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 Gut  fungi  efficiently  degrade  complex  biomass  with  a  combination  of  enzymatic  hydrolysis  and 25 

mechanical disruption 26 

 Regulation patterns of carbohydrate active enzymes by substrate availability provide insight into the 27 

optimal conditions required for enzyme production 28 

 Excess amounts of glucose, fructose, xylose, and arabinose are released from biomass during fungal 29 

growth 30 

 Identification  of  complete  and  incomplete  sugar  catabolic  processes  in  gut  fungi  identify  sugars 31 

suitable for hand‐off to additional organisms 32 

 Hydrolyzed sugars can be fed to model microbes for production of value added products in a two‐33 

stage consolidated bioprocessing approach 34 

 35 

Abstract 36 

The conversion of lignocellulose‐rich biomass to bio‐based chemicals remains a grand challenge, as single‐37 

microbe  approaches  cannot  drive  both  deconstruction  and  fermentation  steps.  In  contrast,  consortia 38 

based  bioprocessing  leverages  the  strengths  of  different  microbes  to  distribute  metabolic  loads  and 39 

achieve process synergy, product diversity, and bolster yields. Here, we describe a biphasic fermentation 40 

scheme that combines the lignocellulolytic action of anaerobic fungi isolated from large herbivores with 41 

domesticated microbes for bioproduction. When grown in batch culture, anaerobic fungi release excess 42 

sugars from both cellulose and crude biomass due to a wealth of highly expressed carbohydrate active 43 

enzymes (CAZymes), converting as much as 49% of cellulose to free glucose. This sugar‐rich hydrolysate 44 

readily  supports growth of S.  cerevisiae, which can be engineered  to produce a  range of value‐added 45 

chemicals. Further, reconstruction of metabolic pathways from transcriptomic data reveals that anaerobic 46 

fungi do not catabolize all sugars that their enzymes hydrolyze from biomass, leaving other carbohydrates 47 

such  as  galactose,  arabinose,  and  mannose  available  as  nutritional  links  to  other  microbes  in  their 48 
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consortium. Although basal expression of CAZymes in anaerobic fungi is high, it is drastically amplified by 49 

cellobiose breakout products encountered during biomass hydrolysis. Overall, these results suggest that 50 

anaerobic fungi provide a nutritional benefit to the rumen microbiome, which can be harnessed to design 51 

synthetic microbial communities that compartmentalize biomass degradation and bioproduct formation. 52 

 53 

Keywords 54 

Consolidated bioprocessing; Sugar metabolism; Co‐culture; biomass hydrolysis 55 

 56 

1. Introduction 57 

New approaches  to harness  lignocellulosic  feedstocks  for energy and chemical production are 58 

needed to grow a sustainable bio‐based economy (1). Most fermentation processes utilize microbes that 59 

require  simple  sugars  as  feedstocks.  Lengthy,  expensive,  and  often  harsh  pretreatments  are  used  to 60 

separate carbohydrate fractions from crude biomass (2) that must then be hydrolyzed into fermentable 61 

sugars  using  large  cocktails  of  enzymes  (3).  Combining  lignocellulose  hydrolysis,  biocatalysis,  and 62 

conversion  in  a  single  bioprocess  would  improve  the  efficiency  of  bio‐based  chemical  production. 63 

Typically,  consolidated  bioprocessing  (CBP)  approaches  rely  on  endowing  model  organisms  with 64 

cellulolytic  activity  or  engineering  natively  cellulolytic  organisms  for  bioproduction  (4).  However,  the 65 

ability to compartmentalize breakdown and production steps within different microbes offers a third path 66 

forward, and capitalizes on the strengths of specialist microbes to combine deconstruction, fermentation, 67 

and conversion steps (5‐9). While such strategies are promising, existing consortia‐enabled technologies 68 

still require extensive pretreatment to remove lignin from biomass prior to breakdown and conversion. 69 

The use of environmental microbes that effectively degrade crude lignocellulose eliminates the 70 

need for these pretreatment steps. In this regard, anaerobic gut fungi are members of a natural microbial 71 

community  found  in  the guts of many  large  that evolved to break down crude plant material  (10‐12). 72 
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These primitive fungi degrade lignin‐rich biomass (13) through the secretion of cellulases, hemicellulases, 73 

and other yet unknown hydrolytic mechanisms aided by secretion of extracellular fungal cellulosomes (14, 74 

15). Gut fungi are critical members in the gut microbiome of large herbivores, where they form syntrophic 75 

relationships with rumen methanogens that convert the carbon dioxide and hydrogen they produce into 76 

methane  (13,  16).  While  largely  unexplored,  it  is  likely  that  these  fungi  liberate  additional  micro  or 77 

macronutrients  during  lignocellulose  hydrolysis  that  benefit  other  members  within  their  community. 78 

Despite  their  powerful  natural  lignocellulolytic  activity,  gut  fungi  have  not  been  incorporated  into 79 

industrial biomass processing strategies, largely due to a lack of genetic information, genetic tools, and a 80 

detailed understanding of their metabolism. 81 

Here, we evaluated  the potential  of  two  recently  isolated  (17)  strains  of  anaerobic  gut  fungi, 82 

Neocallimastix californiae  (IF551675) and Anaeromyces robustus  (IF551676),  for  their use  in a CBP co‐83 

culture strategy with the model production microbe Saccharomyces cerevisiae. Through transcriptomic 84 

analysis we established the catabolic pathways of biomass derived sugars to predict the carbohydrates 85 

utilized  by  gut  fungi,  and  those  likely  to  be  left  behind  for  potential  microbial  partners.  Differential 86 

expression  analysis  also  identified  culture  conditions  required  to  enhance biomass  degrading  enzyme 87 

production.  In A.  robustus, growth on cellobiose  triggered expression of cellulases, hemicellulase, and 88 

accessory  enzymes,  yet  in  N.  californiae  only  cellulases  were  upregulated  by  cellobiose  while 89 

hemicellulases were activated by biomass substrates. Batch fermentation experiments revealed that high 90 

production of fungal enzymes led to the accumulation of excess sugars in the culture medium, enabling 91 

biphasic fermentation opportunities that harness the excess sugars to support growth of non‐cellulolytic 92 

organisms,  like  S.  cerevisiae.  Overall,  this  work  shows  that  anaerobic  gut  fungi  can  consolidate 93 

pretreatment and hydrolysis steps, providing sugar rich hydrolysate to support growth of model microbes 94 

for bioproduction directly from lignocellulose.  95 

 96 
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2. Materials/Methods 97 

2.1. Culture maintenance of gut fungi and methodology for growth experiments. 98 

Anaerobic media preparation and gut fungal culture procedures were used throughout this work. 99 

Anaerobic gut fungi were routinely grown at 39°C in 10 mL cultures of Medium C (18) containing ground 100 

reed canary grass (4 mm particle size) in 15 mL Hungate tubes with 100% CO2 headspace. Cultures were 101 

transferred to new media every 3‐5 days. For differential expression experiments, source cultures grown 102 

in 80 mL of medium C in 120 ml serum bottles containing reed canary grass were used to inoculate all 10 103 

mL experimental cultures. Fungi were grown on a variety of carbon sources including glucose (anhydrous, 104 

Thermo  Fisher  Scientific,  Canoga  Park,  CA), maltose  (Sigma‐Aldrich,  St  Louis, MO),  cellobiose  (Sigma‐105 

Aldrich), Avicel (PH‐101, 50 µm particle size, Sigma‐Aldrich), corn stover, reed canary grass, switchgrass, 106 

and alfalfa stems; biomass substrates were provided by the USDA‐ARS Research Center (Madison, WI). 107 

Soluble  substrates were  added  to  a  final  concentration  of  5  g/L  and  particulate  substrates  to  a  final 108 

concentration of 10 g/L.  109 

To monitor fungal proliferation, the pressure of fermentation gases was measured during growth 110 

(19).  Cultures  that  accumulated pressure  significantly more  than  the blank  control  (inoculated  10 mL 111 

Medium C culture  lacking a carbon source) were considered positive  for growth. Effective net specific 112 

growth  rates were determined  from pressure accumulation data during  the phase of exponential  gas 113 

accumulation. 114 

For sugar release experiments, fungal cultures were grown on Avicel and reed canary grass (4mm 115 

particles) in 10 mL cultures containing anaerobic Medium C. Cellulose cultures contained 100 or 200 mg 116 

of  cellulose,  and biomass  cultures  contained either  100 mg or 500 mg of  reed  canary grass. Pressure 117 

measurements  were  taken  three  times  per  day  to  track  growth  of  the  fungi.  Aliquots  of  0.1  mL 118 

supernatant were  removed  from  cultures  for  sugar  determinations  using  either  a  YSI  2900  substrate 119 
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analyzer with YSI 2365 glucose detection membrane kits (YSI Inc., Yellow Springs, OH) or HPLC as described 120 

below.  121 

 122 

2.2. Analysis of Sugars (HPLC) 123 

Sulfuric acid (0.85 M) was added (1 in 10 volumes) to fungal hydrolysate samples, that were then 124 

vortexed and allowed to stand for 5 min at room temperature.  Nine volumes of water were added and 125 

the  sample  again  vortexed  briefly,  centrifuged  for  5 minutes  at  21000xg,  and  the  supernatants were 126 

extracted with a syringe and filtered into HPLC vials using a 0.22µm filter. Samples were run on an Agilent 127 

1260  Infinity  HPLC  (Agilent)  using  a  Bio‐Rad  Aminex  HPX‐87P  column  (Part  No.  1250098,  Bio‐Rad, 128 

Hercules, CA) with inline filter (Part No. 5067‐1551, Agilent), Bio‐rad Micro‐Guard De‐Ashing column (Part 129 

No.  1250118,  Bio‐Rad),  and  Bio‐Rad Micro‐Guard  CarboP  column  (Part  No.  1250119,  Bio‐Rad)  in  the 130 

following orientation:  Inline filter>De‐Ashing>CarboP>HPX‐87P. Samples were run with a water mobile 131 

phase  at  a  flow  rate  of  0.5 mL/min  and  column  temperature  of  80°C.  Signals were  detected  using  a 132 

refractive index detector. HPLC standards were created for cellobiose, maltose, sucrose, glucose, fructose, 133 

galactose, xylose, mannose, and arabinose at 1%, 0.1%, and 0.01% w/v concentrations in Medium C and 134 

the above protocol was followed to run each standard.  135 

 136 

2.3. Helium Ion Microscopy 137 

Fungi grown on various substrates were chemically fixed with 2% glutaraldehyde (Sigma Aldrich) 138 

and dehydrated through a series of 10 mL step‐gradients from 0% to 70% ethanol then centrifuged at 4°C 139 

(3000Xg for 2 mins). The biomass was washed twice more with 10mL of 100% ethanol for 15 mins, then 140 

centrifuged and finally resuspended in 5mL of 100% ethanol to remove any residual water. Fungal and/or 141 

plant biomass suspensions in 100% ethanol were gently extracted by wide‐mouth pipet and placed onto 142 

stainless  steel  carriers  for  automatic  critical  point  drying  (CPD)  using  an  Autosamdri‐815  (Tousimis, 143 
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Rockville, MD), with CO2 as a transitional fluid. The CPD‐processed biomass was mounted onto aluminum 144 

stubs and sputter coated with approximately 10 to 20nm of conductive carbon to preserve the sample 145 

surface  information  and  minimize  charge  effects.  Secondary  electron  images  of  the  samples  were 146 

obtained using Orion helium ion microscope (HIM) (Carl Zeiss Microscopy, Peabody, MA) at 25 or 30 keV 147 

beam energy, with a probe current range of 0.1 to 1 pA. Prepared samples were transferred into the HIM 148 

via load‐lock system and were maintained at ~3×10^–7 Torr during imaging. Use of a low energy electron 149 

flood gun (~ 500 eV) was applied briefly interlaced with the helium ion beam that enabled charge control 150 

to be maintained from sample to sample. The image signal was acquired in line‐averaging mode, with 16 151 

lines integrated into each line in the final image with a dwell time of 1µs at a working distance range of 7 152 

to 8 mm. Charge neutralization was applied to the sample after each individual line pass of the helium ion 153 

beam, which displaced charges on the surface minimizing charging effects  in the final  image. No post‐154 

processing procedures were applied to the digital  images besides standard noise reduction, brightness 155 

and contrast adjustment using Photoshop plugins. 156 

  157 

2.4. Metabolic Map Reconstruction from Annotated Transcriptomes 158 

Transcriptomes were  annotated  as  described  by  Solomon  et  al.  (20).  Enzymes  present  in  the 159 

metabolic maps were  determined  based  on  the  presence  of  enzyme  commission  (EC)  numbers  (21). 160 

Metabolic maps present in the KEGG database (22) were completed based on EC numbers identified from 161 

the transcriptome annotations. Gaps in metabolic maps were then identified and filled by searching the 162 

entire annotation, including BLAST (23) and InterPro (24). 163 

 164 

2.5. RNA Isolation, Library Preparation, and Sequencing 165 

RNA was isolated as described in Solomon et al. (20), and quantity and quality were measured on 166 

a Qubit fluorimeter (Qubit, New York, NY) and Tapestation 2200 (Agilent, Santa Clara, CA), respectively. 167 
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Sequencing  libraries were prepared using an  Illumina TruSeq Stranded mRNA library prep kit  (Illumina 168 

Inc., San Diego, CA) following the kit protocol. A separate library was created for each fungus with each 169 

growth condition in triplicate. For each sample from Neocallimastix californiae, 600 ng of total RNA was 170 

used while for each sample from Anaeromyces robustus, 400 ng of total RNA was used as input for the 171 

library preparation. Once the library preparation was completed, samples from each fungus were pooled 172 

together into two separate cDNA libraries with a final concentration of 10 nM. Libraries were sequenced 173 

on  a  NextSeq  500  (Illumina)  using  High  Output  150  Cycle  reagent  kits  in  a  paired‐end  75  base 174 

configuration. Samples for N californiae and A. robustus were sequenced on separate flow cells. 175 

 176 

2.6. Expression data analysis 177 

Counts  of  transcripts  were  quantified  by  using  the  RSEM  analysis  utility  within  the  TRINITY 178 

programming package (25). Transcriptomes previously obtained (20) were used as reference templates 179 

to  obtain count data. Expected counts from this analysis were then fed into the DESeq2 package (26) in 180 

the R programming language to determine statistically significant changes in expression as a function of 181 

different substrate growth conditions, with a minimum of one log2 fold change in expression and p‐value 182 

≤ 0.01 compared to basal expression on glucose. Bar plots showing changes  in expression were made 183 

using  the  transcripts  per  million  (TPM)  (27)  output  from  the  RSEM  analysis.  All  sequencing  data  for 184 

expression analysis are deposited on GEO (project # GSE95479). 185 

 186 

2.7. Yeast and Bacteria Culture 187 

Following  release of  sugar‐rich hydrolysates by gut  fungi,  liquid media was  removed  from the 188 

Hungate tube using a syringe needle and placed in a sterile growth tube that was then inoculated with 189 

Saccharomyces cerevisiae (BJ5464) or Escherichia coli (XL1‐Blue). Growth of yeast and bacterial cultures 190 

was tracked using optical density measurements at 600 nm (OD600). Cultures were inoculated at a target 191 
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OD600 of 0.5 for yeast cultures and 0.1 for bacteria cultures and grown aerobically in shaker incubators set 192 

to 30°C and 225 rpm for yeast, and 37°C and 225 rpm for E. coli. 193 

 194 

3. Results and Discussion 195 

3.1. Gut fungi are powerful chemical and mechanical degraders of lignocellulose  196 

Anaerobic gut fungi are a valuable untapped resource for lignocellulosic bioprocessing due to their 197 

innate  ability  to  degrade  crude  biomass  through  abundant  secretion  of  diverse  carbohydrate  active 198 

enzymes (20). Here, we characterized the biomass‐degrading activity of two unique anaerobic gut fungal 199 

isolates  that  are  attractive  to  CBP  strategies  as  they  effectively  degrade  plant  material  without 200 

pretreatment.  201 

N.  californiae  is  a  monocentric  fungus  that  forms  only  a  single  sporangium  on  each  unit  of 202 

vegetative growth (thallus) while A. robustus is polycentric, capable of forming multiple sporangia from a 203 

single center of growth (28). While this results in a significant morphological difference between the two 204 

fungi, it is unclear what, if any, metabolic differences are correlated with this attribute. Figure 1 illustrates 205 

the vegetative growth of each fungus and their extensive rhizoidal network growing into particles of crude 206 

reed  canary  grass.  This  growth morphology was  consistent with  cultures grown on  soluble  substrates 207 

(Figure 1) and additional fibrous substrates (Figure S1). Here, fungal rhizoids aid in plant breakdown via 208 

mechanical disruption and work in conjunction with secreted enzymes to deconstruct biomass (29) and 209 

increase the biomass surface area to enhance degradation by other cellulolytic bacteria (30).  210 
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 211 

Figure  1.  Gut  fungi  possess  extensive  rhizoidal  network  that  penetrates  into  crude  biomass.  Helium  ion 212 
micrographs  of  the  sporangial  structures  of  two  recently  classified  gut  fungal  strains  growing  on  lignocellulosic 213 
biomass. Anaeromyces robustus (top left) and Neocallimastix californiae (top right) grown on reed canary grass form 214 
root structures that penetrate the plant material. The same fungi grown on soluble a sugar, glucose, (A. robustus 215 
bottom left, N. californiae bottom right) still grow extensive root networks in the absence of plant biomass. All scale 216 
bars represent 10 micrometers. 217 

 218 

 219 
   220 

Both strains of gut fungi thrive on substrates ranging from simple sugars to cellobiose, cellulose, 221 

and lignocellulose (20) displaying similar growth rates on complex biomass and simple monosaccharides. 222 

Effective net  specific growth  rates greater  than 4.0x10‐2 hr‐1 on glucose,  fructose,  cellobiose, maltose, 223 

crystalline cellulose, and lignocellulose (Table S1) suggest that the extra energy required to express and 224 

secrete the enzymes required to break down complex biomass did not hinder growth. While some gut 225 
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fungi have been documented to grow on xylose (31), N. californiae displayed no growth while A. robustus 226 

displayed inconsistent growth on xylose in batch culture, perhaps due to subtle environmental cues (e.g. 227 

pH) that may govern xylose assimilation. Neither fungal isolate grew on xylan or carboxymethyl cellulose 228 

(Table S1). These results identify strengths and limitations in the carbohydrate utilization profile of each 229 

strain that could be exploited for CBP.  For example, galactose and arabinose are expected to be liberated 230 

during lignocellulose digestion, but did not support growth of the gut fungi; these sugars may serve as 231 

metabolic links to a second organism that can catabolize these substrates. 232 

 233 

3.2. Anaerobic fungi release excess sugars from crude biomass 234 

In nature, gut fungi survive in a competitive microbial community, but in isolation, they have no 235 

competition for sugars and other resources and their extracellular cellulolytic enzymes are not subject to 236 

extensive  proteolytic  degradation.  Therefore,  we  hypothesized  that  fungal  enzymes  hydrolyze  more 237 

sugars  from  biomass  than  are  necessary  to  support  fungal  growth.  To  evaluate  this  hypothesis,  the 238 

concentration of glucose was quantified in isolated cultures of N. californiae and A. robustus grown on 239 

crystalline cellulose. From 100 milligrams of crystalline cellulose in a 10‐mL culture, A. robustus yielded 240 

49.1 ± 2 milligrams of  soluble excess glucose with a maximum rate of 0.303 mg/hr and N. californiae 241 

yielded 49.3 ± 4 mg with a maximum rate of 0.287 mg/hr. The bulk of glucose was released after fungal 242 

growth had  ceased, perhaps due  to  the  continued biocatalysis of  secreted enzymes  (Figure S2A).  The 243 

maximum rate of glucose consumption (Figure S2B), 1.470 mg/hr and 0.590 mg/hr for A. robustus and N. 244 

californiae,  respectively,  was  greater  than  the  rates  of  glucose  release.  This  suggests  that  the  fungal 245 

enzymes  remained  active  and  continued  hydrolysis  well  beyond  fungal  death.  This  excess  hydrolytic 246 

capacity was highlighted when cellulose loading was increased to 200 mg in 10 mL of media and resulted 247 

in nearly doubling the excess glucose released by A. robustus, although it had no significant effect on sugar 248 

release by N. californiae (Figure S3).  249 
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 250 

Figure 2. Excess sugars are released from cellulosic and lignocellulosic substrates by anaerobic fungi. A) Growth of 251 
A. robustus on 0.5 g of reed canary grass in 10 mL culture, and sugar cocentrations released from biomass. Growth (pressure) 252 
data is shown in empty symbols and sugar data in solid symbols. B) Growth of N. californiae on 0.5 g of reed canary grass in 10 253 
mL culture, and sugar concentrations released from biomass. Growth (pressure) data is shown in empty symbols and sugar data 254 
in solid symbols. C) Growth of S. cerevisiae on fungal spent media. Spent media containing crystalline cellulose broken down by 255 
the fungi into glucose (filled symbols) or reed canary grass broken down into glucose and other sugars (empty symbols). D) End 256 
point sugar concentrations produced after fungal growth on reed canary grass, and sugar concentration after yeast proliferation 257 
in spent fungal hydrolysate media. 258 

 259 

Subsequently,  fungi  were  grown  on  reed  canary  grass  (lignocellulose)  to  determine  if  excess 260 

sugars were available following hydrolysis of more industrially‐relevant unpretreated biomass substrates 261 

(Figure 2A‐B). When grown on 500 mg of reed canary grass, A. robustus yielded 16.4 ± 1.2 mg of excess 262 

glucose and N californiae yielded 7.1 ± 0.5 mg glucose in a 10mL batch culture. Considering the reed canary 263 

grass  cell wall  composition with  approximately  21% glucose  from cellulose  (32),  this  indicates  that A. 264 

robustus released at least 16% of the total cellulose in the reed canary grass as excess glucose. While this 265 

yield was significantly lower than the 49% released from pure cellulose and is likely due to the increased 266 

complexity  of  plant  material,  additional  sugars  derived  from  hemicellulose  were  also  present  in  the 267 
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hydrolysate in high abundance. Xylose, arabinose, and fructose were also measured in the hydrolysate of 268 

each  fungus  (Figure  2D,  Table  S2).  A.  robustus  and N.  californiae  yielded  a  total  accumulated  sugar 269 

concentration of 4.5 ± 0.4 and 4.0 ± 0.6 g/L, respectively. We expect that cellobiose is primarily hydrolyzed 270 

to glucose or directly  taken up due  to a wealth of putative  cellobiose  transporters  (33),  though  trace 271 

amounts were detected in the hydrolysate (Table S2). We note that a small amount of sugar was released 272 

from the reed canary grass upon autoclaving the media ‐ these are likely soluble sugar components or 273 

easily hydrolyzed components of hemicellulose. However,  these sugars were rapidly consumed by the 274 

fungi  (Fig. 2A‐B) and the measured quantities were released at  later  times due to high fungal enzyme 275 

activity.  276 

Consistent with previous observations, the bulk of the excess sugar release was observed after 277 

fungal growth was diminished on the fibrous substrates (Figure 2A‐B). While excess xylose and arabinose 278 

were expected to be present based on the results of growth experiments (Table S1), glucose was likely 279 

present in large quantities because it is the most abundant sugar in biomass, and it is present in greater 280 

abundance than needed to support fungal growth. Additional fungal cultures grown on 500 mg of reed 281 

canary grass were killed with hygromycin B during exponential growth at 72 hours post‐inoculation to 282 

evaluate  the  capability  of  fungal  enzymes  alone  to  hydrolyze  crude  biomass.  These  cultures  yielded 283 

greater amounts of overall sugars, with the largest increases in the amount of glucose released (Figure 284 

S4). These results present gut fungi as a source for an improved enzyme cocktails for the hydrolysis of 285 

crude lignocellulose, highlighting the hydrolytic capability of the enzymes in the absence of active fungal 286 

growth.   Because  sugars accumulate primarily until  after  fungal  growth has  ceased  (Figure 2A‐B),  this 287 

suggests that the most feasible application of a co‐culture system would be a two‐stage approach. In this 288 

strategy, biomass is first incubated with gut fungi to produce excess sugar, which can then be fed to a 289 

second model organism for production of a value‐added bioproducts.  290 

 291 
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3.3. Biomass degrading enzymes are regulated in response to substrate availability 292 

Anaerobic gut fungi possess a large and diverse suite of biomass degrading enzymes (14, 20, 34, 293 

35) that allow them to easily break down crude, lignin‐rich biomass.  Only a few studies have explored 294 

how these genes are regulated in response to changing environmental conditions, such as addition of a 295 

catabolite repressor (20) or general substrate availability (36). Based on their varied growth and metabolic 296 

capabilities, we hypothesized that different fungal genera rely on specific mechanisms to regulate their 297 

biomass degrading enzymes in response to substrate availability. In addition, we sought to identify the 298 

environmental conditions that optimized biomass degrading enzyme secretion for use in CBP applications.  299 

Overall,  the  transcriptome of N. californiae contained more  than  twice as many carbohydrate 300 

active  enzyme  (CAZy)  domain  containing  transcripts  compared  to A.  robustus  (657  compared  to  306 301 

CAZymes), an observation that aligns with the sizes of the genomes for each of these fungi [Haitjema, in 302 

review]. However, the relative functional distribution of these CAZymes is conserved across both species 303 

with cellulases, hemicellulases, and accessory enzymes each comprising roughly one third of all CAZymes 304 

(Table S3). This conserved balance of functional activities suggests that each function is required in equal 305 

proportion to efficiently degrade biomass. We isolated RNA, sequenced with greater than 50X coverage 306 

(Table S4 & S5), and analyzed transcript abundance using RSEM (27) to obtain expression counts for all 307 

transcripts during growth on glucose, maltose, cellobiose, cellulose, corn stover, reed canary grass, and 308 

switchgrass.  309 

 310 

Table 1. Summary of up‐ and down‐regulated CAZyme transcripts under different growth conditions compared to basal 311 
expression on glucose. 312 

   A. robustus  N. californiae 
Growth 
Condition 

Down 
Regulated 

Up 
Regulated 

Down
Regulated 

Up
Regulated 

Maltose  0  3  0  10 

Cellobiose  9  84  36  87 

Avicel  4  86  122  124 

Corn Stover  11  97  36  168 
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Reed Canary 
Grass  19  122  65  177 

Switchgrass  34  108  46  168 

 313 

Differential expression analysis identified a total of 350 unique CAZymes in N. californiae (53% of 314 

all CAZymes) and 202 (66%) in A. robustus that were significantly regulated (greater than 2‐fold change, 315 

p≤0.01)  in  response  to  growth  on  differing  substrates  compared  to  glucose.  These  transcripts  were 316 

primarily  upregulated  as  substrate  complexity  increased,  though  some  downregulation was  observed 317 

(Figure 3) that we expect to be the result of transitioning to more effective CAZymes required to break 318 

down complex substrates. Growth on cellobiose, cellulose, and plant biomass triggered large changes in 319 

expression of CAZymes, with primarily upregulation of transcripts (Table 1). Only growth of N. californiae 320 

on  Avicel  resulted  in  the  downregulation  of  many  CAZyme  transcripts,  nearly  equal  to  the  number 321 

upregulated  under  that  condition.  There  were  also  many  regulated  transcripts  that  contain  fungal 322 

dockerin  (CBM10)  domains  lacking  assigned  CAZy  functionality;  230  in  N.  californiae  and  137  in  A. 323 

robustus. While these transcripts cannot be designated as CAZymes, they may play an unknown role in 324 

biomass degradation via fungal cellulosomes, representing unclassified carbohydrate active enzymes, or 325 

alternate functions involved in improving lignocellulolytic activity of fungal cellulosome complexes.  326 
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 327 

Figure 3. Biomass degrading enzymes of anaerobic fungi are tuned to substrate availability. A and B: Heat maps of 328 
the log2 fold change in expression of biomass degrading enzymes on a variety of indicated substrates compared to 329 
basal expression on glucose for N. californiae (A) and A. robustus (B), respectively. C and D: Normalized expression 330 
counts  in  transcripts  per million  (TPM)  of  indicated  classes  of  biomass  degrading  enzymes  under  all  evaluated 331 
subtrate growth conditions for N. californiae (C) and A. robustus (D), respectively.  332 

 333 

We further hypothesized that the overall expression of cellulases, hemicellulases, and accessory 334 

enzymes would increase only when their activity was necessary to degrade a given substrate. For example, 335 
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that  hemicellulases  were  only  expressed  when  hemicellulose  was  present.  This  was  the  case  for N. 336 

californiae, with a drastic increase in expression of cellulases on cellobiose and Avicel, yet no change in 337 

expression of hemicellulases until hemicellulose was present in biomass substrates. Overall hemicellulase 338 

expression was increased almost 3‐fold on reed canary grass as compared to Avicel ( 339 

 340 

Figure 3. Biomass degrading enzymes of anaerobic fungi are tuned to substrate availability. A and B: Heat maps of 341 
the log2 fold change in expression of biomass degrading enzymes on a variety of indicated substrates compared to 342 
basal expression on glucose for N. californiae (A) and A. robustus (B), respectively. C and D: Normalized expression 343 
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counts  in  transcripts  per million  (TPM)  of  indicated  classes  of  biomass  degrading  enzymes  under  all  evaluated 344 
subtrate growth conditions for N. californiae (C) and A. robustus (D), respectively.  345 

 346 

3C).  This  suggests  separate mechanisms  that  rely  on  different  trigger  molecules  or  breakout 347 

products to control the expression of cellulases and hemicellulase in N. californiae. Alternatively, growth 348 

on  cellobiose  and  cellulose,  as  well  as  biomass,  triggered  increased  expression  of  cellulases, 349 

hemicellulases, and accessory enzymes in A. robustus ( 350 
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 351 

Figure 3. Biomass degrading enzymes of anaerobic fungi are tuned to substrate availability. A and B: Heat maps of 352 
the log2 fold change in expression of biomass degrading enzymes on a variety of indicated substrates compared to 353 
basal expression on glucose for N. californiae (A) and A. robustus (B), respectively. C and D: Normalized expression 354 
counts  in  transcripts  per million  (TPM)  of  indicated  classes  of  biomass  degrading  enzymes  under  all  evaluated 355 
subtrate growth conditions for N. californiae (C) and A. robustus (D), respectively.  356 

 357 

3D) suggesting a single trigger to regulate all biomass degrading enzymes in this fungal species, a 358 

pattern very different than observed in N. californiae.  359 
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It is important to note that both organisms demonstrated a significant basal expression level of 360 

biomass degrading enzymes on glucose, approximately 21,500 and 10,500 TPM (2.15% and 1.05% of total 361 

transcriptome expression) in N. californiae and A. robustus, respectively. This basal activity likely releases 362 

break  out  carbohydrates  from  lignocellulose,  such  as  cellobiose,  that  can  later  trigger  increased 363 

expression of enzymes required to hydrolyze plant material. In fact, overall expression of CAZymes in both 364 

N.  californiae  and  A.  robustus  increased  most  drastically  (by  greater  than  200%)  when  grown  on 365 

cellobiose, a low molecular weight cellodextrin, compared to glucose (Figure 3 C&D). This effect revealed 366 

that growth of A. robustus on cellobiose will induce production of the entire suite of enzymes required to 367 

break  down  crude  biomass.  Considering  that  many  of  these  enzymes  contain  carbohydrate  binding 368 

domains  that  keep  them  tightly  bound  to  lignocellulose,  this  would  allow  for  simpler  purification  of 369 

enzymes that does not require separation of enzymes from the substrates they act on. Conversely, N. 370 

californiae  requires  growth  on  complex  biomass  to  produce  all  necessary  enzymes,  making  enzyme 371 

purification more difficult.  372 

Further  insight  into  the  regulatory mechanisms  of  gut  fungi  can  be  used  to  optimize  enzyme 373 

production and achieve maximum lignocellulolytic activity and sugar handoff to model microorganisms. 374 

Possible  regulators  of  biomass  degrading  enzymes  in  these  gut  fungi  were  previously  identified  by 375 

Solomon et al. (20) by searching for transcripts orthologous to conserved transcription factors in higher 376 

fungi,  Cre1/CreABC,  ACE1‐2,  ClbR,  Clr1‐2,  and  Xyr‐1/XlnR  that  regulate  hemicellulase  and  cellulase 377 

production  in Trichoderma  reesei, Neurospora  crassa,  and Aspergillus niger  (37). A  comparison  to  the 378 

current OrthoMCL database in this study identified orthologs to the creA, creB, creC, and Cre‐1 regulators 379 

from T.  reesei and N. crassa  (Table S6). Thus,  it  is  likely that gut  fungi possess a similar glucose‐based 380 

regulation, possibly indicating early evolutionary origin of the CreABC regulatory network. However, only 381 

the results for A. robustus are consistent with the lack of Xyr‐1/XlnR regulators. The lack of orthologs in 382 

N. californiae may indicate a parallel evolution of this hemicellulase regulation in gut fungi. Solomon et al. 383 
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identified  that  glucose  concentrations  as  small  as  0.5  g/L  (0.05%  w/v)  can  trigger  carbon  catabolite 384 

repression in gut fungi (20). The CreABC regulators are likely candidates for the source of this regulation 385 

and knocking them out may alleviate catabolite repression of CAZymes as sugars accumulate during active 386 

growth of gut fungi.  387 

 388 

3.4. Metabolic maps reveal modes of catabolism and opportunities for consolidated bioprocessing   389 

Anaerobic gut fungi are capable of releasing sugars from both cellulose and hemicellulose (Figure 390 

4B), but growth experiments (Table S1) revealed that they did not metabolize some of these sugars in 391 

monoculture. Using transcriptome annotations,  including Enzyme Commission (EC) numbers metabolic 392 

maps were built based on KEGG pathways  (22, 38)  to highlight gaps  in  sugar  catabolism  that provide 393 

opportunities for co‐culture via sugar exchange (Figure 4A).  394 
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 395 

Figure 4. Metabolic reconstruction  identifies complete sugar catabolic pathways for biomass derived sugars  in 396 
anaerobic fungi. A) Enzymatic steps in the indicated pathway are identified as present in each of the fungi. Dots 397 
indicate enzymes identified in the transcriptomes of N. californiae (blue) and A. robustus (yellow). All enzymes were 398 
identified via EC number, except for enzyme 9  identified by BLAST annotation. Additional enzyme information  is 399 
available  in  the  supplementary  information  (Table  S7).  Both  fungi  are  capable  of  glycolysis  (with  one  enzyme 400 
identified by BLAST annotation), xylose, and fructose metabolism. Neither fungus contained the necessary enzymes 401 
to metabolize arabinose and galactose, and only Neocallimastix californiae is capable of metabolizing mannose and 402 
sucrose. B) Cellulases and hemicellulases release sugar‐rich hydrolysates from lignocellulosic biomass. C) Two‐stage 403 
culture  system where  fungi are used  to break down biomass and  release sugar  that can be  fed  to a production 404 
organism, such as S. cerevisiae, in a second step.  405 

 406 
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This analysis revealed a complete glycolytic pathway (Figure 4A), but EC annotations identified 407 

two missing enzymes necessary for complete gluconeogenesis, fructose bisphosphatase (EC:3.1.3.11) and 408 

glucose‐6‐phosphatase (EC:3.1.3.9). This result is consistent with previous observations in other gut fungi 409 

that gluconeogenesis is incomplete (35). Complete fructose and xylose metabolism was also identified in 410 

both fungi, while only N. califonorniae contained mannose and sucrose catabolism, and both fungi lacked 411 

the  enzymes  required  for  galactose  and  arabinose  catabolism.  Xylose metabolism  follows  the  xylose 412 

isomerase  pathway  typical  of  prokaryotes  (39);  an  observation  consistent  with  previous  findings  for 413 

Piromyces  sp.  E2  (31).  This  pathway  may  have  arisen  from  horizontal  gene  transfer  in  the  rumen 414 

microbiome and lead to increased fitness over the eukaryotic oxido‐reductase pathway. The anaerobic, 415 

reducing environment of  the  gut  is  likely  to upset  the  redox balance of  the oxido‐reductase pathway 416 

resulting  in  accumulation of  xylitol, while  the  xylose  isomerase pathway  is  less  affected by  anaerobic 417 

conditions (39, 40). While most of these observations are corroborated by growth experiments (Table S1), 418 

the presence of xylose catabolism conflicts with growth experiments that revealed these gut fungi do not 419 

thrive on the pentose sugar (Table S1). This discrepancy between transcriptomic and growth experiment 420 

observations suggests another  limitation  is responsible for  lack of xylose utilization, such as  inefficient 421 

transport or lack of environmental influences not present in these experiments.  422 

Downstream,  the  enzymes  required  for  lactate  and  ethanol  production  from  pyruvate  were 423 

identified in both organisms (Figure 4A), yielding formate as a side product. Energy generation in gut fungi 424 

primarily relies on the hydrogenosome organelle (41) also found in members of the Trichomonas genus 425 

and some anaerobic protists (42). Here, we identified a complete hydrogenosomal pathway that takes 426 

malate or pyruvate as inputs and produces ATP, acetate, formate, and molecular hydrogen as products 427 

(Figure S5).  This pathway  contains  soluble  components of mitochondrial  complex  I, NADH:ubiquinone 428 

oxidoreductase (EC:1.6.5.3) that were also strong homologs to the Trichomonas vaginalis enzymes NuoF 429 

and Nuo E (E ≤ 10‐150; Table S8). These enzymes regenerate NAD+ for conversion of malate to pyruvate by 430 
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transferring electrons to ferredoxin (43). ATP is produced primarily in the regeneration of succinate and 431 

CoA  from  succinyl  CoA  and molecular  hydrogen  is  produced  during  the  oxidation  of  ferredoxin  by  a 432 

hydrogenase (Figure S5).  433 

 434 

While glucose and fructose were the most abundant sugars remaining after biomass hydrolysis, 435 

xylose  and arabinose were  also present  in  the hydrolysate  (Figure 2 A‐B). Glucose and  fructose  likely 436 

accumulated due to an overabundance in the biomass, but xylose and arabinose likely accumulated due 437 

to a lack of necessary enzymes (Figure 4A), or some other limitation that prevented assimilation by the 438 

gut fungi. As these sugars primarily accumulated after fungal growth had ceased, we tested a two‐stage 439 

production system where fungi digest biomass in the first step and the hydrolysate supports the growth 440 

of S. cerevisiae in the second (Figure 4C). 441 

 442 

3.5. Two‐step co‐culture reveals potential for gut fungi in bio‐based production 443 

Following growth of anaerobic fungi on biomass, the “spent” fungal media was inoculated with 444 

Saccharomyces  cerevisiae  (Figure  2C)  to  determine  if  the  carbohydrate‐rich  fungal  hydrolysate  was 445 

capable of supporting yeast proliferation. Spent media from growth on crystalline cellulose, containing 6‐446 

7 g/L of glucose, supported growth of S. cerevisiae to saturation, with an OD600 of 14 while fresh media 447 

containing no fungal hydrolysate grew to a negligible OD600 (Figure 2C). This demonstrates that the fungi 448 

were capable of hydrolyzing enough excess sugar to support growth of S. cerevisiae and did not produce 449 

any compounds that significantly inhibited yeast growth. Escherichia coli was also tested for growth on 450 

media from fungal cultures grown on cellulose, resulting in a small increase in optical density compared 451 

to the control case, again  indicating no  inhibitory compounds were produced by the fungi  (Figure S6). 452 

Biomass hydrolysate from fungal growth on crude reed canary grass was then tested for support of S. 453 

cerevisiae. While the amount of glucose released from reed canary grass was much lower compared to 454 
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that released from cellulose (Figure 2A‐B), the yeast reached a similar optical density (Figure 2C) when 455 

grown on this media relative to a control. Measurements of sugar concentrations before and after yeast 456 

growth (Figure 2D) revealed that the yeast consumed primarily glucose and fructose present in the fungal 457 

media, as expected. There was a  reduction  in overall  sugars of 79% and 73% after yeast growth  in N. 458 

californiae and A. robustus media, respectively, leaving primarily xylose and arabinose to accumulate in 459 

the culture media.  460 

The above results demonstrate the feasibility of a two‐stage production process, with a wealth of 461 

sugars released from biomass by anaerobic gut fungi that may be exchanged with another organism or 462 

combination of organism specialists. Further, the extent to which the yeast can remove the excess glucose 463 

and fructose suggests that carbon catabolite repression may be alleviated by  the presence of another 464 

organism during a  simultaneous co‐culture,  increasing overall  production of enzymes while  improving 465 

enzyme  efficiency  by  removing  sugar‐based  inhibition  of  enzymes.  Previous  studies  on microbial  co‐466 

cultures  and  consortia  for  production  have  paired  cellulolytic  organisms,  such  as  Clostridium 467 

phytofermentans  (44), with production organisms, requiring cellulose as an input rather than biomass. 468 

Trichoderma reesei and E. coli have also been paired for production of isobutanol from biomass, but still 469 

rely on the use of pretreated biomass (5). In contrast, gut fungi are capable of supplying sugars directly 470 

from biomass without any pretreatment. Furthermore, pairing to growth of T. reesei limits production to 471 

aerobic conditions, while the two‐stage system proposed here is amenable to both anaerobic and aerobic 472 

production conditions, tailoring the process to the desired product as needed. 473 

 474 

4. Conclusions 475 

Anaerobic  gut  fungi  efficiently  hydrolyze  crude  lignocellulose  through  a  combination  of 476 

mechanical  disruption  and  enzymatic  activity  from  a  wide  array  of  biomass  degrading  enzymes  that 477 

release  excess  amounts  of  sugars  into  their  environment.  Reconstruction  of  metabolic  pathways  in 478 
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anaerobic fungi validated experimental phenotypes, and identified sugars that are likely to accumulate 479 

from  biomass  hydrolysis  alongside  the  most  abundant  component,  glucose.  While  these  breakout 480 

products are available to exchange with other rumen microbes in their native system, here sugars can be 481 

harnessed to support growth of industrially‐relevant microbes not native to the rumen. Here, we have 482 

demonstrated the ability of the fungal hydrolysate to support growth of the model organism, S. cerevisiae, 483 

presenting a consolidated bioprocessing strategy that utilizes crude, rather than pretreated, biomass for 484 

direct  biochemical  production.  While  additional  work  will  be  necessary  to  optimize  the  bi‐phasic 485 

fermentation  scheme,  these  regulation  studies  provide  a  path  forward  for  bolstering  production  of 486 

biomass degrading enzymes, as well as identifying potential repressors of their production. The two‐stage 487 

fermentation  approach  presented  here  allows  for  the  consolidation  of  biomass  pretreatment  and 488 

hydrolysis into a single step to supply a monosaccharide‐rich hydrolysate that can be donated to a model 489 

organism for growth and production.  In this way,  the second fermentation step allows for the precise 490 

control of the production bioreactor such that conditions can be optimized for the desired product rather 491 

than fungal growth.  492 
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