden lassen, insbesondere die kleinste Partikelgrößenfraktion weicht 

von den beiden größeren ab. Sowohl ML3 als auch PL3 zeigen einen höheren Anteil an H-

Einheiten, während Unterschiede im S/G-Verhältnis und dem Anteil an A nur bei den PLs be-

obachtet werden. Um diese Zusammenhänge besser verstehen zu können, wäre es sinnvoll, 

in zukünftigen Studien nicht nur verschiedene Partikelgrößen zu vergleichen, sondern auch 

den Mahlvorgang inkl. der verwendeten Mühle selbst zu betrachten, um Zusammenhänge 

zwischen der Prozessstärke (Dauer, Temperatur) und den Änderungen in der Ligninstruktur 

besser erklären zu können.  
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6.4 Methoxy- und Ethoxygehalt 
Der Gehalt an Methoxy- und Ethoxygruppen wurde mittels HS-GC-MS untersucht, die Ergeb-

nisse sind in Tabelle 6-2 dargestellt. 

Tabelle 6-2: Ergebnisse der Bestimmung des Methoxy- und Ethoxygehaltes mittels HS-GC-MS der Lignine aus 
Miscanthus und Paulownia mit variierender Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung der 
Dreifachbestimmung eines OSL. 

 Methoxy (-OCH3) 
[mmol g-1] 

Ethoxy (-OCH2CH3) 
[mmol g-1] 

ML1 2,99 ± 0,12 0,36 ± 0,05 

ML2 2,93 ± 0,11 0,32 ± 0,04 

ML3 2,95 ± 0,14 0,29 ± 0,04 

PL1 4,94 ± 0,29 0,58 ± 0,13 

PL2 5,1 ± 0,33 0,65 ± 0,12 

PL3 5,06 ± 0,30 0,63 ± 0,08 

Grundsätzlich besitzen die MLs einen geringeren Gehalt an Methoxy- und Ethoxygruppen als 

die PLs. Bei den MLs kann eine leichte Abnahme der Ethoxygruppen beobachtet werden, je 

kleiner die Partikelgröße, für die PLs bestätigt sich diese Beobachtung allerdings nicht. Ein Zu-

sammenhang zwischen dem Anteil an Methoxygruppen und der Partikelgröße der Biomasse 

kann nicht beobachtet werden, obwohl es Unterschiede in der Monolignolzusammensetzung 

der Lignine gibt (siehe Kapitel 6.3). Dies deutet darauf hin, dass neben den aromatischen Me-

thoxygruppen der G- und S-Einheiten auch aliphatische Methoxygruppen an den α- oder β-

Kohlenstoffatomen eine Rolle spielen, die sich allerdings nicht getrennt von den aromatischen 

Methoxygruppen quantifizieren lassen, wie bereits in Kapitel 5.5 diskutiert wurde. Erneut feh-

len Literaturdaten zum Einfluss der Partikelgröße der Biomasse auf die OSL-Struktur, lediglich 

der Einfluss des Mahlprozesses bei der Gewinnung von MWL wurde bereits untersucht: Zino-

vyev et al. konnten keinen Einfluss auf den Methoxygehalt feststellen, da diese sich wie kleine 

Seitenketten verhalten und folglich bei topochemischen Prozessen wie dem Mahlvorgang 

nicht abgespalten werden.188 

6.5 Molmassenverteilung 
Die Molmassen und Polydispersitäten sind in Abbildung 6-8 grafisch dargestellt, die zugehöri-

gen Werte finden sich in Tabelle 6-3. Grundsätzlich stimmen diese in ihrer Größenordnung gut 

mit Literaturdaten überein, was bereits in Kapitel 5.6 diskutiert wurde und die PLs besitzen 

ein höheres Mn und Mw als die MLs. Während sich die MLs aus Biomasse mit variierender 

Partikelgröße nicht voneinander unterscheiden, kann bei den PLs ein Trend bezüglich Mw und 

PDI beobachtet werden: eine kleinere Partikelgröße führt zu einem höheren Mw und damit 

verbunden zu einem höheren PDI, während das Mn gleichbleibt. 
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Abbildung 6-8: Massenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus Miscanthus und 

Paulownia mit variierender Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Or-
ganosolv-Aufschlusses. 

Generell kann die Zugänglichkeit für den Aufschlussprozess durch die Partikelgröße der ver-

wendeten Biomasse beeinflusst werden: sind die Biomassen feiner vermahlen, nimmt die spe-

zifische Oberfläche zu, was eine kürzere Strecke für den Stofftransport bedeutet und so auch 

die Isolation größerer Ligninmoleküle erlaubt.201 Darüber hinaus können höhere Molekular-

gewichte durch eine Repolymerisation in fein vermahlenen Partikel verursacht werden, wie in 

verschiedenen Studien beobachtet wurde.208, 213 

Tabelle 6-3: Massenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus Miscanthus und 
Paulownia mit variierender Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Or-
ganosolv-Aufschlusses. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Wer-
ten (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

 Mn (g mol-1) Mw (g mol-1) PDI [-] 

ML1 725 ± 17 (a) 1845 ± 107 (a) 2,54 ± 0,09 (a) 

ML2 710 ± 10 (a) 1792 ± 65  (a) 2,53 ± 0,06 (a) 

ML3 711 ± 2 (a) 2045 ± 59 (a) 2,88 ± 0,09 (a) 

PL1 936 ± 30 (b) 2732 ± 249 (b) 2,92 ± 0,18 (a) 

PL2 973 ± 11 (b) 3361 ± 193 (c) 3,45 ± 0,17 (b) 

PL3 964 ± 27 (b) 5168 ± 117 (d) 5,37 ± 0,22 (c) 

Die Unterschiede zwischen den verschiedenen Partikelgrößen der Paulownia lassen sich auch 

in der Molmassenverteilung beobachten (Abbildung 6-9). Während PL1 und PL2 bei 360 – 

370 g mol-1 ein kleines Signal besitzen, ist dort bei PL3 nur noch eine Schulter vorhanden. Auch 

das Maximum der Molmassenverteilung verschiebt sich von PL1 (1397 g mol-1) zu PL3 

(1496 g mol-1) leicht hin zu größeren Molmassen. Des Weiteren zeigt PL3 einen kleinen breiten 

Peak bei ca. 20 000 g mol-1. Bei den MLs sind keine so deutlichen Unterschiede zwischen den 

Verteilungen zu erkennen (siehe Anhang, Abbildung A 5), was dazu passt, dass sich auch die 

Massenmittelwerte und der PDI nicht signifikant unterscheiden. 
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Abbildung 6-9: Molmassenverteilungen der Lignine aus Paulownia mit variierender Partikelgröße. 

6.6 Antioxidanz und Phenolgehalt 
Die antioxidative Kapazität der Lignine wurde jeweils mit dem DPPH-, ABTS- und FRAP-Assay 

als Trolox equivalent antioxidant capacity (TEAC) bestimmt und der Gesamtphenolgehalt (to-

tal phenol content, TPC) mit dem FC-Assay. Die Ergebnisse sind in Abbildung 6-10 dargestellt, 

die zugehörigen Rohdaten finden sich in Tabelle A 7 im Anhang. Auch hier zeigt der DPPH-

Assay wieder die geringste Trennschärfe, es lassen sich lediglich zwei Gruppen unterscheiden, 

wobei innerhalb der MLs bzw. PLs keine Unterschiede festgestellt werden können. Mit dem 

FRAP- und FC-Assay können drei Gruppen beobachtet werden, mit dem ABTS-Assay sogar vier. 

Es lassen sich erneut keine eindeutigen Trends in Abhängigkeit der Partikelgröße der Biomasse 

feststellen. Innerhalb der MLs können nur mit dem FC-Assay signifikante Unterschiede gefun-

den werden: ML3 besitzt einen kleineren TPC als ML1 und ML2. Auch für PL3 liegt der TPC 

etwas niedriger, allerdings ist der Unterschied zu PL1 und PL2 hier nicht signifikant. Eine Zu- 

bzw. Abnahme der phenolischen Hydroxygruppen kann z.B. durch die Spaltung von Etherbin-

dungen und eine Rekondensation der daraus resultierenden Carbeniumionen beeinflusst wer-

den.73 Eine Erklärung für den geringeren TPC bei kleinerer Partikelgröße könnten also Rekon-

densationsreaktionen sein, die bei dem intensiveren Mahlprozess auftreten. Durch die HSQC 

NMR (Kapitel 6.3) kann dies allerdings nicht bestätigt werden. 

Für die PLs finden sich mit dem FRAP- und ABTS-Assay signifikante Unterschiede, der Trend ist 

allerdings gegenläufig zum TPC: PL3 besitzt jeweils einen höheren TEAC-Wert als PL1, während 

PL2 dazwischen liegt und sich von beiden nicht unterscheidet. Dieser unterschiedliche Trend 

bei der Partikelgröße, insbesondere des FRAP- und FC-Assays, spiegelt jedoch nicht die Korre-

lationen zwischen den Assays wider, wenn man alle Lignine, die in dieser Arbeit untersucht 

wurden, betrachtet (siehe Tabelle A 6 im Anhang). Aufgrund dessen, und da Literaturdaten 

zum Einfluss der Partikelgröße der Biomasse auf die antioxidativen Eigenschaften der daraus 

isolierten Lignine fehlen, ist eine Einordnung der Ergebnisse schwierig. Insgesamt sind zwi-

schen ML1-3 und PL1-3 keine so deutlichen Unterschiede zu erkennen, wie bei den Ligninen 

aus verschiedenen Biomassen (Kapitel 5.7) oder Aufschlussprozessen (Kapitel 7.7), was darauf 

hindeutet, dass der Zerkleinerungsgrad der Biomasse vor dem Aufschluss nur einen geringen 

Einfluss auf die antioxidative Kapazität des gewonnenen Lignins besitzt.  
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a) DPPH 

 

b) ABTS 

 

c) FRAP 

 

d) FC 

 

Abbildung 6-10: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Lignine aus Miscanthus und Paulownia mit variieren-
der Partikelgröße, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten innerhalb eines As-
says (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

6.7 Zusammenfassung 
In diesem Unterkapitel wurde der Einfluss der Partikelgröße der eingesetzten Biomasse disku-

tiert, wobei keine eindeutigen Trends erkennbar sind. Die Ausbeute lässt sich für PL3 im Ge-

gensatz zu PL1 und PL2 signifikant erhöhen, während der Mahlgrad bei Miscanthus keine Aus-

wirkungen auf die Ligninausbeute hat. Das gleiche gilt für die Molmassen und Polydispersitä-

ten der Lignine: die MLs unterscheiden sich nicht, während Mw und PDI von PL1 zu PL3 bei 

gleichbleibendem Mn zunehmen. Bei der Monolignolzusammensetzung der Lignine zeigen 

beide Biomassen denselben Trend: ML3 und PL3 besitzen einen höheren Anteil an H-Einheiten 

als die Lignine aus größeren Biomassefraktionen. Beim Gehalt an Methoxy- und Ethoxygrup-

pen sowie der Antioxidanz und dem TPC können keine Zusammenhänge beobachtet werden. 

Bisher wurde der Einfluss der Partikelgröße der Biomasse für den Organosolv-Prozess in der 

Literatur kaum untersucht, und wenn, dann nur in Hinblick auf die Delignifizierung ohne eine 

Charakterisierung der Ligninstruktur und -eigenschaften. Die Ergebnisse dieser Arbeit deuten 

darauf hin, dass die verschiedenen Mahlgrade der Biomasse zu einem gewissen Teil einen Ein-

fluss auf das isolierte Lignin haben können. Da allerdings nicht bei allen Analysenmethoden 

belastbare Trends erkennbar sind, wäre in zukünftigen Studien die Ausweitung des Probensets 
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sinnvoll. Des Weiteren sollte nicht nur die Siebfraktion als einzelner Wert betrachten werden, 

sondern die Verteilung der Partikelgrößen innerhalb der Fraktion, und vor allem der Mahlpro-

zess selbst inklusive Dauer und Temperatur. Die Untersuchungen von MWL in der Literatur 

zeigen, dass die Vermahlung der Biomasse als Vorbehandlung bereits zu Depolymerisations- 

und/oder Kondensationsreaktionen führen kann, die sich auf die Ausbeute, Struktur und Mol-

masse auswirken können.
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7. Lignine aus verschiedenen Aufschlussprozessen 
In diesem Kapitel wird untersucht, wie sich der Aufschlussprozess und die Autohydrolyse als 

Vorbehandlung der Biomasse auf die Struktur, das Molekulargewicht und die antioxidative 

Kapazität der Lignine auswirken. Dafür wird zum einen unbehandelter Miscanthus durch Va-

riation der Prozessparameter unterschiedlich aufgeschlossen, zum anderen wird der Miscan-

thus zunächst bei verschiedenen Temperaturen autohydrolysiert und anschließend derselbe 

Standardaufschluss zur Ligningewinnung genutzt. Alle Aufschlüsse werden dabei in dreifacher 

Wiederholung durchgeführt, um die Reproduzierbarkeit des Prozesses zu untersuchen. Dane-

ben werden auch ein Kraft-Lignin (KL) sowie Indulin AT (IAT) als kommerziell erhältliches Lignin 

zum Vergleich herangezogen. Auf die generelle Charakterisierung der Miscanthus-Lignine 

(MLs) sowie die verwendeten Analysenmethoden wird nicht noch einmal im Detail eingegan-

gen, da beides bereits in Kapitel 5 diskutiert wird. 

7.1 Charakterisierung von Miscanthus nach verschiedenen Aufschlusspro-

zessen 
Um die Auswirkungen des Organosolv-Aufschlusses sowie der Autohydrolyse (AH) als Vorbe-

handlung auf die chemische Zusammensetzung der Biomasse zu untersuchen, wurde diese 

nach den NREL-Protokollen bestimmt. Die Ergebnisse sind in Tabelle 7-1 dargestellt. Die Werte 

des unbehandelten Miscanthus weichen dabei von den in Kapitel 5.1 (Tabelle 5-1) vorgestell-

ten Werten ab, da die Untersuchungen in verschiedenen Laboren durchgeführt wurden. Zur 

besseren Vergleichbarkeit werden jeweils nur die Daten miteinander verglichen, die im selben 

Labor durchgeführt worden sind. 

Tabelle 7-1: Chemische Zusammensetzung von Miscanthus nach verschiedenen Aufschlussprozessen, bestimmt 
nach den NREL-Protokollen134–136, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung einer Dreifachbestimmung. 

 Miscanthus 
unbehandelt 

Miscanthus nach 
Standardauf-
schluss 

Miscanthus nach 
AH 180 °C 

Miscanthus nach 
AH 180 °C & Stan-
dardaufschluss 

Lignin [%] 29,4 ± 0,4 21,1 ± 0,7 37,4 ± 0,8 21,0 ± 0,3 

Cellulose [%] 40,0 ± 0,8 49,3 ± 3,7 46,4 ± 0,2 59,9 ± 0,2 

Hemicellulose [%] 17,2 ± 0,6 17,9 ± 1,9 2,9 ± 0,1 3,6 ± 0,3 

Asche [%] 2,83 ± 0,01 1,98 ± 0,02 0,99 ± 0,04 1,13 ± 0,00 

Der verwendete EtOH-Organosolv-Aufschluss dient der Ligningewinnung aus verschiedenen 

Biomassen, in diesem Fall Miscanthus. Die Abnahme des Ligningehaltes in der Biomasse lässt 

sich anhand der NREL-Ergebnisse gut beobachten: während der unbehandelte Miscanthus 

noch (29,4 ± 0,4) % Lignin enthält, sind es nach dem Aufschluss nur noch (21,1 ± 0,7) %. Beim 

Gehalt an Hemicellulosen gibt es keine signifikanten Änderungen, während der prozentuale 

Anteil an Cellulose aufgrund von Konzentrationseffekten steigt.214 Da dieser Effekt nur bei der 

Cellulose zu beobachten ist, scheint auch eine leichte Abnahme der Hemicellulosen durch den 

Organosolv-Aufschluss wahrscheinlich, der durch den Konzentrationseffekt jedoch überdeckt 

werden könnte. Um diese Vermutung zu überprüfen, sollte in zukünftigen Versuchen neben 

dem Feststoffrückstand auch das Filtrat untersucht werden, um ein vollständigeres Bild der 

Verteilung der einzelnen Bestandteile in den verschiedenen Fraktionen zu erhalten. Brosse et 

al. nutzten ebenfalls einen EtOH-Organosolv-Aufschluss zur Ligningewinnung aus Miscanthus 

und untersuchten die Zusammensetzung des Feststoffrückstands bei variierenden Prozess-
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parametern (170 – 190 °C; 60 – 80 min; 0,5 – 1,2 % H2SO4): sie stellten dabei eine Abnahme 

sowohl des Lignins als auch der Hemicellulosen fest, während beim Gehalt an Cellulose kein 

eindeutiger Trend festzustellen war.156 Die beobachtete Abnahme der Hemicellulosen im Ge-

gensatz zu den hier gezeigten Ergebnissen kann mit dem sauer-katalysierten Aufschluss erklärt 

werden, was zu einem Abbau der Zucker führen kann. Ähnliche Trends können auch beim 

Organosolv-Aufschluss anderer Biomassen beobachtet werden: Carvalheiro et al. schlossen 

Lignin aus Weizenstroh und Eukalyptus auf, wobei hauptsächlich Lignin und kleinere Anteile 

Zucker aus den Biomassen gelöst wurden, während Cellulose fast vollständig im festen Rück-

stand zurück blieb.203 Kalogiannis et al. untersuchten die Organosolv-Delignifizierung von Bu-

chenholz in EtOH (60 %) ohne Katalysator, wobei die größte Abnahme beim Ligninanteil fest-

gestellt wurde bei vollständiger Wiedergewinnung der Cellulose in der Pulpe.215 

Neben der Änderung der Zusammensetzung des Miscanthus beim Aufschluss wurde auch die 

Auswirkung der AH bei 180 °C betrachtet: diese führt zu einer deutlichen Abnahme der Hemi-

cellulosen, deren Anteil von (17,2 ± 0,6) % auf (2,9 ± 0,1) % sinkt. Im Gegensatz dazu steigen 

der prozentuale Ligninanteil von (29,4 ± 0,4) % auf (37,4 ± 0,8) % und der Cellulosegehalt von 

(40,0 ± 0,8) % auf (46,4 ± 0,2) %. Auch eine Abnahme des Aschegehaltes in der Biomasse nach 

der AH ist in der Literatur bereits beschrieben.214, 216 Die Abnahme des Anteils an Hemicellu-

losen lässt sich mit der Säurekonstanten des Wassers erklären, welche bei hohen Temperatu-

ren zunimmt und somit die Konzentration von Hydronium-Ionen (H3O+) im Reaktionsmedium 

erhöht wird. Dies führt wiederum zur Hydrolyse der Acetylgruppen in den Hemicellulosen, 

wodurch kleine Mengen an Essigsäure generiert werden, die als Katalysator bei der weiteren 

Hydrolyse der Zucker fungieren.74 Obama et al. konnten diesen Trend ebenfalls bei der AH 

(150 °C; 8 h) von Miscanthus beobachten: der Anteil an Hemicellulosen sank von 24,18 % auf 

8,50 %, was im anschließenden Organosolv-Aufschluss die Zugänglichkeit des Lignins begüns-

tigte.157 Auch wenn die Zusammensetzung des Miscanthus hier nur exemplarisch für die AH 

bei 180 °C untersucht wurde, wurde diese noch bei zwei weiteren Temperaturen (120 °C; 

150 °C) durchgeführt. Die Auswirkung der AH-Temperatur (140 – 220 °C) wurde von Saad et 

al. anhand von Ziziphus lotus, einem Laubbaum, untersucht: mit steigender Temperatur neh-

men Lignin- und Cellulosegehalt zu, während es zu einer fast vollständigen Entfernung der 

Zucker kommt.217 Diese Beobachtung deckt sich mit den hier dargestellten Ergebnissen, und 

wird auch durch Literaturdaten zur AH weiterer Biomassen, wie z.B. Paulownia elongata x 

fortunei35, Eucommia ulmoides (Chinesischer Guttaperchabaum)218 oder Mais214 bestätigt. 

Als letztes wurde der Miscanthus nach der Kombination aus AH bei 180 °C und Standard-Or-

ganosolv-Aufschluss charakterisiert. Verglichen mit dem Miscanthus nach dem Standardauf-

schluss ohne AH ist ein ähnlicher Ligningehalt in der Biomasse vorhanden, während der Anteil 

an Hemicellulosen deutlich abgenommen hat. Der Celluloseanteil steigt erneut aufgrund der 

Konzentrationseffekte an. Dieser Effekt könnte auch dafür verantwortlich sein, dass der Lig-

ningehalt scheinbar gleich bleibt, obwohl in der Literatur eine höhere Delignifizierungsrate 

nach vorheriger AH der Biomasse beschrieben ist.74 Insgesamt können mithilfe der hier dar-

gestellten Ergebnisse keine Aussagen zu Massenbilanzen der einzelnen Bestandteile der Bio-

masse getätigt werden. Dafür hätten, wie bereits diskutiert, auch die flüssigen Fraktionen 

nach dem Aufschluss bzw. der AH untersucht werden müssen, um ein vollständiges Bild der 

Verteilung von Lignin, Cellulose und Hemicellulose zu erhalten. Daneben wurden nicht alle  
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Bestandteile der Biomasse, wie z.B. Extraktstoffe oder Proteine, berücksichtigt, was dazu 

führt, dass die Summe der ermittelten Biomassebestandteile bei lediglich 85 – 90 % liegt, was 

eine finale Bilanzierung weiter erschwert. 

7.2 Ausbeute und Reinheit der Lignine 
Die Ausbeuten an OSL bei verschiedenen Aufschlussparametern sind in Abbildung 7-1 darge-

stellt. Die Ausbeute in % bezieht sich dabei auf die Masse an Lignin im unbehandelten Miscan-

thus. Durch die AH ändert sich zwar der Anteil an Lignin in der Biomasse, wie in Kapitel 7.1 

gezeigt wurde, allerdings liegen die Daten zur Zusammensetzung nur exemplarisch für die AH 

bei 180 °C vor und nicht für die anderen beiden Vorbehandlungstemperaturen. Aus diesem 

Grund wird für eine bessere Vergleichbarkeit für alle Organosolv-Aufschlüsse auf den Lignin-

gehalt des ursprünglichen Miscanthus (siehe Tabelle 5-1) zurückgerechnet. 

 
Abbildung 7-1: Ligninausbeute aus Miscanthus nach variierenden Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen, 
angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschiedene Buch-
staben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

Wie in Abbildung 7-1 zu sehen ist, kann die Ligninausbeute durch Anpassung der Aufschluss-

parameter oder eine vorherige AH bei 180 °C signifikant erhöht werden. Die Ausbeute des 

Standardaufschluss (ML2) von (15,3 ± 1,2) % lässt sich durch eine Verdopplung der Aufschluss-

dauer (ML4) auf (18,2 ± 0,5) % erhöhen. Durch eine zusätzliche Verringerung der EtOH-Kon-

zentration von 80% auf 60% (ML5) steigt die Ausbeute weiter auf (27,4 ± 0,9) %. Der Einfluss 

der Aufschlussdauer auf die Ligninausbeute ist in der Literatur bereits gut untersucht und be-

stätigt das hier dargestellte Ergebnis, dass mit längerer Prozesszeit die Ausbeute erhöht wer-

den kann.62, 160, 161 Ein größerer Einfluss wird der Konzentration des Lösemittels, in diesem Fall 

EtOH, zugeschrieben: Marques et al. optimierten die Ligningewinnung aus verschiedenen Bio-

massen und konnten nur einen kleinen Einfluss der Reaktionszeit finden, allerdings eine hohe 

Abhängigkeit von der EtOH-Konzentration, die im Optimalfall zwischen 60 – 80 % liegen 

sollte.219 Pan et al. untersuchten ebenfalls den Einfluss der EtOH-Konzentration auf die Lignin-

ausbeute, deren Maximum sie mit einer Konzentration von 65 % EtOH erreichten.220 Bei der 

Delignifizierung handelt es sich um eine Kombination aus dem Abbau des Lignins, welche 

durch geringere EtOH-Konzentrationen und damit einhergehend höhere Konzentrationen an 

Hydronium-Ionen und einem niedrigeren pH Wert begünstigt wird, und der Löslichkeit der 



7. Lignine aus verschiedenen Aufschlussprozessen 

71 

abgebauten Ligninfragmente, für die wiederum eine höhere EtOH-Konzentration benötigt 

wird.220 

Der Einfluss der AH vor dem Standardaufschluss hängt stark von der Temperatur ab, bei der 

diese durchgeführt wird: bei 120 °C (MA120) und 150 °C (MA150) bleibt die Ausbeute mit je-

weils (14,6 ± 0,4) % und (15,3 ± 0,4) % unverändert verglichen mit dem Standardaufschluss. 

Die AH bei 180 °C (MA180) führt zu einer mehr als doppelt so hohen Ligninausbeute von 

(39,5 ± 1,8) %. Dass eine vorherige AH die Delignifizierung beim Organosolv-Prozess erhöhen 

kann, ist in der Literatur bereits beschrieben217, 218, 221, allerdings wird in vielen Studien zur AH 

der Fokus auf die Wiedergewinnung der Zucker, insbesondere Xylan gelegt, und nicht auf das 

Lignin.74 

Neben der Betrachtung einzelner Prozessparameter gibt es verschiedene Ansätze, diese zu 

eigenständigen Variablen zusammenzufassen, um so verschiedene Prozesse besser miteinan-

der vergleichen zu können. Ein Beispiel dafür ist der H-Faktor, der die Parameter Zeit und 

Temperatur kombiniert, indem das Zeitintegral unter der Temperaturkurve während des Auf-

schlussprozesses bestimmt wird. Meist wird er im Rahmen der statistischen Versuchsplanung 

genutzt, um die Ausbeute des Organosolv-Prozesses zu verbessern.222, 223 Eine andere Mög-

lichkeit ist die Berechnung der kombinierten Prozessstärke (combined severity factor, CSF), bei 

der neben Zeit und Temperatur auch der pH-Wert mit einberechnet wird.224 Der CSF hat sei-

nen Ursprung in der Optimierung der Delignifizierung der Biomasse und damit einhergehend 

der Extraktion von Cellulose, die eng mit der Ligninextraktion verknüpft ist.73 In dieser Arbeit 

wurde auf die Berechnung des CSF verzichtet, da der Fokus nicht auf der Prozess- und damit 

Ausbeuteoptimierung liegt. Nichtsdestotrotz können die aus der Literatur bekannten Be-

obachtungen, dass eine erhöhte Temperatur und Aufschlussdauer zu einer Erhöhung der Pro-

zessstärke und damit verbunden zu einer höheren Ligninausbeute führen, bestätigt werden. 

Des Weiteren führen die unterschiedlichen Aufschlussbedingungen bzw. Vorbehandlungen 

auch zu Änderungen der Struktur (Monolignolverhältnis, Bindungstypen, funktionelle Grup-

pen), des Molekulargewichts und der antioxidativen Eigenschaften, was in der Literatur aller-

dings selten diskutiert wird. Aus diesem Grund fokussiert diese Arbeit nicht die Prozessopti-

mierung, sondern den Einfluss des Aufschlusses auf die Ligninstruktur, wie in den folgen Un-

terkapiteln diskutiert werden wird. 

Neben der Ausbeute wurde zusätzlich exemplarisch die chemische Zusammensetzung ausge-

wählter Lignine untersucht, für einen Vergleich des Aufschlusses ohne (ML2) und mit vorheri-

ger AH (MA180), sowie des KL als Referenz. Die Ergebnisse sind in Tabelle 7-2 dargestellt. Alle 

Lignine besitzen mit über 90 % Ligninanteil eine sehr hohe Reinheit. KL enthält einen deutlich 

höheren Gehalt an Asche und Hemicellulosen als ML2 und MA180, was typisch für Alkali-Lig-

nine im Vergleich zu OSL ist.107 In der Literatur finden sich etwas geringere Vergleichswerte 

zur Reinheit von OSL aus Miscanthus: Bauer et al. nutzten ebenfalls einen EtOH-Organosolv-

Prozess und erzielten Reinheiten zwischen 86,2 – 89,4 %62, während Villaverde et al. Aceto-

solv- und Formosolv-Lignin mit einem Ligninanteil von 90,4 % bzw. 92,1 % isolierten sowie ei-

nem leicht höheren Anteil an Kohlenhydraten von 1,4 % bzw. 2,2 %225. Mit dem hier genutzte 

unkatalysierten Organosolv-Prozess können folglich sehr hohe Reinheiten erzielt werden. 

Durch eine vorherige AH der Biomasse wird diese zudem noch weiter erhöht und der Anteil 

an Cellulose, Hemicellulose sowie der Aschegehalt erniedrigt. Auch diese Beobachtung wird 

von Literaturdaten bestätigt.214, 217 
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Tabelle 7-2: Chemische Zusammensetzung ausgewählter Lignine bestimmt nach den NREL-Protokollen134–136, an-
gegeben als Mittelwert ± Standardabweichung einer Dreifachbestimmung. 

 ML2 MA180 KL 

Lignin [%] 93,3 ± 0,2 96,7 ± 0,3 96,0 ± 1,0 

Cellulose [%] 0,7 ± 0,0 0,5 ± 0,0 0,1 ± 0,0 

Hemicellulose [%] 0,1 ± 0,0 0,0 ± 0,0 0,7 ± 0,1 

Asche [%] 0,13 ± 0,07 0,06 ± 0,00 1,32 ± 0,00 

7.3 Qualitative Strukturuntersuchung 
In Abbildung 7-2 sind die UV-Vis-Spektren der MLs ohne AH nach variierendem Aufschlusspro-

zess im Vergleich mit KL und Indulin AT (IAT) dargestellt. Die MLs haben ihr Maximum bei 

224 – 225 nm mit einer Schulter bei 231 – 244 nm. Ein weiteres kleineres Maximum liegt bei 

286 – 288 nm. Die zweite Schulter bei 350 – 370 nm ist bei ML2 deutlich zu erkennen, wäh-

rend sie bei ML4 und ML5 schwächer ausgeprägt ist. Dies deutet auf einen abnehmenden An-

teil an Estern der Hydroxyzimtsäure, wie z.B. p-Coumarat, in diesen Ligninen hin.170 Im Gegen-

satz dazu besitzen KL und IAT ihr Maximum bei etwas größeren Wellenlängen von 228 – 

232 nm, was typisch ist für Nadelholz-Lignine, die hauptsächlich aus G-Einheiten bestehen226, 

im Vergleich zu den MLs die aus allen drei Monolignoleinheiten aufgebaut sind. 

 

 

Abbildung 7-2: UV-Vis-Spektren der Miscanthus-Lig-
nine nach variierendem Aufschlussprozess sowie KL 
und IAT, gemessen in NaOH (0,1 M) mit einer Kon-
zentration von 50 µg mL-1 in 1 cm Quarzglasküvet-

ten. 

 

Abbildung 7-3: UV-Vis-Spektren der Miscanthus-Lig-
nine mit und ohne AH nach Standardaufschluss, ge-

messen in NaOH (0,1 M) mit einer Konzentration von 
50 µg mL-1 in 1 cm Quarzglasküvetten. 

Der Vergleich der UV-Vis Spektren der Lignine mit und ohne AH nach Standardaufschluss ist 

in Abbildung 7-3 zu sehen. Die Lage der Banden ändert sich kaum, da alle Lignine aus derselben 

Biomasse bestehen, lediglich die Intensitäten unterscheiden sich. Das insgesamt größere In-

tegral von MA180 ist ein weiteres Indiz für die hohe Reinheit dieses Lignins (siehe Kapitel 7.2). 

Die zwei Maxima liegen bei 224 – 225 nm und 286 – 289 nm, die Schulter bei 231 – 243 nm ist 

bei MA180 etwas ausgeprägter als bei den anderen MAs und ML2. Des Weiteren ist die zweite 

Schulter für MA120 und MA150 zu etwas kleineren Wellenlängen (340 – 350 nm) verschoben 

im Vergleich zu ML2 und MA180 (350 – 370 nm). 
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Abbildung 7-4: FTIR-Spektren der der Miscanthus-Lignine nach variierenden Aufschlussprozessen sowie KL und 
IAT. Signale, die sich einer bestimmten Monolignoleinheit zuordnen lassen, entsprechen derselben Farbe wie in 

Abbildung 5-3 (G: türkis; S: orange; H: gelb). 



7. Lignine aus verschiedenen Aufschlussprozessen 

74 

Auch in den FTIR-Spektren lassen sich Unterschiede zwischen den Ligninen feststellen. In Ab-

bildung 7-4 sind die MLs ohne AH nach variierendem Aufschlussprozess sowie KL und IAT ge-

genübergestellt. Eine detaillierte Zuordnung der Signale findet sich in Tabelle A 2 im Anhang. 

Bei den MLs lassen sich Signale der G- (1512 cm-1, 1268 cm-1) und S-Einheiten (1602 cm-1, 

1329 cm-1, 1124 cm-1) detektieren, sowie die für HGS-Lignine typische C=O Streckschwingung 

in konjugierten Estergruppen bei 1164 cm-1. Letztere ist bei KL und IAT nicht vorhanden, ge-

nauso wie die Signale der S-Einheiten bei 1329 cm-1 und 1124 cm-1. Dies deutet, wie schon die 

UV-Vis Spektren gezeigt haben, darauf hin, dass KL und IAT hauptsächlich aus G-Einheiten auf-

gebaut sind, was jedoch eher auf die unterschiedliche Biomasse (Nadelhölzer) zurückzuführen 

ist als auf den Aufschlussprozess. Charakteristisch für G-Einheiten sind außerdem die zwei 

Peaks der C-H-out-of-plane-Deformationsschwingung in der Fingerprint-Region bei 852 – 

854 cm-1 und 815 – 823 cm-1. Daneben ist auch das Signal der Methoxygruppen bei 2850 cm-1 

bei KL und IAT weniger ausgeprägt, was daran liegen könnte, dass G-Einheiten nur eine Me-

thoxygruppe am Ring besitzen, statt zwei wie die S-Einheiten. 

Insgesamt können mit der FTIR- und UV-Vis-Spektroskopie Unterschiede zwischen den ver-

schiedenen Ligninen festgestellt werden, vor allem wenn sich diese in ihrer Monolignolzusam-

mensetzung unterscheiden. Dies ist der Fall beim Vergleich der MLs mit KL und IAT, zwischen 

den MLs werden jedoch keine signifikanten Unterschiede entdeckt. Dasselbe gilt auch beim 

Vergleich der FTIR-Spektren der Lignine mit und ohne AH nach Standardaufschluss (siehe Ab-

bildung A 6 im Anhang): sowohl ML2 als auch die MAs zeigen die gleichen für Lignin typische 

Banden, wobei lediglich die Intensitäten leicht variieren. Eine detailliertere Analyse der Mo-

nolignolanteile sowie Bindungen und Substrukturen kann mithilfe der HSQC NMR durchge-

führt werden, wie im folgenden Kapitel 7.4 diskutiert wird. 

7.4 Monolignolverhältnisse, Bindungstypen und Substrukturen 
Die Monolignolverhältnisse sowie die Anteile der verschiedenen Bindungstypen und Substruk-

turen in den MLs wurden mithilfe der HSQC NMR semiquantitativ bestimmt. Die Spektren der 

jeweiligen Lignine (Abbildung A 7) sowie eine detaillierte Zuordnung der Signale (Tabelle A 3) 

sind im Anhang zu finden. Die aus den Spektren bestimmten Monolignolverhältnisse sind in 

Abbildung 7-5 zu sehen, die Bindungstypen finden sich in Abbildung 7-6. Eine Zusammenfas-

sung der Werte sowie der Vergleich mit KL und IAT ist in Tabelle 7-3 gegeben. 

Bei dem Monolignolverhältnis werden nur sehr geringe Unterschiede zwischen den verschie-

denen Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen beobachtet. Da es sich um die gleiche Bio-

masse handelt, ist dies nicht verwunderlich. Lediglich MA180 weist einen etwas höheren An-

teil an H-Einheiten von (13,4 ± 1,0) % auf im Vergleich zu den restlichen Ligninen, bei denen 

der Anteil zwischen 5,9 – 7,3 % liegt. Da bei der AH vor allem Hemicellulosen aus dem Miscan-

thus gelöst werden (siehe Kapitel 7.1), kommt es zu einer Spaltung der Lignin-Kohlenhydrat-

Bindungen, was beim anschließenden Organosolv-Aufschluss die Zugänglichkeit zu verschie-

denen Pflanzenteilen, in denen sich Ligningehalt und -struktur unterscheiden können, verbes-

sert, wie auch bereits in Kapitel 6.2 für den Mahlprozess diskutiert wurde. Im Gegensatz zu 

den MLs bestehen KL und IAT nur aus G-Einheiten, was typisch für Nadelholz-Lignine ist79, und 

das Fazit der UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie bestätigt. 
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Abbildung 7-5: Anteil der Monolignole (siehe Abbildung 5-3) in Miscanthus-Ligninen nach variierenden Auf-

schlussprozessen und Vorbehandlungen. 

  

 
Abbildung 7-6: Anteil der Bindungstypen und Substrukturen (siehe Abbildung 5-5) in Miscanthus-Ligninen nach 
variierenden Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des 

dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

Bei den Bindungen sind deutlichere Unterschiede abhängig vom Aufschlussprozess festzustel-

len: vor allem die Anzahl an β-Aryl-Etherbindungen (A) nimmt von ML2 (25,1 ± 1,0) über ML4 

(20,2 ± 1,2) zu ML5 (13,2 ± 0,2) ab. Da Etherbindungen geringere Bindungsenthalpien besitzen 

als C-C Bindungen205, werden diese bei längerer Aufschlussdauer oder höheren Temperaturen 

folglich zuerst gespalten. Yao et al. untersuchten ebenfalls den Einfluss der Aufschlussdauer 

während des Organosolvprozesses und konnten eine Abnahme von 50,5 A pro 100 Aromaten 

nach 5 min auf 36,7 A pro 100 Aromaten nach 60 min feststellen.227 Auch für andere Auf-

schlussprozesse wie z.B. das Dampfexplosionsverfahren bestätigt sich die Beobachtung, dass 

eine Erhöhung der Prozessstärke mit einer Abnahme von A einhergeht.213 Der Vergleich von 

ML4 und ML5 zeigt zudem, dass auch die EtOH-Konzentration einen Einfluss auf A hat: je ge-

ringer diese ist, desto höher ist die Konzentration an Protonen, was die Spaltung der Etherbin-

dungen begünstigt.220 Für den Anteil an p-Coumarat (pCA) zeigt sich der gleiche Trend wie für 

A (ML2 > ML4 > ML5), was daran liegt, dass es sich ebenfalls um eine C-O-Bindung mit gerin-

gerer Bindungsenthalpie als die der C-C-Bindungen handelt.205 Auch dieser Trend konnte 
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bereits mithilfe der UV-Vis-Spektroskopie beobachtet werden (siehe Kapitel 7.3). Der Anteil 

an Resinol (B) ändert sich nicht signifikant, da diese Struktur hauptsächlich über eine Dimeri-

sierung während der Ligninsynthese und nicht bei der Ligninmodifizierung während des Auf-

schlussprozesses geformt wird.62 Für Phenylcoumaran (C) kann kein eindeutiger Trend beo-

bachtet werden, während sich die Anzahl an Zimtalkohol-Endgruppen (ZA) und Tricin (T) nicht 

verändert. 

Tabelle 7-3: Anteile der Monolignole (S, G, H) sowie der am häufigsten vorkommenden Bindungstypen (A, B, C, 
D) und Substrukturen (ZA, pCA, T) in Ligninen aus Miscanthus nach variierenden Aufschlussprozessen und Vor-
behandlungen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses, so-
wie von KL und IAT. 

 ML2 ML4 ML5 MA120 MA150 MA180 KL IAT 

Monolignole [%] 

S 44,9 ± 0,4 43,4 ± 0,4 43,7 ± 0,1 43,8 ± 1,3 45,3 ± 1,8 42,0 ± 0,5 - - 

G 48,0 ± 0,2 48,9 ± 0,1 49,5 ± 0,2 48,9 ± 1,2 48,8 ± 1,4 44,6 ± 1,0 100 100 

H 7,1 ± 0,4 7,7 ± 0,4 6,9 ± 0,1 7,3 ± 0,2 5,9 ± 1,1 13,4 ± 1,0 - - 

Monolignolverhältnisse [-] 

S/G 0,94 ± 0,01 0,89 ± 0,01 0,88 ± 0,01 0,90 ± 0,05 0,93 ± 0,06 0,94 ± 0,03 - - 

H/G 0,15 ± 0,01 0,16 ± 0,01 0,14 ± 0,00 0,15 ± 0,01 0,12 ± 0,02 0,30 ± 0,03 - - 

Bindungen & Substrukturen [Anzahl pro 100 Aromaten (S + G + H)] 

A 25,1 ± 1,0 20,2 ± 1,2 13,2 ± 0,2 29,5 ± 0,4 26,1 ± 1,8 8,3 ± 0,7 1,1 8,4 

B 2,6 ± 0,1 2,9 ± 0,4 2,5 ± 0,4 3,8 ± 0,3 3,5 ± 0,4 1,2 ± 0,2 2,4 2,3 

C 5,6 ± 0,5 6,6 ± 0,3 5,4 ± 0,2 6,1 ± 0,7 7,2 ± 1,0 9,9 ± 0,3 1,3 1,7 

D - - - - - - - - 

ZA 8,2 ± 0,1 7,4 ± 0,8 8,2 ± 0,2 5,7 ± 0,7 6,0 ± 0,7 4,1 ± 0,1 - - 

pCA 27,1 ± 2,0 21,7 ± 0,3 18,0 ± 0,4 26,4 ± 1,4 25,1 ± 0,7 14,6 ± 0,1 - - 

T 0,7 ± 0,2 0,4 ± 0,0 0,2 ± 0,0 0,5 ± 0,1 0,2 ± 0,4 - - - 

Anteil an kondensierten Untereinheiten (KU) [%] 

 24,7 ± 1,6 32,0 ± 0,7 37,2 ± 0,6 25,2 ± 1,3 29,2 ± 2,7 57,1 ± 0,7 77,6 32,1 
S: Syringol; G: Guajakol; H: p-Hydroxyphenyl; A: β-Aryl-Ether; B: Resinol; C: Phenylcoumaran; D: Spirodienon; 

ZA: Zimtalkohol; pCA: p-Coumarat; T: Tricin 

Bei den Ligninen nach AH-Vorbehandlung sind ebenfalls Abhängigkeiten bestimmter Bin-

dungstypen von den unterschiedlichen Temperaturen und somit Prozessstärken zu beobach-

ten: der Anteil an A nimmt von MA120 (29,5 ± 0,4) über MA150 (26,1 ± 1,8) zu MA180 

(8,3 ± 0,7) ab, genauso wie der Anteil an pCA. Bei ZA und T sind dagegen keine eindeutigen 

Trends zu erkennen, dafür allerdings bei B und C. Während der Anteil an B mit zunehmender 

Temperatur leicht sinkt, steigt der Anteil an C an. Insgesamt führt dies trotzdem zu einem 

deutlichen Anstieg des Anteils an kondensierten Untereinheiten (KU): für MA120 liegt dieser 

bei (25,2 ± 1,3) %, steigt für MA150 leicht an auf (29,2 ± 2,7) % und für MA180 nimmt er mit 

(57,1 ± 0,7) % deutlich zu. Araya et al. untersuchten den Einfluss der AH-Temperatur auf die 

Ligninstruktur anhand Eucalyptus globulus und kamen zu demselben Ergebnis wie hier darge-

stellt: mit steigender Temperatur und somit höherer Prozessstärke nimmt der Anteil an A ab, 

während es zur Bildung neuer kondensierter Ligninstrukturen kommt.228 Dass der Anstieg der 

KU von MA150 zu MA180 deutlich größer ausfällt als für MA120 zu MA150, obwohl die gleiche 

Temperaturdifferenz vorliegt, könnte an der unterschiedlichen Aktivierungsenergie der Depo-

lymerisations- und Kondensationsreaktionen liegen, wie von Meyer et al. untersucht wurde: 

die Spaltung der Etherbindungen nimmt in direkter Abhängigkeit der Temperatur zu, während 
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die Bildung von C-C-Bindungen am aromatischen Ring deutlich mehr Energie benötigt, die erst 

ab einer gewissen Temperatur erreicht wird.229 Allerdings sollte auch angemerkt werden, dass 

der höhere Anteil an KU hauptsächlich auf die Abnahme von A zurückzuführen ist, während C 

in einem deutlich kleineren Maßstab ansteigt 

In den beiden Alkali-Ligninen KL und IAT lassen sich im Gegensatz zu den MLs nur A, B und C 

nachweisen. Hu et al. untersuchten ebenfalls IAT mittels HSQC NMR und fanden mit jeweils 

8,2 A, 4,3 B und 1,1 C pro 100 Aromaten Werte in derselben Größenordnung.230 KL besitzt da-

gegen einen deutlich geringeren Anteil von nur 1,1 A pro 100 Aromaten, während B und C 

vergleichbar mit IAT sind. 

Abschließend lässt sich feststellen, dass die Monolignolzusammensetzung durch den Organo-

solv-Aufschluss oder die AH als Vorbehandlungen kaum beeinflusst wird, sondern viel mehr 

von der Art der Biomasse (Gras vs. Holz) abhängt. Auf die verschiedenen Bindungstypen, über 

die die Monolignoleinheiten verknüpft sind, haben die Prozessparameter jedoch einen großen 

Einfluss: je höher die Prozessstärke (abhängig von Temperatur, Zeit und EtOH-Konzentration), 

desto mehr Etherbindungen werden gespalten und desto höher die Wahrscheinlichkeit der 

Rekondensation der Ligninfragmente. Dies wirkt sich auch auf weitere Eigenschaften wie das 

Molekulargewicht (siehe Kapitel 7.6) oder den Phenolgehalt (siehe Kapitel 7.7) aus, wie im 

Folgenden diskutiert wird. 

7.5 Methoxy- und Ethoxygehalt 
Der Gehalt an Methoxy- und Ethoxygruppen wurde mittels HS-GC-MS untersucht, die Ergeb-

nisse sind in Tabelle 7-4 dargestellt. Grundsätzlich besitzen die MLs einen geringeren Gehalt 

an Methoxygruppen als die MAs, bei den Ethoxygruppen kann kein eindeutiger Trend festge-

stellt werden. Diese Änderung kann nicht direkt auf Unterschiede in der Monolignolzusam-

mensetzung der Lignine zurückgeführt werden, da diese sich mit Ausnahme von MA180 kaum 

unterscheiden (siehe Kapitel 7.4).  

Tabelle 7-4: Ergebnisse der Bestimmung des Methoxy- und Ethoxygehaltes mittels HS-GC-MS der Lignine aus 
Miscanthus nach variierenden Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen sowie KL, angegeben als Mittelwert ± 
Standardabweichung der Dreifachbestimmung eines Lignins. 

 Methoxy (-OCH3) 
[mmol g-1] 

Ethoxy (-OCH2CH3) 
[mmol g-1] 

ML2 2,93 ± 0,11 0,32 ± 0,04 

ML4 2,97 ± 0,11 0,35 ± 0,05 

ML5 2,95 ± 0,12 0,31 ± 0,04 

MA120 3,24 ± 0,22 0,44 ± 0,09 

MA150 3,32 ± 0,25 0,38 ± 0,07 

MA180 3,30 ± 0,14 0,35 ± 0,06 

KL 4,21 ± 0,12 0,01 ± 0,01 

Da es sich bei dem Monolignolanteil, wie bereits in Kapitel 5.5 diskutiert wurde, um einen 

relativen Wert handelt, während die Methoxygruppen als Absolutwert angegeben werden, 

kann dies eine Erklärung für den fehlenden Zusammenhang zwischen beiden Parametern sein. 

Eine weitere Möglichkeit, ist, dass neben den aromatischen Methoxygruppen der G- und S-

Einheiten auch aliphatische Methoxygruppen an den α- oder β-Kohlenstoffatomen eine Rolle 

spielen und während der verschiedenen Aufschlussprozesse bzw. Vorbehandlungen modifi-
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ziert werden. Zudem zeigt MA180 (exemplarisch für die aus den autohydrolysierten Biomas-

sen gewonnen Lignine) eine höhere Reinheit als ML2, was die (semiquantitative) Bestimmung 

der Monomerzusammensetzung oder auch der funktionellen Gruppen beeinflussen kann. 

Das KL besitzt mit (4,21 ± 0,12) mmol g-1 einen deutlich höheren Methoxygehalt als die OSL, 

was im Vergleich mit Literaturdaten (4,2 – 6,3 mmol g-1)189, 191, 231 für KL dennoch eher gering 

ist. Ethoxygruppen sind dagegen nicht vorhanden, was dafür spricht, dass diese während des 

EtOH-Organosolv-Prozesses in die Struktur der OSL eingebracht werden.62 

7.6 Molmassenverteilung 
Die Molmassen und Polydispersitäten der MLs aus verschiedenen Aufschlussprozessen sind in 

Abbildung 7-7 grafisch dargestellt, die zugehörigen Werte sowie der Vergleich mit KL und IAT 

findet sich in Tabelle 7-5. Grundsätzlich stimmen diese in ihrer Größenordnung gut mit Litera-

turdaten überein, was bereits in Kapitel 5.6 diskutiert wurde. 

 
Abbildung 7-7: Massenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus Miscanthus nach 

variierenden Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des 
dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

Beim Vergleich der Lignine mit variierenden Prozessparametern, aber ohne AH, sind keine 

eindeutigen Trends zu erkennen: ihr Mw und der PDI unterscheidet sich nicht signifikant, le-

diglich das Mn ist für ML5 mit (750 ± 21) g mol-1 signifikant höher als für ML2 mit (710 ± 

10) g mol-1. Auch in der Literatur finden sich keine einheitlichen Zusammenhänge zwischen 

der Aufschlussdauer und der Molekulargewichtsverteilung. Tao et al. isolierten Lignin aus Pap-

pelholz mittels Organosolv-Aufschluss nach verschiedenen Zeitpunkten und konnten dabei 

zwar im Mittel eine Abnahme von Mn und Mw feststellen, allerdings nicht in direktem Zusam-

menhang mit der Reaktionszeit.232 Pan et al. stellten fest, dass die Reaktionszeit keinen signi-

fikanten Einfluss auf die Molmasse der isolierten Lignine hat.220 Im Gegensatz dazu konnten 

sie allerdings einen Effekt der EtOH-Konzentration feststellen: sowohl das Molekulargewicht 

als auch der PDI nahmen mit steigender EtOH-Konzentration zu, was mit den hier dargestell-

ten Ergebnissen (Vergleich von ML4 und ML5) nicht bestätigt werden konnte. Huijgen et al. 

konnten ebenfalls keinen Einfluss der Prozessparameter auf die Molekulargewichtsverteilung 

der OSL aus Weizenstroh feststellen161 und auch Bergrath et al. fanden in einer Literaturstudie 

keinen Zusammenhang zwischen der Reaktionszeit und dem Molekulargewicht, da je nach 

Studie sowohl eine Zunahme als auch eine Abnahme von Mw und Mn beobachtet werden 

konnte.73 
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Tabelle 7-5: Massenmittelwerte (Mn, Mw) und Polydispersitätsindex (PDI) der Lignine aus Miscanthus nach vari-
ierenden Aufschlussprozessen und Vorbehandlungen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des drei-
fachen Organosolv-Aufschlusses, sowie KL und IAT. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Un-
terschied zwischen den Werten (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

 Mn (g mol-1) Mw (g mol-1) PDI [-] 

ML2 710 ± 10 (b) 1792 ± 65 (ab) 2,53 ± 0,06 (ab) 

ML4 722 ± 8 (bc) 1693 ± 45 (ab) 2,35 ± 0,04 (a) 

ML5 750 ± 21 (c) 1924 ± 140 (bc) 2,56 ± 0,12 (ab) 

MA120 663 ± 2 (a) 1504 ± 25 (a) 2,27 ± 0,04 (a) 

MA150 735 ± 8 (bc) 2281 ± 205 (cd) 3,10 ± 0,24 (c) 

MA180 862 ± 13 (d) 2444 ± 169 (d) 2,83 ± 0,16 (bc) 

KL 1352 (f) 5012 (e) 3,71 (d) 

IAT 1124 (e) 4528 (e) 4,03 (d) 

Die niedrigsten Werte aller Lignine für Mn, Mw und den PDI besitzt MA120, was damit erklärt 

werden könnte, dass die AH bei niedriger Temperatur bereits zur Spaltung der Etherbindun-

gen führt, aber Kondensationsreaktionen noch nicht stattfinden. Wird die AH-Temperatur er-

höht, steigen Mn und Mw an, beim PDI ist kein Zusammenhang erkennbar. Auch hier finden 

sich in der Literatur keine einheitlichen Trends zum Einfluss der AH auf die Struktur der iso-

lierten Organosolv-Lignine.73 Grzybek et al. untersuchten die AH mit 3 % Na2SO3 bei 90 °C vor 

dem Organosolv-Aufschluss aus drei verschiedenen Biomassen und konnten keine Zusam-

menhänge mit Mn, Mw oder dem PDI feststellen.233 Dies lässt die Schlussfolgerung zu, dass die 

optimalen Aufschlussbedingungen, sowohl beim Organosolvprozess, als auch bei der AH, von 

Biomasse zu Biomasse unterschiedlich sind. Ein Grund dafür können unterschiedliche Mono-

lignolzusammensetzungen sein: in Studien wurde bereits festgestellt, dass G-Einheiten eine 

höhere Neigung zu Rekondensationsreaktionen aufweisen.234, 235 Da G-Einheiten den größten 

Teil aller hier untersuchten MLs ausmachen, scheint eine Zunahme der Molekulargewichte 

aufgrund von Kondensationsreaktionen zunächst plausibel. Li et al. untersuchten die De- und 

Repolymerisation während des Dampfexplosionsverfahren von Espenholz und fanden einen 

ähnlichen Trend wie bei den hier dargestellten Ergebnissen: mit steigender Prozessstärke 

nahm das Molekulargewicht der Lignine bei einer Abnahme der β-Aryl-Etherbindungen zu, 

was sie auf einen hohen Anteil an Kondensationsreaktionen zurückführten.213 Auch die hier 

dargestellten Ergebnisse zeigen, dass die Anteile an Phenylcoumaran (C) und KU mit steigen-

der AH-Temperatur zwar leicht zunehmen, allerdings nehmen die Etherbindungen in viel grö-

ßerem Maßstab ab (siehe Kapitel 7.4), was eher für eine Abnahme des Molekulargewichts 

sprechen würde. Eine andere Erklärung für die Zunahme der Molekulargewichte könnte die 

bessere Zugänglichkeit zu größeren Ligninmolekülen beim Organosolv-Aufschluss sein, die 

durch die Entfernung der Zucker während der AH begünstigt wird.  

Die Unterschiede in den Massenmittelwerten der verschiedenen Lignine lassen sich auch in 

den Molmassenverteilungen (Abbildung 7-8 und Abbildung 7-9) beobachten. Beim Vergleich 

von ML2, ML4 und ML5 ist gut zu sehen, dass ML5 einen kleineren Massenanteil im Bereich 

von 330 – 340 g mol-1 besitzt, was die höheren Werte für Mn und Mw erklärt. Betrachtet man 

die Lignine nach vorheriger AH, zeigt MA120 den größten Massenanteil an kleinen Molekülen, 

außerdem liegt das zweite Maximum bei einer niedrigeren Molmasse (1044 g mol-1) im Ver-

gleich mit MA150 (1248 g mol-1) und MA180 (1300 g mol-1). 
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Die beiden Alkali-Lignine KL und IAT besitzen jeweils signifikant höhere Molmassen und Poly-

dispersitäten als die OSL, was gut mit Literaturdaten übereinstimmt.139, 236, 237 Beide zeigen 

zwar auch einen geringen Massenanteil an kleinen Molekülen bei 339 g mol-1 (KL) und 

330 g mol-1 (IAT), das Maximum liegt allerdings höher bei 1857 g mol-1 (KL) und 1807 g mol-1 

(IAT) im Vergleich zu den OSL und die Molekulargewichtsverteilung ist deutlich breiter. Das 

Mn (1124 g mol-1) und Mw (4528 g mol-1) von IAT liegen in der erwarteten Größenordnung: 

Rohde et al. ermittelten Molekulargewichte von 1100 g mol-1 (Mn) und 4500 g mol-1 (Mw) für 

acetyliertes IAT in THF relativ zu Polystyrol, was trotz der verschiedenen Messparameter gut 

mit dem hier gemessenen Wert übereinstimmt.192 

 

Abbildung 7-8: Molmassenverteilungen der Miscan-
thus-Lignine nach variierenden Aufschlussprozessen 

sowie KL und IAT. 

 
Abbildung 7-9: Molmassenverteilungen der Miscan-

thus-Lignine mit und ohne AH nach Standardauf-
schluss. 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die Dauer des Aufschlusses keinen signifikanten 

Einfluss auf die Molmasse hat, eine geringere EtOH-Konzentration und die AH-Temperatur da-

gegen schon. Die beobachtete Zunahme von Mn und Mw könnte zum einen an Kondensations-

reaktionen liegen, die in der HSQC NMR zwar beobachtet wurden, allerdings in viel kleinerem 

Maßstab als die Depolymerisation. Eine weitere Möglichkeit ist die bessere Zugänglichkeit zu 

größeren Ligninmolekülen, sowohl durch die geänderte Lösemittelkonzentration als auch 

durch die Entfernung der Zucker durch die vorherige AH bei 180 °C. 

7.7 Antioxidanz und Phenolgehalt 
Für die Ermittlung der antioxidativen Kapazität der Lignine wurde die Trolox equivalent anti-

oxidant capacity (TEAC) jeweils mit dem DPPH-, ABTS- und FRAP-Assay bestimmt, sowie der 

Gesamtphenolgehalt (total phenol content, TPC) mithilfe des FC-Assays. Die Ergebnisse sind 

in Abbildung 7-10 dargestellt, die zugehörigen Werte finden sich in Tabelle A 8 im Anhang. 

Alle vier Assays zeigen eine Zunahme des TEAC- und TPC-Wertes von ML4 und ML5 im Ver-

gleich zu ML2. Im DPPH-Assay zeigt ML4 die höhere antioxidative Kapazität als ML5, bei den 

anderen drei Assays ist es umgekehrt. Pan et al. untersuchten die Zusammenhänge zwischen 

den Organosolv-Aufschlussbedingungen, der Ligninstruktur und der Antioxidanz und kamen 

zu ähnlichen Ergebnissen: sowohl eine längere Reaktionszeit als auch eine geringere EtOH-

Konzentration führten zu einer Zunahme der aromatischen Hydroxygruppen, was auf die Spal-

tung der Etherbindungen (siehe Kapitel 7.4) zurückzuführen ist. Mit dieser Zunahme des Phe-

nolgehaltes steigt auch die Antioxidanz an.220 Guo et al. untersuchten ebenfalls den Einfluss 

der Reaktionszeit beim Organosolv-Aufschluss von Pappelholz. Je länger der Aufschluss 
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dauerte, desto höher war der Gehalt an phenolischen Hydroxygruppen, allerdings bestimmt 

mittels 31P-NMR.238 Auch Bae et al. isolierten EtOH-Lignin bei verschiedenen Aufschlussbedin-

gungen mit dem Ergebnis, dass eine höhere Prozessstärke zu weniger Etherbindungen, mehr 

phenolischen Hydroxygruppen und einem geringeren IC50-Wert führt, was für eine höhere 

anti-oxidative Aktivität spricht.239 Neben der Zunahme der phenolischen Hydroxygruppen 

wird in allen Studien zudem eine Abnahme der aliphatischen Hydroxygruppen beobachtet73, 

was hier allerdings nicht untersucht wurde. 

a) DPPH 

 

b) ABTS 

 

c) FRAP 

 

d) FC 

 

Abbildung 7-10: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Miscanthus-Lignine nach variierenden Aufschlusspro-
zessen und Vorbehandlungen, angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-

Aufschlusses, sowie KL und IAT. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen 
den Werten innerhalb eines Assays (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

Beim Vergleich der autohydrolysierten Lignine lässt sich in allen vier Assays eine Zunahme des 

TEAC bzw. des TPC mit steigender Temperatur beobachten. Auch wenn es in der Literatur 

kaum Studien gibt, die die Auswirkungen verschiedener AH-Temperaturen auf die Antioxidanz 

bzw. den Phenolgehalt untersuchen, lässt sich auch diese Beobachtung gut mit der zunehmen-

den Prozessstärke der Vorbehandlung erklären: harschere Bedingungen führen zu einer Spal-

tung der Etherbindungen, wodurch sich der Gehalt an phenolischen Hydroxygruppen und so-

mit die Antioxidanz erhöht. In der HSQC NMR (siehe Kapitel 7.4) konnte die Abnahme der 

Etherbindungen gut beobachtet werden, während die Repolymerisationsprodukte nur in klei-

nerem Maßstab zugenommen haben. Lediglich Ibrahim et al. untersuchten den Einfluss ver-

schiedener AH-Bedingungen (150 – 170 °C, 60 – 120 min, mit/ohne 20 mM H2SO4) auf das 
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anschließend isolierte EtOH-OSL, und fanden mit zunehmender Prozessstärke einen höheren 

Anteil an phenolischen Hydroxygruppen.74 Der Vergleich von Organosolv-Aufschlüssen mit 

und ohne vorheriger AH ist hingegen oft beschrieben: Michelin et al. isolierten Lignin aus Mais-

kolben und ermittelten für die bei 200 °C autohydrolysierte Biomasse einen höheren TPC so-

wie geringe IC50-Werte im DPPH- und ABTS-Assay im Vergleich zum unbehandelten Mais.214 

Morales et al. untersuchten die Ligningewinnung nach vorheriger AH bei 179 °C aus Mandel-

schalen und bei 200 °C aus Walnussschalen und ermittelten ebenfalls einen höheren TPC der 

Lignine nach der AH der Biomassen.200 Wen et al. konnten durch AH von Bambus bei 180 °C 

ebenfalls den Anteil an phenolischen Hydroxygruppen im Vergleich zur unbehandelten Bio-

masse erhöhen.221 All diese Studien nutzten Temperaturen über 179 °C für die AH, um den 

TPC im Vergleich zur unbehandelten Biomasse zu steigern. Dies deckt sich mit den hier darge-

stellten Ergebnissen: MA180 besitzt einen signifikant höheren TPC als ML2. MA150 dagegen 

unterscheidet sich nicht von ML2, während MA120 sogar einen niedrigeren TPC aufweist. Dies 

deutet darauf hin, dass eine gewisse Temperatur für die Vorbehandlung benötigt wird, um 

einen Einfluss auf TPC und Antioxidanz nehmen zu können. 

Neben dem in der Literatur gut beschriebenen Zusammenhang zwischen dem Anteil phenoli-

scher Hydroxygruppen und der Antioxidanz gibt es auch Hinweise darauf, dass Methoxygrup-

pen, insbesondere in ortho-Position zu den Hydroxygruppen, die Antioxidanz erhöhen kön-

nen.240 Ein Zusammenhang zwischen TPC und Methoxygehalt konnte hier nicht nachgewiesen 

werden: der Anteil an Methoxygruppen unterscheidet sich nur zwischen den Ligninen mit und 

ohne AH, innerhalb dieser beiden Gruppen jedoch nicht. Ein weiterer oft beschriebener Trend 

ist der Einfluss der Molekulargewichtsverteilung auf die Antioxidanz: diese sinkt mit steigen-

dem Mn, Mw und PDI.220 Auch dieser Zusammenhang konnte mit den hier ermittelten Daten 

nicht bestätigt werden. 

Die Alkali-Lignine KL und IAT zeigen im ABTS-, FRAP- und FC-Assay die mit Abstand höchsten 

Werte für TEAC und TPC. Dies passt zu der Annahme, dass ein geringer Anteil an Etherbindun-

gen zu einem hohen Gehalt an phenolischen Hydroxygruppen und einer hohen Antioxidanz 

führt. Allerdings besitzt das KL auch einen höheren Anteil an Restzuckern (siehe Kapitel 7.2), 

was zu höheren TPC-Werten führen kann, da neben Phenolen auch weitere oxidierbare Grup-

pen mit dem Reagenz reagieren können. Im DPPH-Assay schneiden KL und IAT schlechter ab 

als MA180 und sind vergleichbar mit ML4 und ML5. Insgesamt zeigt der Vergleich der Assays 

erneut, dass der DPPH-Assay leicht abweichende Ergebnisse von den anderen dreien liefert: 

im FRAP- und FC-Assay werden alle Miscanthus-Lignine mithilfe des Tukey-Tests in die glei-

chen Gruppen eingeteilt, und auch der ABTS-Assay zeigt eine ähnliche Tendenz. Dies passt 

wiederum gut zu den Ergebnissen der Korrelationen zwischen den Assays bei Betrachtung al-

ler in dieser Arbeit untersuchten Lignine (siehe Tabelle A 6 im Anhang) und wird auch deutlich, 

wenn man die Standard-Scores der MLs in Abbildung 7-11 miteinander vergleicht: hier fällt 

lediglich der DPPH-Assay bei der Einstufung der Lignine aus der Reihe. Zudem besitzt der 

DPPH-Assay, wie bereits in Kapitel 5.7 und Kapitel 6.6 diskutiert wurde, die geringste Trenn-

schärfe: mit ihm können vier Gruppen voneinander unterschieden werden, während es mit 

dem FRAP-Assay fünf und dem ABTS- und FC-Assay sogar sechs Gruppen sind. 

Durch die Mittelung der Ergebnisse aller vier Assays kann ein relativer Index der antioxidativen 

Kapazität (relative antioxidant capacity index, RACI) ermittelt werden (siehe Abbildung 7-12). 

Diese Darstellung verdeutlicht noch einmal die bisher aufgezeigten Trends: eine längere Auf-
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schlussdauer (ML4) sowie die Kombination mit einer geringeren EtOH-Konzentration (ML5) 

erhöht die antioxidative Kapazität, während dies bei der vorherigen AH nur mit einer Tempe-

ratur von 180 °C (MA180) möglich ist. Bei niedrigeren AH-Temperaturen (MA120 & MA150) 

kann die Antioxidanz nicht deutlich verbessert werden. 

 
Abbildung 7-11: Vergleich der Standard-Scores der 

Lignine aus verschiedenen Aufschlussprozessen und 
Vorbehandlungen mit vier verschiedenen Assays, 

dargestellt als Mittelwert ± Standardabweichung des 
dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

 
Abbildung 7-12 Relativer Index der antioxidativen 

Kapazität (relative antioxidant capacity index, RACI) 
der Lignine aus verschiedenen Aufschlussprozessen 
und Vorbehandlungen, dargestellt als Mittelwert ± 
Standardabweichung des dreifachen Organosolv-

Aufschlusses. 

Abschließend lässt sich feststellen, dass über die Wahl der Aufschlussbedingungen bzw. einer 

entsprechenden Vorbehandlung der Biomasse die Antioxidanz bzw. der Phenolgehalt in den 

Ligninen variiert werden kann. Eine höhere Prozessstärke führt durch die Spaltung der Ether-

bindungen zu einer Zunahme der phenolischen Hydroxygruppen, was sich positiv auf die an-

tioxidative Kapazität der Lignine auswirkt. Rekondensationsreaktionen wurden mithilfe der 

HSQC NMR zwar ebenfalls beobachtet, allerdings in viel kleinerem Ausmaß als die Depoly-

merisation, sodass der TPC trotzdem steigt. 

7.8 Zusammenfassung 
Anhand der in diesem Kapitel dargestellten Ergebnisse konnte gezeigt werden, dass sich so-

wohl über die Wahl der Aufschlussbedingungen als auch durch eine vorherige AH der Bio-

masse die Ausbeute sowie die Struktur und Eigenschaften der isolierten Lignine variieren las-

sen. Bereits bei der Analyse der chemischen Zusammensetzung der Miscanthus-Biomasse 

kann die Delignifizierung beim Organosolv-Aufschluss gut beobachtet werden. Die AH führt zu 

einer fast vollständigen Entfernung der Zucker und einer Verringerung des Aschegehalts, 

wodurch die Anteile an Lignin und Cellulose zunehmen. Die Ausbeute der OSL lässt sich durch 

eine längere Aufschlussdauer sowie eine geringere EtOH-Konzentration steigern, während die 

AH erst ab einer gewissen Temperatur einen Einfluss hat. Daneben wirkt sich die AH auch auf 

die Reinheit der isolierten Lignine aus: für MA180 ist sie höher als für ML2. Beide besitzen 

einen deutlich geringeren Anteil an Hemicellulose und Asche als KL. 

Bereits mit simplen spektroskopischen Methoden wie der UV-Vis- und FTIR-Spektroskopie 

lässt sich eine unterschiedliche Monolignolzusammensetzung zwischen den Miscanthus-Lig-

ninen und KL sowie IAT feststellen, was durch die HSQC NMR bestätigt wurde. Der Anteil der 

Monolignole wird dabei durch den Organosolv-Aufschluss oder die AH als Vorbehandlungen 

kaum beeinflusst, sondern hängt von der Biomasse (Gras vs. Holz) ab. Im Gegensatz dazu hat 
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der Aufschlussprozess sehr wohl einen Einfluss auf die Bindungstypen, über die die Monolig-

nole miteinander verknüpft sind: je höher die Prozessstärke (Temperatur, Zeit, EtOH-Konzen-

tration), desto mehr Etherbindungen werden gespalten. Die Rekondensation der Ligninfrag-

mente konnte ebenfalls beobachtet werden, allerdings in geringerem Maße als die Depoly-

merisation. Diese Spaltung der Etherbindungen führt zu einem höheren TPC und damit auch 

zu einer höheren antioxidativen Kapazität der Lignine. Im Widerspruch dazu steht die Zu-

nahme der Molekulargewichte der Lignine nach Aufschluss in geringerer EtOH-Konzentration 

oder nach AH bei 180 °C: der Anteil an kondensierten Untereinheiten nimmt zwar zu, aber 

auch der TPC. Eine mögliche Erklärung dafür könnte die bessere Zugänglichkeit zu größeren 

Ligninmolekülen durch die geänderte Lösemittelzusammensetzung oder die Entfernung der 

Zucker bei der AH sein. Der Gehalt an Methoxygruppen unterscheidet sich zwischen den Lig-

ninen mit und ohne vorherige AH, innerhalb dieser beiden Gruppen jedoch nicht. Beim 

Ethoxygehalt gibt es einen Unterschied zwischen den OSL und KL, was dafürspricht, dass die 

Ethoxylierung während des ethanolischen Organosolv-Prozesses stattfindet. 

Insgesamt passen die Ergebnisse der verschiedenen Analysenmethoden zum Großteil gut zu-

einander und werden von Literaturdaten gestützt: eine höhere Prozessstärke (längere Auf-

schlussdauer, geringere EtOH-Konzentration) führt zu einer Spaltung der Etherbindungen und 

damit zu einem höheren Gehalt an phenolischen Hydroxygruppen und einer gesteigerten An-

tioxidanz. Lediglich die Zunahme der Molmasse lässt sich nicht mit der Abnahme der Bindun-

gen erklären, könnte aber an der besseren Zugänglichkeit bzw. Löslichkeit größerer Ligninmo-

leküle liegen. Durch die vorherige AH bei 180 °C kann die Reinheit der Lignine erhöht werden, 

ebenso wie die Ausbeute und der TPC bzw. die Antioxidanz. 
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IV Zusammenfassung und Ausblick 

Lignin, das am häufigsten vorkommende aromatische Biopolymer auf der Erde, birgt ein bisher 

unausgeschöpftes Potential. Seine heterogene Struktur, die von verschiedenen Faktoren wie 

Biomasse und Aufschlussprozess abhängt, behindert allerdings noch immer die großflächige 

Anwendung. Das Ziel dieser Arbeit war daher die Untersuchung verschiedener Einflussfakto-

ren auf die Struktur und Antioxidanz von Organosolv-Ligninen, was einen wichtigen Schritt in 

Hinblick auf die spätere Nutzung, vor allem für stoffliche Anwendungen, darstellt. Die Lignin-

isolierung erfolgte aus den drei sogenannten Low-Input-Pflanzen Miscanthus, Paulownia und 

Silphie, wobei letztere zum ersten Mal für die Ligningewinnung erprobt wurde, sowie aus Wei-

zenstroh und Buchenholz, die in der Literatur bereits gut beschriebenen sind. Daneben wurde 

der Einfluss der Partikelgröße der Biomasse am Beispiel von Miscanthus und Paulownia unter-

sucht, sowie die Variation der Aufschlussparameter (Zeit, EtOH-Konzentration) bei gleicher 

Biomasse und die Autohydrolyse dieser vor dem Aufschluss. Als Referenz wurden zudem das 

kommerzielle Indulin AT und ein Kraft-Lignin herangezogen. 

Zunächst konnte gezeigt werden, dass der genutzte katalysatorfreie Organosolv-Aufschluss 

bezogen auf den Restgehalt an Polysacchariden sehr reine Lignine in reproduzierbaren Aus-

beuten und Qualitäten liefert, was ebenfalls einen grundlegenden Aspekt für die weitere Ver-

wertung des Lignins darstellt. Die Ausbeute variiert dabei zum einen abhängig von der Bio-

masse, lässt sich zum anderen aber auch durch Vorbehandlungen und die gewählten Auf-

schlussparameter steigern. Durch eine feinere Vermahlung der Paulownia konnte die Aus-

beute erhöht werden. Beim Organosolv-Aufschluss aus Miscanthus steigerten eine längere 

Aufschlussdauer und eine geringere EtOH-Konzentration die Ausbeute. Das gleiche konnte mit 

der Autohydrolyse bei 180 °C erzielt werden, die zusätzlich eine höhere Reinheit des isolierten 

Lignins liefert. 

Die Monomerzusammensetzung der Lignine wird hauptsächlich durch die Art der Biomasse 

bestimmt. Während die Graslignine aus allen drei Monolignolen aufgebaut sind und die für sie 

typischen Anteile an Tricin und p-Coumarat aufweisen, bestehen die Laubholz- und Silphie-

Lignine mehrheitlich aus S- und G-Einheiten und weisen Spuren bis keine Anteile an H-Einhei-

ten auf. Die Nadelholzlignine (KL und IAT) bestehen nur aus G-Einheiten. Durch die Variation 

des Aufschlussprozesses lässt sich die Monomerzusammensetzung kaum verändern, lediglich 

durch das feinere Vermahlen der Biomassen konnte dies gelingen: für die kleinste Siebfraktion 

nahm der Anteil an H-Einheiten zu, was sich durch eine bessere Zugänglichkeit zu verschiede-

nen Pflanzenteilen erklären lässt, in denen sich Ligningehalt und -struktur unterscheiden kön-

nen. Die Anzahl der verschiedenen Bindungstypen und Substrukturen hängt zum einen von 

der Monolignolzusammensetzung der Lignine ab, kann aber zum anderen auch durch den 

Mahl- oder Aufschlussprozess variiert werden: je höher die Prozessstärke (Mahlgrad der Bio-

masse, Aufschlusstemperatur und -dauer, EtOH-Konzentration), desto mehr Etherbindungen 

werden gespalten. Die Rekondensation der Ligninfragmente konnte ebenfalls beobachtet 

werden, allerdings in geringerem Maße als die Depolymerisation. 

Ebenfalls untersucht wurde der Gehalt an Methoxy- und Ethoxygruppen, wobei sich jedoch 

nur zwischen den verschiedenen Biomassen leichte Unterschiede im Methoxygehalt feststel-

len ließen, sowie zwischen den Ligninen mit und ohne vorherige Autohydrolyse der Biomasse. 

Beim Ethoxygehalt gibt es einen Unterschied zwischen den Organosolv- und Kraft-Ligninen, 
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was dafürspricht, dass die Ethoxylierung während des ethanolischen Organosolv-Prozesses 

stattfindet. 

Das Molekulargewicht wird sowohl von der Art der Biomasse als auch von den Vorbehandlun-

gen und Aufschlussbedingungen beeinflusst: die Holzlignine weisen höhere Molmassen auf als 

die Gras- und Krautlignine. Ein Einfluss der Partikelgröße lässt sich nur bei den Paulownia-

Ligninen beobachten, wo Mw und PDI bei gleichbleibendem Mn zunehmen, während es bei 

den Miscanthus-Ligninen keine Änderungen gibt. Auch die verschiedenen Aufschlussprozesse 

bestätigen den bei Paulownia beobachteten Trend: eine höhere Prozessstärke führt zu höhe-

ren Molekulargewichten und Polydispersitäten. Dies steht im Widerspruch zu den Ergebnissen 

der Monomerzusammensetzung: hier wurden hauptsächlich Depolymerisationsreaktionen, 

nämlich die Spaltung der Etherbindungen beobachtet, eine höhere Molmasse deutet jedoch 

auf Rekondensationsreaktionen hin. Da es sich bei beiden jedoch nicht um absolute, sondern 

relative Methoden handelt, könnte dies eine mögliche Erklärung sein. Eine andere ist die bes-

sere Zugänglichkeit zu größeren Ligninmolekülen durch die Vorbehandlung oder den Auf-

schlussprozess. 

Allerdings passt die Zunahme des TPC sehr gut zu der Abnahme der Etherbindungen durch die 

Variation des Aufschlusses: werden Etherbindungen gespalten, entstehen neue phenolische 

Hydroxygruppen in der Ligninstruktur, die sich positiv auf die Antioxidanz auswirken, wie hier 

gezeigt werden konnte. Bei der Variation der Partikelgröße der Biomasse konnte weder bei 

Miscanthus noch bei Paulownia ein eindeutiger Trend bezüglich des TPC oder der Antioxidanz 

festgestellt werden. Bei den Organosolv-Ligninen aus verschiedenen Biomassen zeigen die 

Laubholzlignine die höchste Antioxidanz. Hier stellt Miscanthus-Lignin mit einer deutlich hö-

heren Antioxidanz als Weizenstroh und Silphie eine Ausnahme der Gras- bzw. Krautlignine dar. 

Alles in allem entspricht der Einfluss der Biomasse auf die Ligninstruktur und -eigenschaften 

den aus der Literatur bekannten Daten und Unterschiede zwischen den verschiedenen Bio-

massetypen ließen sich gut erkennen. Nicht so eindeutig ist der Einfluss der Partikelgröße der 

Biomasse: diese Arbeit liefert Hinweise darauf, dass verschiedene Mahlgrade zu einem gewis-

sen Teil einen Einfluss auf das isolierte Lignin haben können. Um jedoch belastbare Aussagen 

zu diesem Einfluss treffen zu können, wäre in zukünftigen Studien eine Ausweitung des Pro-

bensets sinnvoll, sowie eine Betrachtung des Mahlprozesses selbst inklusive Dauer und ent-

stehender Temperatur. Die Ergebnisse der verschiedenen Aufschlussprozesse passen wiede-

rum gut zu Literaturdaten: eine höhere Prozessstärke führt zu einer Spaltung der Etherbin-

dungen und damit zu einem höheren TPC und einer gesteigerten Antioxidanz. Auf diese Weise 

ist es also durchaus möglich, die Eigenschaften der isolierten Lignine anzupassen, allerdings 

sind dazu noch weitere Studien nötig. Hier wurde exemplarisch jeweils nur ein Prozesspara-

meter geändert, für ein tieferes Verständnis der Struktur-Eigenschafts-Beziehungen sollten 

jedoch Versuchsreihen angesetzt werden, um die Auswirkungen auf Struktur und Eigenschaf-

ten der Lignine besser zu verstehen. Dies würde einen weiteren wichtigen Grundstein setzen 

für die zukünftige stoffliche Nutzung der Lignine, z.B. als Polyole oder Antioxidantien.
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Anhang 

a) DPPH-Assay 

 

 

b) ABTS-Assay 

 

 

c) FRAP-Assay 

 

d) FC-Assay 

 

Abbildung A 1: Vergleich der Kalibrationen der verschiedenen Assays, Messwerte als Mittelwert ± Standardab-
weichung. Es wurden keine signifikanten Ausreißer detektiert (p < 0,05). RSA: Aktivität als Radikalfänger (radical 
scavenging activity). 

 

Tabelle A 1: Ergebnisse der linearen Kurvenanpassung der verschiedenen Assays. Für Steigung und Achsenab-
schnitt sind Mittelwert ± Standardabweichung gegeben. 

 DPPH  ABTS  FRAP FC 

m 0,323 ± 0,013 1,831 ± 0,006 0,006 ± 0,000 0,001 ± 0,000 

b 1,508 ± 1,957 - 0,576 ± 0,174 - 0,007 ± 0,005 0,633 ± 0,019 

R²  0,99326 0,99996 0,99982 0,99972 

RSS 19,886 0,064 0,000 0,000 

RMSE 2,230 0,126 0,005 0,007 

MSD 6,894 0,069 0,849 6,293 

CV 5,30 % 0,25 % 0,74 % 1,14 % 
m: Steigung; b: Achsenabschnitt; R²: Bestimmtheitsmaß; RSS: Residuenquadratsumme; RMSE: Wurzel des mitt-

leren quadratischen Fehlers; MSD: Verfahrensstandardabweichung; CV: Variationskoeffizient 
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Tabelle A 2: Zuordnung der FTIR-Banden.47, 61, 170 

Wellenzahl 
[cm-1] 

Zuordnung 

3411 – 3439  O-H Streckschwingung (phenolisch & aliphatisch) 

2923 – 2937  C-H Streckschwingung in Alkylgruppen (–CH2– & –CH3) 

2843 – 2850 O-CH3 Streckschwingung 

1704 – 1710  C=O Streckschwingung (unkonjugiert) 

1656 – 1661  C=O Streckschwingung (konjugiert) 

1594 – 1604 C-C Streckschwingung des aromatischen Skeletts (S- > G-Einheiten), symmetrisch 

1509 – 1515  C-C Streckschwingung des aromatischen Skeletts (G- > S-Einheiten), asymmetrisch 

1461 – 1463  C-H asymmetrische Deformationsschwingung (–CH2– & –CH3) 

1421 – 1427  C-C Streckschwingung des aromatischen Skeletts; 
C-H in-plane Deformationsschwingung 

1366 – 1375  O-H in-plane Deformationsschwingung (phenolische OH); 
C-H symmetrische Streckschwingung in aliphatischen –CH3  

1327 – 1330  C-O Streckschwingung des aromatischen Skeletts (S-Einheiten) 

1266 – 1268  C-O Streckschwingung des aromatischen Skeletts (G-Einheiten); 
C-O-C Streckschwingung 

1218 – 1225 C-O (H) Streckschwingung der phenolischen OH 

1164 – 1166  C=O Streckschwingung in konjugierten Estergruppen, typisch für HGS-Lignine  

1123 – 1128  C-H in-plane Deformationsschwingung, aromatisch (S-Einheiten)  

1080 – 1086  C-O Deformationsschwingung in sekundären Alkoholen & aliphatischen Ethern 

1032 – 1034  Aromatische C-H in-plane Deformationsschwingung (G-, S-Einheiten); 
C-O Deformationsschwingung in primären Alkoholen 

967 – 985 C-C out-of-plane Deformationsschwingung (-HC=CH-) 

917 – 929  C-H out-of-plane Deformationsschwingung (aromatischer Ring) 

852 – 854  C-H out-of-plane Deformationsschwingung in Position 2 und 6 (G-Einheiten) 

830 – 833 C-H out-of-plane Deformationsschwingung in Position 2, 5 und 6 (S-Einheiten) 

815 – 823 C-H out-of-plane Deformationsschwingung in Position 2 und 6 (G-Einheiten) 
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Tabelle A 3: Zuordnung der 13C – 1H Korrelationen in den HSQC NMR-Spektren der Lignine.62, 69, 139, 178, 241 

Bindungen & Endgruppen  Aromatische Strukturen 

Zuordnung δC / δH [ppm] Zuordnung δC / δH [ppm] 

β-Aryl-Ether (A) Syringol (S) 

Aα 71,3 / 4,8 S2,6 104,1 / 6,7 

Aβ (G) 83,5 / 4,3 S’2,6 106,2 / 7,3 

Aβ (S) 85,7 / 4,1 Guajakol (G) 

Aγ 59,5 / 3,5 G2 110,1 / 6,9 

A’γ  63,2 / 4,3 G5 114,9 / 6,8 

(α-OEt) A 63,7 / 3,3 G6 118,8 / 6,7 

Resinol (B) p-Hydroxyphenyl (H) 

Bα 84,8 / 4,6 H2,6 127,1 / 7,2 

Bβ 53,3 / 3,0 p-Coumarat (pCA) 

Bγ 70,3 / 4,1 & 70,8 / 3,8 pCA2,6 129,9 / 7,4 

Phenylcoumaran (C) pCAα 144,5 / 7,4 

Cα 86,8 / 5,4 pCAβ 113,5 / 6,2 

Cβ 52,8 / 3,4 Tricin (T) 

Cγ 62,5 / 3,7 T2,6 104,0 / 7,3 

Spirodienon (D) T3 105,3 / 7,2 

Dα 84,8 / 4,8 T6 98,3 / 6,2 

Dβ 60,8 / 2,8 T8 93,9 / 6,6 

Zimtalkohol-Endgruppe (ZA)   

ZAα,β 129,7 / 6,2   

ZAγ 60,9 / 4,1   

 

Tabelle A 4: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Lignine aus verschiedenen Biomassen als Mittelwert ± Stan-
dardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikan-
ten Unterschied zwischen den Werten innerhalb eines Assays (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

 TEACDPPH TEACABTS TEACFRAP TPC 

[µmol TE mg-1 Lignin] [%] 

ML2 0,26 ± 0,02  (a) 0,78 ± 0,04  (b) 0,71 ± 0,04 (b) 17,5 ± 0,6  (b) 

SL 0,25 ± 0,01  (a) 0,68 ± 0,02 (a) 0,56 ± 0,02 (a) 13,4 ± 0,4  (a) 

WL 0,22 ± 0,02  (a) 0,66 ± 0,03 (a) 0,64 ± 0,03 (b) 16,1 ± 0,2  (b) 

PL2 0,26 ± 0,01  (a) 0,86 ± 0,01 (b) 0,69 ± 0,00 (b) 16,9 ± 0,6  (b) 

BL 0,25 ± 0,04  (a) 0,96 ± 0,04  (c) 0,70 ± 0,04 (b) 19,4 ± 0,8  (c) 

 

Tabelle A 5: Vergleich der Aktivität als Radikalfänger (radical scavenging activity, RSA) der Lignine aus verschie-
denen Biomassen als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. 

 RSADPPH RSAABTS 

[%] 

ML2 22,4 ± 2,6 53,3 ± 2,9 

SL 22,0 ± 1,7 45,6 ± 1,7 

WL 19,2 ± 1,2 44,8 ± 2,5 

PL2 22,2 ± 1,0 58,2 ± 0,9 

BL 21,5 ± 2,9 65,6 ± 2,8 

 

 



 

 
 

Tabelle A 6: Korrelation der Ergebnisse als Standard- Scores der vier Assays (DPPH, ABTS, FRAP, FC) aller gemessenen Lignine. 

 DPPH ABTS FRAP FC 

DPPH - 
m = 0,571 ± 0,116 

R² = 0,326 
m = 0,668 ± 0,105 

R² = 0,447 
m = 0,663 ± 0,106 

R² = 0,440 

ABTS 

 

- 
m = 0,873 ± 0,069 

R² = 0,763 
m = 0,870 ± 0,070 

R² = 0,757 

FRAP 

  

- 
m = 0,972 ± 0,033 

R² = 0,944 

FC 

   

- 

m: Steigung; R²: Bestimmtheitsmaß 
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Abbildung A 2: FTIR-Spektren der Lignine aus Miscanthus mit variierender Partikelgröße. Signale, die sich einer 
bestimmten Monolignoleinheit zuordnen lassen, entsprechen derselben Farbe wie in Abbildung 5-3 (G: türkis; 

S: orange; H: gelb). 
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 Aliphatische Region Aromatische Region 

ML1 

  

ML2 

  

ML3 

  

Abbildung A 3: HSQC NMR-Spektren der Lignine aus Miscanthus mit variierender Partikelgröße. Links: aliphati-
sche Seitenkettenregion (δC/δH 50 – 90/2,8 – 5,8 ppm). Rechts: aromatische Region (δC/δH 100 – 

150/6,0 – 8,0 ppm). 
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 Aliphatische Region Aromatische Region 

PL1 

  

PL2 

  

PL3 

  

Abbildung A 4: HSQC NMR-Spektren der Lignine aus Paulownia mit variierender Partikelgröße. Links: aliphati-
sche Seitenkettenregion (δC/δH 50 – 90/2,8 – 5,8 ppm). Rechts: aromatische Region (δC/δH 100 – 

150/6,0 – 8,0 ppm). 
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Abbildung A 5: Molmassenverteilungen der Lignine aus Miscanthus mit variierender Partikelgröße. 

 

Tabelle A 7: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Lignine aus Miscanthus und Paulownia mit variierender 
Partikelgröße als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses. Verschiedene 
Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten innerhalb eines Assays (einfaktori-
elle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

 TEACDPPH TEACABTS TEACFRAP TPC 

[µmol TE mg-1 Lignin] [%] 

ML1 0,24 ± 0,02  (a) 0,78 ± 0,03 (ab) 0,69 ± 0,01 (abc) 17,7 ± 0,6 (c) 

ML2 0,26 ± 0,02  (ab) 0,78 ± 0,04 (ab) 0,71 ± 0,04 (bc) 17,5 ± 0,6 (c) 

ML3 0,22 ± 0,01  (a) 0,71 ± 0,01 (a) 0,66 ± 0,01 (ab) 16,0 ± 0,3 (a) 

PL1 0,25 ± 0,02  (ab) 0,83 ± 0,03  (bc) 0,65 ± 0,02 (a) 17,1 ± 0,4 (abc) 

PL2 0,26 ± 0,01  (ab) 0,86 ± 0,01  (cd) 0,69 ± 0,00 (abc) 16,9 ± 0,6 (abc) 

PL3 0,29 ± 0,02 (b) 0,92 ± 0,01  (d) 0,71 ± 0,00 (c) 16,2 ± 0,2 (ab) 
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Abbildung A 6: FTIR-Spektren der Miscanthus-Lignine mit und ohne AH nach Standardaufschluss. Signale, die 

sich einer bestimmten Monolignoleinheit zuordnen lassen, entsprechen derselben Farbe wie in Abbildung 5-3 
(G: türkis; S: orange; H: gelb). 
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 Aliphatische Region Aromatische Region 

ML2 

  

ML4 

  

ML5 
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MA120 

  

MA150 

  

MA180 

  



Anhang 

123 

KL 

  

IAT 

  

Abbildung A 7: HSQC NMR-Spektren der Lignine aus Miscanthus nach variierenden Aufschlussprozessen und 
Vorbehandlungen sowie KL und IAT. Links: aliphatische Seitenkettenregion (δC/δH 50 – 90/2,8 – 5,8 ppm). 

Rechts: aromatische Region (δC/δH 100 – 150/6,0 – 8,0 ppm). 

 

Tabelle A 8: Vergleich der TEAC- und TPC-Werte der Lignine aus Miscanthus nach variierenden Aufschlussprozes-
sen und Vorbehandlungen als Mittelwert ± Standardabweichung des dreifachen Organosolv-Aufschlusses, sowie 
KL und IAT. Verschiedene Buchstaben stehen für einen signifikanten Unterschied zwischen den Werten innerhalb 
eines Assays (einfaktorielle ANOVA; p < 0,05; n = 3). 

 TEACDPPH TEACABTS TEACFRAP TPC 

[µmol TE mg-1 Lignin] [%] 

ML2 0,26 ± 0,02  (a) 0,78 ± 0,04 (ab) 0,71 ± 0,04  (b) 17,5 ± 0,6 (b) 

ML4 0,44 ± 0,01  (c) 0,87 ± 0,01  (c) 0,79 ± 0,01  (c) 19,7 ± 0,1 (c) 

ML5 0,37 ± 0,04  (b) 0,97 ± 0,01  (d) 0,92 ± 0,03  (d) 23,9 ± 0,5 (d) 

MA120 0,27 ± 0,01  (a) 0,70 ± 0,04 (a) 0,62 ± 0,01 (a) 15,9 ± 0,3 (a) 

MA150 0,36 ± 0,01  (b) 0,79 ± 0,02  (b) 0,71 ± 0,02  (b) 17,9 ± 0,2 (b) 

MA180 0,61 ± 0,02  (d) 1,03 ± 0,02  (d) 0,89 ± 0,03  (d) 24,2 ± 0,1 (d) 

KL 0,44  (bc) 1,21 (e) 1,12 (e) 30,2 (e) 

IAT 0,38  (bc) 1,42  (f) 1,21 (e) 33,8 (f) 
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