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22..11..  FFIINNAALLIIDDAADD  DDEE  LLAA  IINNVVEESSTTIIGGAACCIIÓÓNN  

 

La especie caprina, pese a su escaso censo en España, no ha dejado de tener 

trascendencia en  la producción animal. Su rusticidad y hábitos de pastoreo  le han 

permitido  sobrevivir  en  áreas  de  difícil  orografía  y  aprovechar  los  parajes  más 

accidentados, donde ninguna otra especie puede prosperar.  

La cabra es la especie animal mejor adaptada al pastoreo con gran variedad 

de  vegetales  y  capaz  de  aprovechar  los  pastizales marginales  (Boyazoglu  et  al. 

2005; Rancourt et al. 2006). El ramoneo es uno de los componentes importantes de 

su dieta, por lo que la cabra es considerada entre los rumiantes, la mejor usuaria de 

pastos pobres (Gihad et al. 1980).  

La  evolución  de  los  rumiantes  en  la  selección  de  alimentos  tiene  como 

resultados variaciones anatómicas en el estómago de  las diferentes especies. Así, 

Hofmann  (1973),  clasificó  los  rumiantes en  tres  tipos morfofisiológicos  según  sus 

hábitos  alimenticios:  selectores  de  concentrados  (concentrate  selectors), 

consumidores de forraje (grass/roughage eaters) y de tipo intermedio (intermediate 

type). La cabra, animal objeto de este estudio, fue clasificada como animal de tipo 

intermedio,  sin  unos  requerimientos  específicos  en  la  alimentación.  Esta  especie 

animal tiene una dieta mixta y es capaz de mostrar adaptaciones anatómicas en su 

estómago como consecuencia de cambios en  la calidad del  forraje. Los selectores 

de  concentrados  están  equipados  con  un  estómago  pequeño,  que  se  adapta 

perfectamente  a  la  transformación  de  forraje  fácilmente  digerible.  Los 

consumidores  de  forraje  se  caracterizan  por  poseer  un  estómago  con  gran 

capacidad y de mayor tamaño, adaptado al forraje menos digerible. 

 

 

Imagen 1. Representación de  la diferencia de  tamaño del  estómago de  los  rumiantes 
según  sus  hábitos  alimenticios:  selectores  de  concentrado  (concentrate  selector), 
comedores de hierba (grass eaters), animales de tipo intermedio (intermediate type)  
Hofmann (1989) 
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A  pesar  de  estas  variaciones  morfológicas  en  su  tracto  digestivo,  al 

nacimiento  todos  los  rumiantes  poseen  un  estómago  que  estructural  y 

funcionalmente  se  asemeja  al  de  no  rumiante,  sin  funcionalidad  de  los 

compartimentos no glandulares (Relling y Mattioli, 2002). Su estómago requiere de 

un desarrollo adaptativo para poder  realizar  la digestión  fermentativa y  la  rumia. 

Durante la vida prenatal, cada uno de los compartimentos gástricos que componen 

el  estómago  sufre  una  serie  de  cambios  morfológicos  para  adaptarse  a  su 

funcionalidad postnatal.  

La elevada capacidad de los rumiantes para convertir alimentos groseros en 

productos de  gran  valor nutritivo, ha  impulsado en  gran medida el estudio de  la 

estructura  y  función del  aparato digestivo de estos  animales. A pesar de esto, el 

desarrollo prenatal del estómago de los rumiantes ha sido poco contemplado.  

El  grupo  de  investigación  de  Histología  Veterinaria  de  la  Universidad  de 

Extremadura se ha centrado en el abordaje de  la ontogénesis del estómago de  los 

rumiantes. Son muchos los estudios realizados en diversas especies como el bovino 

(Vivo  et  al.  1987,  1990),  el    ovino  (Franco  et  al.  1989,  1992,  1993a,  b,  c,  d,  e; 

Regodon et al. 1996; Redondo et al. 1997) y en rumiantes salvajes como el ciervo 

(Franco et al. 2004a, b; 2011, 2012; Redondo et al. 2005, 2011; Masot et al. 2007a, 

b).  Sin embargo,  la ontogénesis del estómago del  cabra no había  sido acometida 

hasta  ahora.  Por  ello,  la  finalidad  de  este  trabajo  ha  sido  estudiar  en  la  especie 

caprina y desde un punto de vista histofisiológico el desarrollo, la diferenciación y la 

configuración de los compartimentos gástricos durante la vida prenatal. 
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22..22..    AANNTTEECCEENNDDEENNTTEESS  YY  EESSTTAADDOO  AACCTTUUAALL  DDEELL  TTEEMMAA  

 
El estómago es considerado como  la parte  funcional del  sistema digestivo, 

capaz de digerir y transformar los alimentos en nutrientes, para posteriormente ser 

absorbidos a través de  la pared del  intestino  (Al‐Saffar, 2012). El estómago de  los 

rumiantes, de manera significativa adquiere gran importancia debido a su capacidad 

para  la  transformación  de  forrajes  de  baja  calidad  en  productos  de  alto  valor 

nutritivo  (Lombardi,  2005).  Esta  característica  se basa  en  la posibilidad de poder 

degradar  los hidratos de carbono estructurales del  forraje, como  la celulosa, muy 

poco digestible para las especies no rumiantes.  

Para satisfacer sus necesidades funcionales, el estómago de los rumiantes ha 

desarrollado  varias  particularidades morfológicas.  Dicho  órgano  está  dividido  en 

cuatro  compartimentos:  rumen,  retículo,  omaso  y  abomaso.  Los  tres  primeros 

forman  los  compartimentos  no  glandulares  (proventriculus)  mientras  que  el 

abomaso  es  glandular  y  funcionalmente  análogo  al  estómago  de  las  especies 

monosgástricas (Nickel et al. 1973). Cada uno de estos compartimentos posee unas 

características macroscópicas e histológicas únicas (Schummer y Nickel, 1979), que 

reflejan la adaptación morfológica y funcional de la ingesta, proceso y digestión del 

material vegetal.  

Desde  el  punto  de  vista  fisiológico,  los  compartimentos  no  glandulares 

juegan un importante papel en la digestión, ya que son el lugar donde los procesos 

físicos y bioquímicos  relacionados con  la  rumia se  llevarán a cabo, y en particular 

donde las bacterias simbióticas realizan su actividad de fermentación para digerir la 

celulosa (Teixeira et al. 2009; Scala et al. 2011). El abomaso, tiene como función la 

digestión  de  los  alimentos mediante  la  secreción  de  jugos  gástricos  (Aage  et  al. 

2007). 

Histológicamente,  los  cuatro  compartimentos  gástricos poseen  las mismas 

capas  tisulares:  mucosa,  submucosa,  túnica  muscular  y  serosa.  La  mucosa  del 

rumen,  retículo  y  omaso  está  tapizada  por  un  epitelio  estratificado  plano 

queratinizado  (Scala  et  al.  2011)  que  cambia  bruscamente  en  el  abomaso  a  un 
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epitelio cilíndrico simple. El epitelio se asienta sobre una  lámina propria de  tejido 

conjuntivo  fibroso,  la  cual  sirve  de  sostén  para  las  glándulas  gástricas  en  el 

abomaso.  La muscular  de  la mucosa  está  ausente  en  el  rumen  (Kitamura  et  al. 

2003), y se aparece como haces aislados de  fibras musculares  lisas en el extremo 

superior de los pliegues reticulares, lo que produce una fusión de la lámina propia y 

la  submucosa  en  ambos  compartimentos.  La  submucosa  está  formada por  tejido 

conjuntivo laxo con una rica red vascular y plexos nerviosos (plexo submucoso o de 

Meissner).  La  túnica muscular  consta  de  dos  capas  de músculo  liso,  una  circular 

interna y otra longitudinal externa (Ramkrishna y Tiwari, 1979), entre las cuales se 

encuentra  el  plexo mientérico  o  de  Auerbach.  La  serosa  está  compuesta  por  el 

mesotelio y por tejido conjuntivo  laxo en el que se pueden encontrar grasa, vasos 

sanguíneos, vasos linfáticos y nervios. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El desarrollo del estómago de los rumiantes ha sido de interés con respecto 

a aspectos de morfogénesis e histogénesis en el pasado.  Diversos estudios han sido 

llevados  a  cabo  en  las  diferentes  especies  rumiantes  domésticas,  como  ovino 

(Wardrop, 1961a; Franco et al. 1992; 1993a,b,c,d,e), bovino  (Warner, 1958; Arias 

et al. 1978; Kano et al. 1981; Vivo, 1987; Vivo et al. 1990; Stallcup et al. 1990), así 

como rumiantes salvajes, como el búfalo (Tiwari y Jamdar 1979; Phanchamukhi et 

Imagen 2. Cabritos en lactación
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al.  1975;  Panchamukhi  y  Srivastava  1979,  1980,  1982; Osman  y  Berg,  1981a,b, 

1982a,b; Singh et al. 2007) y el ciervo (Franco et al. 2004a, b; Franco et al. 2011, 

2012, Redondo et al. 2005, 2012; Masot et al. 2007a,b). Sin embargo, son escasos 

los trabajos realizados sobre  la histogénesis y desarrollo del estómago de  la cabra 

(Ramkrishna y Tiwari, 1979; Molinari y Jorquera, 1988, Nwaogu y Ezeasor, 2008).   
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22..33..    OORRIIGGIINNAALLIIDDAADD  DDEELL  TTEEMMAA  

 

El análisis de  la ontogénesis y desarrollo prenatal del estómago de  la cabra 

ha  sido  poco  considerado.  Se  trata  de  un  trabajo  innovador  y  original  por  dos 

motivos: 

 

1º‐ Por la especie objeto de estudio, la cabra, debido a la estrecha relación con la 

economía  de  subsistencia,  mediante  la  producción  cárnica  de  cabritos  y  la 

producción  láctea para  la elaboración de quesos, además de su capacidad para  la 

adaptación y el aprovechamiento de todos los recursos del medio. 

2º La ausencia de datos sobre la estructura ontogénica y desarrollo de la víscera 

gástrica durante la vida intrauterina inducen a la conveniencia de la creación de una 

base de datos histológicos sobre el desarrollo prenatal del estómago de cabra, que 

podrían  servir  de  base  referencial  para  futuros  estudios  y  para  establecer 

comparaciones  con  otros  estudios  similares  en  otras  especies  rumiantes,  tanto 

domésticas como salvajes.  
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22..44..    OOTTRROOSS  GGRRUUPPOOSS  DDEE  IINNVVEESSTTIIGGAACCIIÓÓNN  QQUUEE  TTRRAABBAAJJAANN  EENN  EELL  TTEEMMAA  
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33..11..  DDEETTEERRMMIINNAACCIIÓÓNN  DDEE  LLAA  EEDDAADD  FFEETTAALL  EENN  AANNIIMMAALLEESS  DDOOMMÉÉSSTTIICCOOSS  

  

El desarrollo prenatal incluye el periodo comprendido entre la fecundación y 

el  nacimiento.  Este  periodo  involucra  en  los  individuos  una  serie  de  cambios 

morfológicos  tanto  externos  como  internos,  que  servirán  como  criterios  para 

determinar la edad de los individuos durante su vida prenatal.  

El primer trabajo referente a  la determinación de  la edad embrionaria,  fue 

realizado  por  Nichols  (1944),  quien  con  un  número  escaso  de  especímenes  de 

vacuno fijó unas tablas de crecimiento en base a  la  longitud corporal y su relación 

con el peso. 

Posteriormente, Green (1946), Postma (1947) y Mannely (1952) se sumaron 

al  estudio  de  la  determinación  de  la  edad  embrionaria  en  ovino  y  bovino, 

respectivamente. Entre ellos, destacó Postma  (1947) por establecer una estrecha 

correlación entre el periodo fetal y  la  longitud corporal en bovino, hasta una edad 

de 32 ± 4 semanas. Además, junto a estos parámetros, consideró otro criterio como 

la erupción del pelo y su crecimiento, lo que le permitió reducir el error máximo en 

la percepción de la edad a 1‐2 semanas. 

Kurnosov  et al.  (1960)  realizaron un  interesante  trabajo  sobre  la  sucesiva 

variación de los aspectos morfológicos externos en embriones y fetos bovinos. 

Singh  et  al.  (1963),  obtuvieron  unas  tablas  cronológicas  del  desarrollo 

prenatal del búfalo basadas en caracteres como peso, volumen,  longitud corporal, 

circunferencia abdominal, longitud y anchura de la cabeza y longitud de la cola. 

En 1969, Gjesdal, destacó por  la  introducción del uso de  la radiografía para 

la determinación de la edad en fetos bovinos. Para ello, se basó en tres parámetros:  

osificación  craneal,  osificación  del  esqueleto,  principalmente  metacarpo  y 

metatarso y aparición y crecimiento del pelo corporal.  

Murillo Ferroll  (1973) consideró  tres periodos dentro de  la gestación de  la 

oveja para la determinación de la edad fetal: germinal (0 a 13 días), embrionario (13 

a 34 días) y fetal (de 35 días al nacimiento). Así mismo, describió las características 
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morfológicas externas generales que presentaban los especímenes en cada uno de 

los periodos comprendidos.  

El  trabajo  de  Evans  y  Sack  (1973)  es  considerado  como  la  principal 

aportación  a  la  determinación  de  la  edad  fetal  en  animales  mamíferos.  Estos 

autores, estudiaron el desarrollo prenatal en animales domésticos y de  laboratorio 

y  formularon  una  curva  de  crecimiento  específica  para  cada  especie.  Utilizaron 

como criterio la longitud corporal, considerada la distancia entre el punto más alto 

de la cabeza y la base de la cola (crown‐rump). 

Thomsen  (1973)  estableció  una  correlación  entre  aspectos  morfológicos 

(peso,  longitud  corporal  y  circunferencia  cefálica)  y  la edad embrionaria en  fetos 

bovinos, sin llegar a mejorar la clasificación de Evans y Sack.  

Sivachelvan et al.  (1996) crearon una guía cronológica de  la edad  fetal en 

oveja y cabra utilizando características anatómicas como el estado y transparencia 

de tegumento, visibilidad y prominencia de  los vasos sanguíneos, desarrollo de  los 

genitales externos, consistencia del calvarium, aparición del pelo y erupción de  los 

dientes. Además compararon  los cambios en el  tamaño corporal para determinar 

las relaciones filogenéticas alométricas entre la oveja y la cabra. 

Este mismo año, Suzuki et al.  (1996)  indicaron que  la edad  fetal en ciervo 

podría ser establecida a partir del peso  fetal utilizando  la siguiente ecuación T=  (3 

square root of W + 2.730)/0.091. 

A  partir  de  este  momento  y  hasta  la  actualidad,  los  estudios  sobre  la 

determinación  de  la  edad  embrionaria  están  basados  en  la medida  de  distintos 

parámetros morfológicos mediante la utilización de ultrasonidos.  

Doize  et  al.  (1997)  mediante  ecografía  transrectal  establecieron  que  en 

oveja existía una mínima correlación entre el tamaño de los placentomas y la edad 

fetal, mientras  que  en  cabra,  el  tamaño  de  placentoma  podía  ser  usado  como 

indicador válido de la edad de gestación.  
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Lee et al. (2005), estudiaron la relación de la edad de gestación en cabra con 

la medida de parámetros como el diámetro de la cabeza, órbita y tronco; así como 

el eje mayor y menor del corazón. De  todos estos parámetros, observaron que el 

diámetro del tronco, el eje mayor y menor del corazón fueron  los parámetros más 

efectivos para determinar la edad fetal. 

Santiago‐Moreno  et  al.  (2005)  en muflón  y Amer  et  al.  (2008)  en  cabra, 

mediante ecografía transrectal y transabdominal midieron  la  longitud corporal y el 

diámetro biparietal para determinar la edad fetal.  

En cabra, Karent et al. (2009) y Nwaogun (2010), realizaron estimaciones de 

la  edad  embrionaria  midiendo  patrones  como  la  longitud  corporal,  tamaño  de 

placentomas, cordón umbilical y diámetro biparietal.  

La  longitud corporal ha sido el parámetro más utilizado para determinar  la 

edad fetal en diferentes especies animales. Sin embargo, el uso de este criterio para 

determinar la edad fetal mediante técnicas de ultrasonidos como la ecografía puede 

tener  limitaciones,  debido  a  la  reducción  del  campo  de  visión  en  fetos  de  edad 

avanzada.  
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33..22..  CCOOMMPPAARRTTIIMMEENNTTOOSS  GGÁÁSSTTRRIICCOOSS  DDEELL  EESSTTÓÓMMAAGGOO  DDEE  LLOOSS  RRUUMMIIAANNTTEESS  

  

33..22..11..  AAnnaattoommííaa  

El estómago de  los rumiantes ocupa casi el 75% de  la cavidad abdominal y 

junto  con  su  contenido  representa  alrededor  del  30%  del  peso  vivo  del  animal 

(Luginbuhl et al. 1983). Se encuentra dividido en cuatro compartimentos gástricos: 

rumen, retículo, omaso y abomaso. El rumen, junto con el retículo y el omaso, son 

los  compartimentos  que  preceden  al  abomaso  (compartimento  glandular),  razón 

por la cual son conocidos como compartimentos no glandulares.  

El  rumen  es  el  compartimento más  voluminoso  del  estómago  y  ocupa  la 

mitad izquierda de la cavidad abdominal. Cranealmente contacta con el diafragma y 

caudalmente  se  extiende  hasta  la  entrada  de  la  pelvis  (Schwarze,  1970).  Se 

caracteriza por tener una morfología ovoide y aplanada lateralmente.  

La  superficie  visceral  está  delimitada  externamente  por  los  surcos 

longitudinales  derecho  e  izquierdo  que  subdividen  el  rumen  en  un  saco  dorsal 

(Saccus  dorsalis)  y  otro  ventral  (Saccus  ventralis).  Estos  sacos  se  continúan  en 

dirección craneal o caudal en los profundos surcos craneal (Sulcus cranialis) y caudal 

(Sulcus  caudalis).  Un  surco  coronario  de  trayectoria  dorsal  y  ventral,  de 

conformación más débil,  separan en  cada uno de  los  sacos  ruminales en un  saco 

caudodorsal  y  caudoventral. Estos  surcos que  rodean externamente el  rumen,  se 

corresponden  con  proyecciones  internas  denominadas  pilares  ruminales  (May 

1964; Habel, 1975; Nickel et al. 1979). 

La  superficie  interna  del  rumen  está  tapizada  por  numerosas  papilas  de 

morfología  variada,  cónicas,  foliadas  y  en  forma  de  lengüeta  (Wardrop,  1961a; 

Tamate et al. 1971; Schorr y Vollmerhaus, 1976).   El tamaño y  la densidad de  las 

papilas  varían  considerablemente  según  la dieta  (Wardrop, 1961b; Tamate et al. 

1962; Ortega‐Reyes  et  al.  1992),  la  edad  (Klein  et  al.  1987;  Franco  et  al.  1992; 

Amaral et al. 2005) o hábitat del animal (Rompala et al. 1990; Beharka et al. 1998). 

Estas papilas  aumentan  la  superficie  ruminal  y  juegan un  importante papel en  la 
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absorción  de  los  ácidos  grasos  volátiles,  productos  procedentes  del metabolismo 

microbiano. El crecimiento de las papilas ruminales es estimulado por la producción 

de ácidos grasos volátiles  (Hofmann y Schnorr, 1982; Hofmann, 1989). Por  tanto, 

estas papilas son más densas y de mayor tamaño en el saco craneal, conocido como 

atrio  ruminal,  lugar donde  se produce  la  fermentación más  intensa, mientras que 

las más pequeñas se encuentran en el saco dorsal (Kamler, 2001; Neiva et al. 2006). 

La  densidad  de  las  papilas  disminuye  a  medida  que  se  acercan  a  los  pilares 

ruminales.  Las papilas  ruminales permanecen poco desarrolladas mientras que el 

animal es  lactante y aumentará rápidamente cuando el alimento sólido es  incluido 

en  su  dieta  y  comienza  la  fermentación  ruminal  (Brownlee,  1956;  Sander  et  al. 

1959).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El  retículo  representa  el  compartimento más  craneal  del  estómago  de  los 

rumiantes, tiene forma redondeada y ligeramente aplanado. Se encuentra separado 

del rumen por el pliegue rumino‐reticular. Sin embargo, este pliegue no se extiende 

por  la pared  lateral derecha del  rumen por  lo que no existe una delimitación del 

retículo  y  rumen  por  ese  lado.  En  consecuencia,  esta  separación  anatómica 

incompleta y  las similitudes funcionales del retículo y rumen, hacen que estos dos 

compartimentos  sean  considerados  con  una  solo  unidad  funcional,  la  unidad 

rumino‐reticular (Habel, 1973, Kitamura et al. 1986). En su región dorsal, el retículo 

Imagen 3. Papilas ruminales distribuidas sobre la 
superficie interna del rumen de cabra 
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se comunica con el esófago a través del cardias y por la región ventral, con el omaso 

por medio del orificio retículo‐omasal. El espacio proyectado desde el cardias hasta 

el orificio retículo‐omasal constituye una estructura anatómica, el surco reticular, es 

una derivación que conecta el esófago con el abomaso (Scala and Maruccio, 2012). 

Las dimensiones de este surco oscilan entre los 15‐20 cm de largo en los bovinos  y 

entre los 7‐12 cm en los pequeños rumiantes (Krahmer, 1982). 

La superficie interna del retículo presenta un relieve en forma de panal y con 

aspecto  de  red  que  corresponde  a  las  denominadas  celdas  reticulares  (Clauss, 

2010). Estas celdas, de cuatro a  seis  lados,  se encuentran delimitadas por crestas 

reticulares  primarias.  Cada  celda  esta  subdividida  por  crestas  secundarias  y 

terciarias  y  tanto  las  crestas  como  el  suelo  de  las  celdas  están  tapizadas  por 

pequeñas papilas (May, 1964; Habel, 1975; Nickel et al. 1979). Se considera que las 

crestas  reticulares  y  las  celdas  en  nido  de  abeja,    juegan  un  papel  en  el 

almacenamiento de agua, y ayudan a  triturar  los alimentos groseros mediante  las 

contracciones.  Estas  estructuras  también  están  directamente  implicadas  en  el 

mecanismo de  separación de partículas, al actuar como  trampas que  retienen  las 

partículas más gruesas de alimentos y evitan su paso hacia el omaso  (Hofmann y 

Schnorr, 1982) o permitir que las partículas de menor densidad sean dirigidas hacia 

el omaso durante las contracciones (Reid, 1985).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  Imagen 4. Celdas reticulares en la mucosa del retículo 
de cabra 
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La altura de las crestas reticulares y la profundidad de las celdillas reticulares 

varía considerablemente entre  las especies y representa una adaptación a  la dieta 

de  los  rumiantes  (Clauss  et  al.  2010).  Así,  Hofmann  (1973)  determinó  que  los 

herbívoros  (grazers)  tienen en general crestas  reticulares de mayor altura que  los 

animales  selectores  de  concentrado  (concentrate  selectors).  La  razón  funcional 

sugerida para  esta observación  es que  las  especies  rumiantes de  tipo herbívoros 

tiene un contenido ruminal más fluido, por  lo que  las crestas reticulares de mayor 

altura  provocan  un  cierre más  completo  de  la  luz  reticular  que  beneficia  que  el 

retículo pueda rápidamente volver a llenarse de contenido ruminal para seleccionar 

partículas. Por el contrario,  los rumiantes de tipo selectores de concentrado, cuyo 

contenido  ruminal  es más  viscoso,  necesitan  que  el  cierre  de  la  luz  reticular  sea 

incompleto  para  retener  parte  del  fluido  y  realizar  la  separación  de  partículas 

(Clauss et al. 2010). 

El  omaso  se  caracteriza  por  tener  una  forma  ovoide,  comprimida 

lateralmente  y  con  dos  curvaturas  o  extremidades,  una  mayor  y  otra  menor 

(Chandrasekar  et  al.  1993).  Este  compartimento  ocupa  una  posición  profunda 

dentro  de  la  cavidad  abdominal  y  ninguna  de  sus  caras  está  en  contacto  con  la 

pared  del  abdomen,  estando  completamente  cubierto  por  el  hígado  en  el  lado 

derecho. El omaso se comunica con el retículo y abomaso por los orificios retículo‐

omasal y el omaso‐abomasal, respectivamente (Harfoot, 1978). 

La característica más distintiva del interior de este compartimento es el gran 

número de láminas que se proyectan desde la curvatura mayor con los bordes libres 

paralelos hacia la curvatura menor. Estas láminas se extienden longitudinalmente y 

disminuyen  gradualmente  de  tamaño  desde  el  orificio  reticulo‐omasal  al  orificio 

omaso‐abomasal (Yamamoto et al. 1993, 1994; Dyce et al. 2002). Son clasificadas 

de acuerdo a su tamaño en  láminas de primer, segundo, tercer y cuatro orden. El 

área de  superficie ofrecida por  las  láminas omasales  sugiere que el omaso es un 

órgano de absorción (Phillipson, 1982). La superficie lateral de las láminas omasales 

está  tapizada  de  papilas  córneas  que  varían  en  tamaño  y  morfología  según  la 

región.  Garden  y  Scott  (1971)  distinguieron  tres  formas  diferentes  de  papilas: 
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papilas cónicas, las más comunes y situadas en la superficie lateral; papilas rugosas 

y largas en los bordes libres de las láminas y papilas de morfología unguliforme y de 

pequeño tamaño en las cercanías del orificio retículo‐omasal.  

El abomaso es un saco alargado que se ubica a la derecha y ventralmente en 

la cavidad abdominal. Su cara parietal se relaciona con el suelo del abdomen y su 

cara visceral con el retículo y el omaso (Sisson, 1974).  

La  superficie  interna  del  abomaso  se  dobla  en  crestas  longitudinales  o 

pliegues.  Estos  pliegues  recorren  craneocaudalmente  y  de  forma  oblicua  toda  la 

superficie del abomaso, comenzando al final del omaso donde son de mayor altura 

y disminuyendo hacia  la parte pilórica. El número de pliegues puede variar entre 

especies,  siendo de 13‐14 en bovino, 13‐15 en ovino  y entre 16  y 17 en  caprino 

(Ellenberger y Baum, 1912).  

 

 

33..22..22..  HHiissttoollooggííaa  

La  estructura  histológica  de  la  pared  de  los  compartimentos  gástricos  del 

estómago de los rumiantes comprende cuatro capas: mucosa, submucosa, muscular 

y serosa. 

Imagen 6. Pliegues longitudinales en la 
mucosa abomasal 

Imagen 5. Láminas omasales de diferentes 
tamaños tapizadas con papilas córneas en 

el omaso de cabra 
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La mucosa  se  compone  de  un  epitelio,  una muscular  de  la mucosa  y  una 

lámina propia.  El  rumen,  retículo  y omaso  se  caracterizan por  tener una mucosa 

tapizada por un epitelio  estratificado plano queratinizado y aglandular (Scala et al. 

2011).  Este  epitelio  se  organiza  en  cuatro  capas  definidas:  estrato  basal,  estrato 

espinoso,  granuloso  y  córneo  (Stevens  y Marshall,  1970;  Vallejo  y  Colmenares, 

1972). El estrato basal está  formado por células cilíndricas dispuestas en una sola 

capa; el estrato espinoso  por células de morfología poliédrica; el estrato granuloso, 

compuesto por células aplanadas con gránulos de queratohialina en su citoplasma y 

el estrato córneo, el más superficial, se encuentra constituido por células aplanadas 

carentes  de  núcleo  y  que  pueden disponerse  en  un  número  de  capas  que  oscila 

entre una y veinte (Neiva et al. 2006; Scala et al. 2011).  

La mucosa de los compartimentos no glandulares (rumen, retículo y omaso) 

presenta  complejas  estructuras  en  su  superficie,  representadas  por  las  papilas 

ruminales, crestas  reticulares y  láminas omasales  (Yamamoto et al. 1998).   Todas 

ellas se constituyen como evaginaciones de la lámina epitelial y están formadas por 

un  esqueleto  de  tejido  conjuntivo  procedente  de  la  lámina  propia.  La  lámina 

omasal, además del tejido conectivo tiene en su eje central una delgada muscular 

de la mucosa. Autores como Yamamoto et al. (1991) describen en la lámina omasal 

tres capas musculares: una  intermedia, procedente de  la capa  interna de  la túnica 

muscular y dos capas  laterales consideradas como ampliaciones de  la muscular de 

la mucosa. 

 Imagen 7. Papilas ruminales distribuidas 
en la mucosa del rumen 

Imagen 8. Crestas reticulares en la 
mucosa del retículo 



El desarrollo prenatal del estómago de cabra 

26 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El epitelio estratificado plano de los compartimentos no glandulares cambia 

bruscamente  a  simple  cilíndrico  y  glandular  en  el  abomaso.  La  superficie  del 

abomaso  está  provista  de  pequeñas  depresiones  o  invaginaciones  denominadas 

criptas  gástricas,  que  se  continúan  con  las  glándulas  gástricas.  La  mucosa  del 

abomaso se divide en tres regiones distintas, designadas de acuerdo a los diferentes 

tipos de glándulas presentes: cardias,  fundus y píloro  (Age et al. 2008). La  región 

glandular  cardial  se  sitúa  en  la  abertura  circular  omaso‐abomasal.  Las  glándulas 

cardiales  son  ramificadas,  glomeruladas  y  tubulares,  abriéndose  en  las  criptas 

gástricas. La región glandular fúndica, está provisto de glándulas tubulares rectas y 

ramificadas. Estas glándulas constan de un cuello, cuerpo y base (Aage et al. 2007). 

En  ellas  se  distinguen  cuatro  tipos  celulares:  células mucosas  del  cuello,  células 

principales, células parietales y células argentafines. En  la región glandular pilórica 

se encuentran glándulas ramificadas y más cortas que en el resto de las regiones.  

El  epitelio  se  asienta  sobre  una  lámina  propia,  constituida  por  tejido 

conjuntivo fibroso con fibras de colágeno, elásticas y reticulares (Kressin y Sommer, 

1996; Age et al. 2008).  

La muscular de  la mucosa es una  fina capa de  fibras musculares  lisas. Esta 

muscular  de  la mucosa  está  ausente  en  el  rumen  (Ramkrishna  y  Tiwari,  1979; 

Kitamura et al. 2003), y en el retículo se encuentra situado en el extremo superior 

Imagen 9. Láminas omasales de 
diferentes tamaños en la mucosa omasal 
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de  los  pliegues  reticulares  como  haces  aislados  de  fibras  musculares  lisas.  La 

inexistencia de la muscular de la mucosa en el rumen y su falta parcial en el retículo 

hace que no exista una separación definida entre la lámina propria y submucosa en 

estos dos compartimentos gástricos.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La mucosa descansa sobre una submucosa conformada de tejido conectivo 

fibroso, fibras de colágeno y proteínas de elastina al igual que la lámina propia. 

La túnica muscular está constituida por dos  fascículos de  fibras musculares 

lisas: un fascículo interno con fibras musculares en disposición circular y un fascículo 

externo con fibras musculares orientadas  longitudinalmente (Ramkrishna y Tiwari, 

1979).  

La  serosa  está  compuesta  por  tejido  conjuntivo  laxo  cubierta  por  un 

mesotelio. En esta capa se encuentran vasos sanguíneos, vasos linfáticos y nervios. 

En general en  la pared de cada uno de  los compartimentos se  localizan dos 

plexos nerviosos correspondientes a  la  inervación  intrínseca del aparato digestivo. 

El primer plexo, plexo mienterico o de Auerbach se localiza entre los dos fascículos 

de  fibras  musculares  lisas  de  la  túnica  muscular  y  controla  la  movilidad  de  la 

musculatura.  El  segundo  plexo,  denominado  plexo  submucoso  o  de Meissner  se 

localiza  en  la  capa  submucosa  y  es  el  responsable  de  la  sensibilidad  de  la  zona 

Imagen 10. Criptas y glándulas gástricas 
en la mucosa del abomaso 
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(Furness y Costa, 1987). En el rumen, la red de plexos submcuoso es irregular y los 

nervios  se entrecruzan unos con otros por  la pared  reticular. El plexo  submucoso 

reticular  consiste en una  red que  se  sitúa  tanto en  la pared  como en  las  crestas 

reticulares. Y en el omaso, este plexo se divide en dos segmentos, uno sublaminar y 

otro intralaminar (Yamamoto et al. 1995). 

 

33..22..33..  OOrrggaannooggéénneessiiss  ee  hhiissttooggéénneessiiss  

El  estudio  del  estómago  de  los  rumiantes  ha  sido  objeto  de  interés  para 

dilucidar diferentes aspectos referentes al origen de  los compartimentos gástricos, 

así como para conocer la morfogénesis e histogénesis de cada uno de ellos.  

Los  primeros  trabajos  relativos  al  desarrollo  anatómico  prenatal  del 

estómago  de  rumiantes  fueron  realizados  por  Martín  (1933)  y  se  refieren 

fundamentalmente al bovino.  

Diversos  estudios  consideraron  que  los  tres  primeros  compartimentos 

gástricos,  el  rumen,  retículo  y  omaso  se  desarrollaban  como  dilataciones  del 

esófago, cubiertas con el mismo tipo de epitelio estratificado escamoso encontrado 

en ese mismo órgano  (Ellenberger, 1884, Edelman, 1889, Zimmerman/Sal, 1894, 

Oppel, 1896). El abomaso en los rumiantes se correspondía al estómago simple de 

los mamíferos.    Sin  embargo,  Stoss  (1892)  y  Karl  (1915)  en  el  ovino  y  Zimmerl 

(1900)  en  el  bovino,  sugieren  el  origen  unitario  de  los  cuatro  compartimentos  a 

partir de un primordio fusiforme.  

En bovino, Pernkopf  (1931) publicó datos que apoyaban  la concepción del 

origen no esofágico de  los  tres primeros compartimentos gástricos. Afirmó que el 

revestimiento  del  estómago  no  era  específico  ni  estaba  asociado  a  una  forma 

definida el estómago. Estos resultados fueron apoyados por Lambert (1948), quien 

señaló  la existencia de una dilatación ovoide en embriones bovinos de 0,7  cm. A 

partir  de  dicha  dilatación,  se  desarrollaba  el  rumen,  retículo,  omaso  y  abomaso. 

Además, no observó ninguna constricción que separara el esófago del estómago, ni 

de la que pudiera diferenciarse el rumen, retículo y omaso.  
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Warner (1958), destacó que el esófago se mantuvo como un tubo uniforme 

sin expansiones durante el desarrollo del estómago de  rumiantes y que no había 

ninguna contribución del esófago en la formación de cualquier parte del estómago 

de estas especies. 

Debido  a  la  similitud  en  el  epitelio,  Tamate  (1956)  dedujo  que  los  tres 

primeros  compartimentos  gástricos  se  formaban  a  partir  de  una  saculación 

esofágica.  Esta misma  aportación,  fue  realizada  por  Schawrtz  (1977)  en  su  libro 

“Embriología animal comparada” señalando que  los tres segmentos anteriores del 

estómago  de  los  rumiantes  provenían  del  esófago mientras  que  el  abomaso  se 

correspondía con el verdadero estómago.  

Mutoh y Wakuri (1988) señalaron en fetos caprinos que los compartimentos 

gástricos  se desarrollaban en principio  como un estómago  simple a partir de una 

parte del esófago que se extendía dorsalmente. 

El desarrollo embriológico de cada uno de  los compartimentos gástricos es 

variable  respecto  a  la  longitud  corporal  de  embriones  y  fetos  de  cada  especie 

animal.  En  la  especie  caprina,  la  diferenciación  de  los  cuatro  compartimentos 

gástricos fue señalada por Molinari y Jorquera (1988) en un periodo comprendido 

entre 2,44 a 3,18 cm. Mutoh y Wakuri (1988) en esta misma especie, indicaron que 

el rumen, omaso y abomaso aparecían en embriones caprinos de 1,29 cm CRL, y el 

retículo en  individuos de 1,33 cm CRL. El desarrollo  fetal del estómago de bovino, 

fue  relativamente  rápido.    Los  cuatro  compartimentos  gástricos  pudieron 

distinguirse a los 2,4 cm según lo descrito por Church (1974) y a los 1,3 cm CRL por 

Vivo et al. (1990). La aparición de  los cuatro compartimentos ocurrió a  los 2,6 cm 

CRL  en ovino (Franco et al. 1992, 1993b, c, d). En especies rumiantes salvajes como 

el  búfalo,  Panchamukhi  et  al.  (1975)  describieron  los  cuatro  compartimentos 

gástricos claramente definidos en fetos de 2,5 cm CRL. En ciervo, esta diferenciación 

ocurría a  los 4,5 cm CRL descrita por Franco et al. (2004a, b) en   rumen y retículo, 

por Redondo et al. (2005) en omaso y por Masot et al. (2007a) en abomaso.  
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Los  esbozos  de  los  compartimentos  gástricos  antes  de  comenzar  su 

desarrollo  sufren una  serie de desplazamientos: el  rumen y el  retículo giran para 

localizarse en posición dorsal e izquierda, el omaso, hacia la derecha y centralmente 

y  el  abomaso  hacia  la  parte  izquierda.  Tras  un  periodo  de  desarrollo  y 

diferenciación,  principalmente  de  los  sacos  ciegos  y  de  los  surcos  y  pilares  del 

rumen,  el  abomaso  se  vuelve  a  desplazar  para  situarse  en  el  lateral  derecho, 

girando  a  la  par  sobre  su  propio  eje  transversal.  Tras  esos  movimientos,  el 

estómago  pluricavitario  queda  dispuesto  en  su  típica  forma  de  herradura  y  sólo 

necesita de su diferenciación para tomar la forma definitiva en el neonato (Michel y 

Schwarze, 1970; Molinari y Jorquera, 1988; Vivo et al. 1990).  

Conjuntamente  con  el  desarrollo  externo,  se  produce  el  desarrollo  de  la 

mucosa de  los compartimentos gástricos. Los estudios  sobre  la histogénesis de  la 

mucosa  se  basan  fundamentalmente  en  el  desarrollo  de  las  estructuras 

características  de  cada  compartimento,  representando  una  especificidad  unida 

íntimamente a la función de cada uno de ellos.  

En  estudios  sobre  el  epitelio  de  los  compartimentos  gástricos  destaca 

Warner  (1958), quien describió en embriones bovinos de 1,9  cm CRL, un epitelio 

embrionario que consistía en 2 a 4 capas de células que era difícil determinar si se 

trataba  de  un  epitelio  estratificado  verdadero  o  pseudoestratificado.  En  el 

abomaso, observó que el epitelio simple columnar aparecía en embriones de 5 cm 

CRL.  Fath  El‐Bab  et  al.  (1983) mostraron  que  el  epitelio  del  estómago  de  fetos 

ovinos de 1,3 cm CRL era pseudoestratificado. Esto también fue descrito por Asari 

et al. (1985), quienes observaron en el abomaso de fetos bovinos de 2,3 cm CRL un 

epitelio  de  tipo  pseudoestratificado  que  cambiaba  a  epitelio  simple  columnar  en 

embriones de 13‐14 cm CRL.  

 La estratificación del epitelio en  los estratos basal y granuloso fue descrita 

en  bovino  por  Arias  et  al.  (1978)  a  los  tres meses  de  gestación.  Pachamukhi  y 

Srivastava    (1979,  1980,  1982)  y  Osman  y  Berg  (1981a,  b;  1982a)  en  fetos  de 

búfalos señalaron estos estratos a los 3,2 cm y a los 9 cm CRL, respectivamente. En 

oveja  (Franco et al. 1992, 1993c, d; Regodón et al. 1996) a  los 2,6 cm CRL   y en 
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ciervo (Franco et al. 2004a, 2004b; Redondo et al. 2005; Masot et al. 2007b) a los 

4,5 cm CRL   fueron descritas dos zonas claramente definidas en  la  lámina epitelial, 

una  basal  oscura  correspondiente  al  estrato  basal  y  otra  apical  clara,  que  se 

correspondía al estrato granuloso.  

Esta  primera  disposición  en  estratos  se  ve  completada  a  lo  largo  del 

desarrollo prenatal por el estrato córneo y estrato espinoso. En caprino, Molinari y 

Jorquera  (1988)  señalaron  su  diferenciación  en  embriones  de  28,3  cm  CRL.  En 

oveja,  la  aparición de estos dos estratos  fue descrita  al nacimiento por Wardrop 

(1961a) a  los 10  cm CRL y   21  cm CRL por Del Rio Ortega  (1973) y Franco et al. 

(1992,  1993c,  d),  respectivamente.  En  el  vacuno,  también  fueron  señalados  al 

nacimiento por Asari et al. (1981) y Vivo et al. (1990). En rumiantes salvajes, como 

el ciervo,  el estrato lúcido espinoso apareció a los 21 cm CRL en el rumen y omaso 

(Franco et al. 2004a; Redondo et al. 2005) y a los 36 cm CRL  en el retículo (Franco 

et al. 2004b). En esta misma especie, el estrato córneo aparecía a los 36 cm CRL  en 

el rumen y retículo (Franco et al. 2004a, b) y a los 8 cm CRL en el omaso (Redondo 

et al. 2005). En búfalo, Tiwari y Jamdar (1979) describieron el estrato espinoso y  el 

córneo  al  nacimiento,  pero  sin  mencionar  un  estrato  lúcido.  Panchamukhi  y 

Srivastaba  (1979, 1980, 1982), en embriones de búfalo de 74 cm CRL, observaron 

un epitelio estratificado plano no cornificado similar al de adulto. 

El  desarrollo  de  la  lámina  epitelial  de  los  compartimentos  gástricos  se 

acompañó  de modificaciones  en  su  superficie,  con  la  aparición  de  los  pilares  y 

papilas  ruminales,  crestas  reticulares,  láminas  omasales  y  pliegues  del  abomaso. 

Michel y Schwarze, (1970) observaron que las primeras estructuras en desarrollarse 

eran  las  láminas omasales, después  los pliegues del  abomaso,  a  continuación  las 

crestas del retículo y finalmente las vellosidades del rumen.  

Los pilares  ruminales aparecieron como proyecciones papiliformes hacia  la 

luz que dividían  internamente al órgano en diversos sacos  (Habel, 1975; Nickel et 

al. 1979). La  formación de estos pilares  fueron descritos en embriones de caprino 

en un periodo comprendido entre  los 3,18 y 7,5 cm CRL por Molinari y  Jorquera 

(1988). En ovino,  los pilares fueron descritos a  los 3 cm y a  los 4,7 cm por Del Rio 
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Ortega  (1973)  y  Franco  et  al.  (1992),  respectivamente.    En  vacuno,  Vivo  et  al. 

(1990)  señalaron  la  aparición  de  estas  estructuras  en  embriones  de  2,5  cm.  En 

especies salvajes, Franco et al. (2004a) en ciervo, observaron los pilares a los 4,5 cm 

CRL.  En  búfalo,  Osman  y  Berg  (1981a)  identificaron  la  primera  incidencia  de  la 

formación de los pilares en fetos de búfalo de 17 cm CRL. 

    Las papilas ruminales fueron descritas como evaginaciones del estrato basal 

del epitelio hacia la luz ruminal (Franco et al. 1992; Franco et al. 2004a). En caprino, 

Ramkrishna y Tiwari  (1979) describieron  las papilas  ruminales a  los 12,7 cm CRL. 

También  en  cabra,  Molinari  y  Jorquera  (1988)  lo  hicieron  en  el  periodo 

comprendido entre 14,9 a 28,3 cm CRL. En ovino, Del Río Ortega  (1973) señaló  la 

diferenciación  de  las  papilas  a  los  5  cm  CRL  siendo  coincidentes  con  las  crestas 

reticulares  y  los  pliegues  abomasales.  Fath  El‐Bab  et  al.  (1983),  describió  la 

formación de estas estructuras a  los 30  cm CRL,  involucrando en  su desarrollo el 

estrato basal, la membrana basal y la lámina propia. Franco et al. (1992) observaron 

las papilas ruminales en esta misma especie a los 11,5 cm CRL. En vacuno, Arias et 

al. (1978) estudiaron la pared ruminal desde los 3 meses de edad fetal hasta los 60 

días postnatales y señalaron que  las papilas ruminales aparecían en embriones de 

24  cm  de  longitud  y  sufrían  un  acelerado  crecimiento  hasta  los  50‐60  cm.  Sin 

embargo,  estos  autores  no  describieron  las  papilas  ruminales  como  entidades 

separadas e independientes hasta el nacimiento. Amasaki y Daygo (1987) también 

en bovinos, indicaron su diferenciación a los 37,5 cm. Vivo et al. (1990) describieron 

pequeñas papilas ruminales en fetos bovinos de 24 a 30 cm CRL. En ciervo, Franco 

et al. (2004a), señalaron  la formación de  las papilas ruminales a  los 21 cm CRL. En 

búfalo, destacaron las observaciones de Panchamukhi y Srivastava (1979), quienes 

indicaron  que  las  papilas  ruminales  empezaban  a  mostrarse  a  los  25  cm  CRL, 

alcanzando  la  cuarta  parte  de  la  altura  epitelial  a  los  32  cm CRL  para  llegar  a  la 

superficie a los 50 cm y sobresalir hacia  la  luz a  los 74 cm CRL. También en búfalo, 

Osman y Berg (1981a) señalaron la diferenciación de las primeras papilas ruminales 

a los 17 cm CRL. 
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    Las  celdas  reticulares  fueron  formadas  como  resultado  del  crecimiento  y 

desarrollo de  las  crestas  reticulares primarias  (Masot et al. 2007b). En  la especie 

caprina, Ramkrishna y Tiwari  (1979) señalaron  las primeras crestas a  los 11,5 cm. 

Molinari  y  Jorquera  (1988),  también  en  cabra,  indicaron  la  diferenciación  de  las 

crestas primarias en un periodo  comprendido entre  los 14,9  a 28,3  cm CRL  y  las 

crestas secundarias entre  los 28,3 a 35 cm CRL. En ovino, Fath El‐Bab et al. (1983) 

describieron  las  crestas  primarias  a  los  24  cm,  las  secundarias  a  los  30  cm  y  las 

papilas  en  la  superficie  de  las  crestas  primarias  a  los  24,5  cm CRL.  Franco  et  al. 

(1993c) también en ovino, señalaron la diferenciación de las crestas primarias a los 

15  cm CRL,  las  secundarias  y  las papilas  córneas  a  los 21  cm CRL.  En bovino,  las 

crestas reticulares fueron observadas por primera vez en fetos de 15‐16,5 cm CRL y 

la formación completa de las celdillas a los 62 a 95 cm (Vivo et al. 1990). En ciervo, 

Franco et al.  (2004b) describieron  las crestas primarias y secundarias a  los 9,6 cm 

CRL  y 21 cm CRL  respectivamente. Además, indicaron que para la formación de las 

celdillas,  las  crestas  reticulares  primarias  requerían  dos  tipos  de  crecimiento: 

“crecimiento  longitudinal  desde  la membrana  basal  hacia  la  superficie  epitelial  y 

crecimiento transversal o expansión de las crestas adyacentes para unirse unas con 

otras  y  formar  las  celdas”  (Franco  et  al.  2004b; Masot  et  al.  2007b).  En  búfalo, 

Panchamukhi  y  Srivastava  (1980)  señalaron  a  los  14  cm  las  crestas  reticulares 

primarias, a los 25,5 cm las secundarias y además observaron crestas terciarias a los 

50  cm CRL.  En  la misma  especie, Osman  y Berg  (1981b)  describieron  las  crestas 

reticulares  a  los  9  cm  CRL,  como  evaginaciones  de  la  zona  basal  de  la  lámina 

epitelial. 

  En relación a las láminas omasales, la mayoría de los autores describieron cuatro 

tamaños diferentes y por tanto cuatro órdenes distintos. Sin embargo, la cronología 

de aparición de  los diferentes órdenes  laminares varió entre  las distintas especies 

animales.  En  cabra,  Ramkrishna  y  Tiwari  (1979)  señalaron  la  aparición  de  las 

láminas de primer orden a  los 14,6 cm y el resto de órdenes fue evidenciado a  los 

32,5 cm CRL. Molinari y Jorquera (1988) también en la misma especie, identificaron 

láminas de primer orden entre  los 3,18 y 7,4 cm y  las de segundo orden entre  los 
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7,5 y 14,9 cm CRL. Nwaogu et al. (2008), describieron láminas omasales de primer, 

segundo y  tercer orden en  fetos caprinos a mitad de gestación. En ovino, Del Río 

Ortega  (1973)  describió  a  los  3  cm  CRL  las  primeras  láminas,  a  los  5  cm  las 

segundas, a los 6,5 cm las terceras y a los 7 cm las cuartas láminas omasales. Señaló 

además, la formación de las papilas córneas en la superficie de las láminas a los 13, 

5 cm. Lubis y O´shea  (1978) también centraron sus estudios en  la mucosa omasal 

de  fetos  ovinos,  distinguiendo  cuatro  categorías  de  láminas,  en  la  que  el  primer 

orden aparecía en fetos de 2,5 cm, el segundo a los 3,5 cm, el tercero a los 4,4 cm y 

el cuarto a los 11 cm CRL. Años más tarde, Fath El‐Bath et al. (1993) señalaron que 

el primer,  segundo y  tercer orden aparecían a  los 8 cm CRL y el cuarto orden de 

lámina a los 19 cm CRL. Además describieron la formación de papilas córneas a los 

39, 3 cm en todos los órdenes laminares, excepto en el cuarto. Franco et al. (1993d) 

describieron  las primeras, segundas,  terceras y cuartas  lámina omasales a  los   2,6 

cm, 4, 7 cm y 11 cm CRL, respectivamente. Vivo et al. (1990) en el ganado vacuno 

determinaron en fetos de 3 a 3,3 cm CRL las láminas de primer orden; de 4,2 a 4,8 

cm CRL las de segundo orden; de 5,5‐6,5 cm CRL el tercer orden y entre los 9,5‐11,5 

cm el cuarto orden. En especies rumiantes salvajes, como el ciervo, Redondo et al. 

(2005)  señalaron  al  igual  que  en  otras  especies  domésticas,  cuatro  órdenes  de 

láminas omasales, a los 4,5; 7,2; 8; 19 cm CRL, respectivamente. La existencia de un 

quinto orden de  lámina omasal fue descrito al nacimiento en especies como cabra 

(Toner et al. 1971), oveja (Wardrop, 1961a) y vacuno (Vivo et al. 1990). En búfalo, 

Osman y Berg (1982b) observaron un quinto orden a los 32 cm CRL.  

  El  abomaso,  estructura  correspondiente  con  el  compartimento  glandular  del 

estómago de los rumiantes, mostró características idénticas al estómago simple de 

las  especies  monogástricas  (Nickel  et  al.  1973).  El  desarrollo  histológico  del 

abomaso  en  fetos  caprinos  fue  estudiado  por  Kamel  et  al.  (1987),  quienes 

describieron en embriones de 8 cm CRL un abomaso con pliegues y tapizado por un 

epitelio columnar pseudoestratificado. Lee et al. (1994) en cabras nativas de Corea, 

identificaron  la transformación de un epitelio simple columnar a  los 13 cm CRL. En 

ovino, Franco et al. (1993b), observaron un cambio de epitelio pseudoestratificado 
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a epitelio simple cilíndrico a los 13,5 cm. Xiao‐guang (2010), señaló en fetos ovinos 

de  3  cm  CRL  un  epitelio  simple  columnar  en  el  compartimento  glandular.  La 

transición de un epitelio pseudoestratificado a epitelio simple cilíndrico fue descrita 

también en fetos bovinos de 13‐14 cm CRL por Asari et al.  (1985). En esta misma 

especie, Vivo  et  al.  (1990),  indicaron  esta  transformación  epitelial  en  el  periodo 

entre  9,5‐11,5  cm  CRL.  En  cuanto  a  las  especies  salvajes, Masot  et  al.  (2007a) 

describieron en abomaso de ciervo un epitelio pseudoestratificado a los 4,5 cm CRL, 

que pasaba a  ser epitelio  simple cilíndrico a  los 8 cm CRL. En búfalo, Singh et al. 

(2007) señalaron la presencia de un epitelio estratificado columnar en fetos de 5,5 

cm que se transformaba en epitelio simple columnar en la región fúndica y pilórica 

entre los 11,2 y 14,7 cm CRL. 

  En relación a  la diferenciación de  las glándulas gástricas, en  la especie caprina 

Kamel et al.  (1987) describieron su  formación a  los 25 cm CRL y a  los 33 cm CRL 

diferenciaron  en  ellas  las  células  parietales,  principales  y  mucosas  profundas. 

Molinary  y  Jorquera  (1988),  situaron  su  aparición  en  embriones  de  cabra  en  el 

periodo  comprendido  entre  28,3  a  35  cm  CRL.  Lee  et  al.  (1994)  describieron  la 

formación de  las criptas y glándulas gástricas a  los 90 días de gestación y además 

diferenciaron entre células mucosas, parietales y principales en esta misma edad. 

En ovino, Franco et al. (1993b) señalaron que  las glándulas gástricas empezaban a 

aparecen a los 15 cm CRL. Xiao‐guang (2010) también en la especie ovina, describió 

el desarrollo de las glándulas a los 30 cm CRL. En fetos bovinos, Asari et al. (1985), 

identificaron  las  glándulas  gástricas  a  los  16‐18  cm  CRL  y  las  células mucosas  y 

principales  a  los  43‐45  cm  y  58‐65  cm  CRL,  respectivamente. Vivo  et  al.  (1990), 

observaron  las glándulas en fetos bovinos de 62‐95 cm CRL. En  la especie cervuna, 

Masot et al. (2007a) describieron las glándulas gástricas a los 21 cm CRL.  

  La  diferenciación  de  la  lámina  propia,  submucosa  y  túnica muscular  fue 

descrita a partir del tejido blástico pluripotencial en fetos bovinos a  los 4,2‐4,7 cm 

(Vivo et al. 1990), en  fetos ovinos de 6 cm  (Franco et al. 1992, 1993b, c, d) y en 

fetos de ciervo de 4,5 cm (Franco et al. 2004a, b; Redondo et al. 2005; Masot et al. 

2007a). La lámina propia formada por células de pequeño tamaño y forma alargada 
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y fusiforme aparecía mezclada con la submucosa al no existir muscular de la mucosa 

en el rumen (Osman y Berg, 1981a; Franco et al. 1992; Franco et al. 2004a) y en el 

retículo (Franco et al. 1993c; 2004b). La submucosa aparecía más fibrosa y delgada 

que  la  lámina propia (Ramkrishna y Tiwari, 1979).Esta  lámina propia se  introducía 

en  los  lugares  invaginados  de  la  zona  basal  de  la  lámina  epitelial  para  formar  el 

núcleo central de las papilas ruminales (Osman y Berg, 1981a; Franco et al. 1992), 

crestas  reticulares  (Franco et al. 1993c, 2004b) y  láminas omasales  (Franco et al. 

1993d, Redondo et al. 2005). En el interior de las láminas omasales también fueron 

halladas  fibras  musculares  lisas,  que  conformaban  la  muscular  de  la  mucosa 

(Redondo et al. 2005). 

La muscular de la mucosa fue descrita como una capa constituida por fibras 

musculares  lisas  procedentes  del  fascículo  interno  de  la  túnica  muscular  que 

aparecía en el retículo de búfalo a los 50 cm CRL (Osman y Berg, 1981b), en oveja a 

los  32  cm  CRL  (Franco  et  al.  1993c)  y  en  ciervo  a  los  36  cm  CRL  (Franco  et  al. 

2004b).  En  el  omaso  y  abomaso  de  ciervo,  la  muscular  de  la  mucosa  fue 

diferenciada a los 7,2 cm CRL (Redondo et al. 2005; Masot et al. 2007a). En oveja, 

esta capa fue descrita en el omaso y abomaso en individuos de 7 cm CRL (Franco et 

al. 1993b, d). 

  La  túnica  muscular  fue  descrita  como  una  capa  de  mioblastos  en  las 

primeras etapas embrionarias,  y  a medida que  avanzaba el periodo de  gestación 

aparecía  constituida  por  dos  fascículos:  uno  interno  con  fibras  orientadas  en 

dirección circular y otro externo con dirección longitudinal (Vivo et al. 1990; Franco 

et al. 1992; Redondo et al. 2005; Masot et al. 2007a).  

Cada uno de  los  compartimentos del estómago de  los  rumiantes  apareció 

cubierto por una  serosa. Esta  lámina  fue descrita en especies  rumiantes  como el 

vacuno  (Vivo  et  al.  1990),  el  ovino  (Franco  et  al.  1992,  1993b,  c,  d)  y  el  ciervo 

(Franco et al. 2004a, b; Redondo et al. 2005; Masot et al. 2007a) como una capa de 

tejido  conjuntivo  laxo  cubierto  por  un mesotelio,  en  la  que  se  podría  encontrar 

vasos sanguíneos, nervios e incluso algunos adipocitos.  
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33..33..  AANNÁÁLLIISSIISS  IINNMMUUNNOOHHIISSTTOOQQUUÍÍMMIICCOOSS  

 

La  utilización  de  técnicas  inmunohistoquímicas  ha  abierto  una  nueva  era 

para  la  histología  e  histopatología  veterinarias.  Estas  técnicas  son  usadas 

fundamentalmente  en  el  diagnóstico  de  patrones  tumorales  y  para  conocer  la 

función de las células en relación a su origen y potencial de diferenciación. Además, 

el  estudio  inmunohistoquímico  permite  conocer  la  expresión  celular  relacionada 

con  el  desarrollo  embriológico  y  la maduración  de  tejidos,  de  gran  interés  en  la 

organogénesis y morfogénesis.  

La  aplicación  de  estas  técnicas  inmunohistoquímicas  en  el  estudio 

histomorfogénico  del  estómago  de  rumiantes  permite  conocer  la  naturaleza, 

origen,  presencia  y  evolución  durante  la  vida  intrauterina  de  los  diferentes  tipos 

celulares que conforman las estructuras tisulares de cada compartimento gástrico.  

En el siglo XIX, Heidenkaium y Pavlov, describieron que la actividad funcional 

del  tracto  gastrointestinal  estaba  regulada  por  dos  mecanismos:  nervioso  y 

hormonal.  Ceccarelli  et  al.  (1995)  señalaron  también  que  el  proceso  digestivo 

estaba  estrechamente  relacionado  con  el  funcionamiento  del  sistema 

neuroendocrino  difuso.  Por  tanto,  la  marcación  inmunohistoquímica  de  células 

nerviosas, endocrinas y células neuroendocrinas tiene un gran interés para conocer 

la funcionalidad del estómago. 

 

33..33..11..  MMaarrccaaddoorreess  ddee  ccéélluullaass  eennddooccrriinnaass  

En  el  aparato  digestivo  se  encuentran  células  endocrinas  entremezcladas 

con células nerviosas, capaces de elaborar diversas hormonas. Estos tipos celulares 

se engloban dentro del  Sistema Neuroendocrino Difuso  (SNED).  Estas  células  son 

capaces  de  captar  los  precursores  de  aminas,  lo mismo  que  descarboxilar  a  los 

aminoácidos, por  lo que  reciben  el nombre de  células APUD,  acrónimo de  inglés 

“Amine Precursor Uptake and Decarboxylation”, término introducido por Pearse et 

al.  (1976).  Las  células  APUD  producen  más  de  35  péptidos.  Algunos  de  estos 
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péptidos reguladores gástricos están contenidos exclusivamente en células de tipo 

endocrino  (péptido  inhibitorio gástrico, gastrina, glucacón,  insulina), mientras que 

otros han  sido  identificados en  células neuronales  (sustancia P,  colecistiquinina  y 

somatostatina). 

Los  péptidos  hormonales  gastrointestinales  tienen  especial  importancia 

durante la vida prenatal y neonatal, y son indicadores de la participación de algunos 

tipos  de  células  endocrinas  en  la  regulación  del  crecimiento  y morfogénesis  del 

tracto gastrointestinal (Larsson 1977, 2000; Guilloteau et al. 2006).  

La  mucosa  del  estómago  está  provista  de  diferentes  tipos  de  células 

endocrinas. Entre ellas, destacan  la gastrina, una de  las hormonas más  importante 

en el sistema endocrino gastrointestinal. La gastrina fue descubierta por Edkins en 

1905  y  determinada  su  configuración  molecular  por  Gregory  y  Tracy  (1964). 

Además,  fue  catalogada  como el más potente estimulante de  secreción ácida del 

estómago (Jain y Samuelson, 2006). Esta hormona es sintetizada y almacenada en 

las células G que se localizan en la parte pilórica del estómago y en menor medida 

es producida en el intestino delgado y grueso (Konda et al. 1999).  

Anderson et al. (1975) determinaron que existía asociación entre  la subida 

de  los niveles de gastrina en  sangre  con determinadas parasitosis gástricas  como 

Ostertagia circumcita en la oveja. En fetos de ratón, Larsson (1977) detectó gastrina 

y somatostatina mediante inmunofluorescencia a los 19 y 20 días de gestación en el 

antro  pilórico.  Utilizando  esta  misma  técnica,  Tobe  et  al.  (1979)  estudiaron  la 

distribución de gastrina en órganos digestivos de perro, gato y hombre detectando 

células inmunorreactivas frente a la gastrina sólo en el antro pilórico y duodeno.  

Bunnet  y  Harrison  (1979),  determinaron  la  presencia  y  localización  de 

células productoras de gastrina en el  tracto digestivo de ovinos adultos mediante 

inmunofluorescencia  indirecta  (IFI) y utilizando como anticuerpo primario gastrina 

de  cerdo  obtenida  en  conejo.  La  distribución  de  dichas  células  fue  similar  a  la 

descrita  anteriormente  por  McGuigan  (1968)  en  el  estómago  de  porcino  y 
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humanos. Se detectaron además células específicas  inmunorreactivas en  las zonas 

más profundas de las criptas de Lieberkühn de intestino delgado.  

Shulkes et al. (1981) abordaron en sus  investigaciones  la ontogénesis de  la 

hormona  gastrina,  a  partir  de  plasma  sanguíneo  de  fetos  ovinos  con  edades 

comprendidas  entre  los  100  días  de  gestación  hasta  el  nacimiento  y  16  días 

postparto. Encontraron niveles bajos de 8±1 fm/ml a los 101‐110 días; ascendieron 

de  forma constante hasta  los 38±5fm a  los 141‐145 días y 90±13  fm/ml a  los 1‐5 

días postparto; para  finalmente descender a  los 6‐10 días postnacimiento, cuando 

se detectaron valores de 38±5  fm/ml. En 1982, estos autores  concluyeron que  la 

gastrina  era  estable  en  el  contenido  gástrico  fetal,  pero  rápidamente  se 

metabolizada  cuando  el  contenido  gástrico  se  hacía  más  ácido,  por  otro  lado, 

establecieron que  las concentraciones de esta hormona en plasma siempre fueron 

más altas en el jugo gástrico debido precisamente al hecho anterior. 

En porcinos adultos, Rawdon y Andrew (1981) determinaron la presencia de 

células productoras de gastrina en  la región pilórica, duodeno e  íleon mediante  la 

técnica de la peroxidada‐antiperoxidasa (PAP). Destacaron la región pilórica como la 

zona con una mayor concentración de células, siendo por el contrario el intestino, la 

zona con menor número de células.  

Haciendo  referencia  a  la  distribución  de  células  endocrinas  gastro‐

intestinales  en  ovinos  adultos,  destaca  el  estudio  de  Caligansan  et  al.  (1984), 

quienes mediante análisis  inmunohistoquímicos,  señalaron  la existencia de nueve 

tipos  diferentes  de  células  endocrinas,  de  las  cuales  las  productoras  de 

somatostaina, gastrina y glucagón fueron localizadas en el abomaso. Dichas células 

(de morfología oval o piramidal) productoras de gastrina, eran más numerosas en la 

región  pilórica,  donde  se  localizaron  diseminadas  a  lo  largo  de  toda  la  superficie 

mucosa, menos numerosas en duodeno, más escasa en yeyuno y apenas existente 

en íleon.  
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Ito et al. (1985) determinaron la existencia de distintas células endocrinas en 

las  vellosidades  intestinales  productores  de  gastrina,  secretina,  somatostatina  y 

colecistoquinina mediante la técnica PAP. 

Kitamura et al. (1985), estudiaron  la distribución regional de  las principales 

células endocrinas en el tracto gastrointestinal de 12 bovinos Holstein, clasificados 

en cuatro grupos de edad postnacimiento: 3 días, 1‐2 meses, 3‐4 meses y más de 1 

año. Para ello, obtuvieron muestras de fondo, cardias y píloro abomasales y de  las 

distintas asas intestinales. Utilizaron la técnica PAP y el antisuero específico gastrina 

humana  sintética  (GP‐1304)  y  somatostatina para el análisis  inmunohistoquímico. 

Establecieron,  en  términos  generales,  una  relación  inversa  entre  la  edad  y  el 

número de células endocrinas detectadas, y detectaron que en el abomaso era  la 

región  pilórica  donde  quedaban  confinadas  las  células  productoras  de  gastrina, 

apareciendo éstas en menor número que las de somatostatina en vacas adultas, al 

contrario que ocurría en terneras.  

Alison (1989), detectó  las primeras células productoras de gastrina a  los 14 

días de gestación en el intestino delgado de embriones porcinos y a los 16 días en la 

región  pilórica.  Avila  et  al.  (1989),  investigando  el  papel  que  desempeñaba  la 

gastrina en el desarrollo del  tracto gastrointestinal de  la oveja, durante  la última 

mitad  de  gestación  obtuvieron  mediante  análisis  de  radioinmunoensayo  (RIA), 

niveles de gastrina de 19 pmol/l  en sangre de fetos a los 135 días de gestación.  

Kitamura et al. (1990) identificaron mayor número de células de gastrina en 

la porción inicial del intestino delgado (duodeno proximal); y un escaso número de 

células  fueron  encontradas  en  la  porción  terminal  de  un  mamífero  insectívoro 

(Suncus murinus). 

Franco  et  al.  (1993a) midieron  concentraciones  de  gastrina  en  plasma  y 

realizaron  un  estudio  inmunohistoquímico  en  fetos  de  oveja.  En  plasma,  las 

concentraciones  de  gastrina  fueron  detectadas  a  los  69  días,  incrementando  sus 

niveles  hasta  el  nacimiento, mientras  que  en  tejidos,  las  células  productoras  de 

gastrina aparecieron a  los 69  y 77 días de gestación en duodeno  y antro pilórico 
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respectivamente. Además, no identificaron células inmunorreactivas a gastrina en el 

cardías, ciego, colon y recto.  

En 1999, Lucini et al. estudiaron la distribución de las células endocrinas en 

diferentes edades en el búfalo.  Identificaron  células de gastrina a  los 5 meses de 

edad  en  el  intestino  delgado.  Además,  señalaron  que  las  poblaciones  de  células 

endocrinas disminuían a medida que aumentaba la edad de los individuos.  

Dall´Aglio  et  al.  (1999)  identificaron  células  positivas  frente  a  gastrina, 

serotonina,  somatostatina y colecistoquinina en el  tracto gastrointestinal de  fetos 

de gamos entre las 11 y 17 semanas de vida prenatal.  

Soehartono  et  al.  (2002)  investigaron  los  posibles  cambios  en  células 

endocrinas en el abomaso de  terneros vagotomizados. Hallaron que estas  células 

disminuían  en  los  animales  vagotomizados  en  comparación  con  los  animales  del 

grupo  control.  Además  sugirieron  que  el  nervio  vago  tenía  gran  influencia  en  la 

regulación  intrínseca  del  sistema  mediante  el  control  de  células  endocrinas. 

Agungpriyodo  et  al.  (2000),  detectaron  mediante  el  método  de  avidita‐biotina 

peroxidada células de gastrina en el píloro y en menor cantidad en el duodeno de 

Babyrousa babyrussa (Suidae). 

Kitamura  et  al.  (2001),  estudiaron  la  aparición  y  desarrollo  de  las  células 

productoras de proquimosina y pepsinógeno en el abomaso de ovejas desde edades 

fetales hasta adultos mediante  inmunohistoquímica. La proquimosina aparecía por 

primera  vez  en  las  glándulas  gástricas  en  fetos  de  100  días  de  gestación.  La 

intensidad y distribución de proquimosina aumentaba gradualmente con el avance 

de  la gestación y su  inmunorreavitividad fue más  intensa en corderos de 3 días de 

edad.  

En  el  estudio  comparativo  entre  oveja  y  ciervo,  Franco  et  al.  (2011) 

señalaron  la presencia de células neuroendocrinas en el rumen de  fetos de ciervo 

de 8 cm CRL  (97 días, 35% de gestación) y en  fetos ovinos de 20 cm CRL  (81 días, 

54%  gestación).  A  estas mismas  edades  fueron  detectados  en  el  retículo  de  las 

mismas especies (Franco et al. 2012). En el omaso de ciervo, Redondo et al. (2011) 
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identificaron  células  neuroendocrinas marcadas  con  enolasa  específica  neuronal 

(NSE)  a  los  4,5  cm  CRL  (67  días,  25%  de  gestación). Masot  et  al.  (2007a)  en  el 

abomaso de ciervo indicaron la presencia de células neuroendocrinas mediante NSE 

a los 4,5 cm (67 días, 25% de gestación) y las células productores de gastrina fueron 

observadas a los 21cm CRL (142 días, 50% de gestación), incrementando su número 

a medida que avanzaba la desarrollo.  

  

33..33..22..  MMaarrccaaddoorreess  ddee  ccéélluullaass  gglliiaalleess  

Además  de  células  nerviosas,  en  el  sistema  nervioso  entérico  se  localizan 

células de la glía, que son elementos de soporte en los ganglios entéricos, similares 

a  los  astrocitos  del  sistema  nervioso  central  (Gabella  1971)  y  diferentes  de  las 

células  Schwann  del  sistema  nervioso  periférico  (Geboes  y  Colins,  1998).  Estas 

células  gliales  son  positivas  a  la  proteína  ácida  fibrilar  glial‐GFAP  (Scharrer  1990; 

Von  Boyer  et  al.  2004)  y  vimentina‐VIM  (Lazarides,  1980),  siendo  esta  última 

proteína, un marcador de células mesenquimales (Franke et al. 1979).  

Jessen y Mirsky (1983) estudiaron  las células gliales mediante  la marcación 

con GFAP  y  VIM  en  ratones  recién  nacidos. Detectaron  inmunorreactividad  para 

ambos  marcadores  en  ganglios  miéntericos  y  submucosos  del  intestino.  Sólo 

inmunorreactividad  para  VIM  fue  encontrada  en  el  tejido  conectivo  de  la  pared 

intestinal,  incluida  la serosa, submucosa y mucosa. Estos autores basándose en  la 

morfología y estructura molecular sugirieron que  las células gliales entéricas y  los 

astrocitos podrían compartir funciones que no eran llevadas a cabo ni por las células 

de Schwann ni por las células satélites.  

Nada  y  Kawana  (1988)  en  el  colon  y  recto  de  rata  encontraron 

inmunorreactividad frente a GFAP en los plexos mientéricos y con menos frecuencia 

en  los plexos submucosos. La  inmunorreactividad  frente a S‐100  fue  localizada en 

todas  las  capas  del  intestino  y  en  los  nervios  perivascular  de  la  submucosa.  La 

variedad  en  la  localización  de  estas  dos  proteínas  hizo  suponer  que  existían  dos 

tipos de células de soporte, un primer tipo llamado células de glía, que podrían ser 
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originadas a partir de los nervios centrales y positivos a GFAP y S‐100 y un segundo 

tipo, llamado células de Schwann, que podrían ser originadas de las crestas neurales 

y positivas frente a S‐100.  

Balaskas  y  Gabella  (1998)  en  embriones  de  pollo,  detectaron 

inmunorreactividad  frente  a  GFAP  en  células  ganglionares  de  proventrículo, 

duodeno e íleon a los 4,5 días de incubación.  

Franco  et  al.  (2011)  y  Franco  et  al.  (2012)  en  el  estudio  comparativo  de 

ciervo y oveja en los compartimentos ruminal y reticular, observaron células gliales 

positivas a GFAP a los 21 cm CRL (142 días, 50% de gestación) en ciervo y a los 31.5 

cm  (112  días,  75%  gestación)  en  oveja.  Estos  mismos  autores  detectaron  la 

presencia de  células gliales  inmunorreactivas a VIM en etapas más  tempranas de 

gestación, a los 4 (67 días ,25% gestación) en el rumen y retículo de ciervo y a los 8 

cm (52 días, 35% ,5 cm gestación) en el rumen y retículo de oveja. En el omaso de 

ciervo, Redondo et al. (2005) señalaron células gliales positivas a GFAP y VIM a los 

4,5 cm CRL (67 días, 25% de gestación), al igual en el abomaso de ciervo (Masot et 

al. 2007a). 

 

33..33..33..  MMaarrccaaddoorreess  ddee  iinneerrvvaacciióónn  ppeeppttiiddéérrggiiccaa  

Los mecanismos nerviosos que  intervienen en  las funciones motoras de  los 

compartimentos gástricos están controlados no sólo por el sistema nervioso central, 

sino por un elaborado sistema nervioso entérico (Ruckebusch, 1989), a través de la 

combinación de neurotransmisores de excitación e inhibición (Kitamura et al. 1986; 

Groenewald,  1994;  Brookes,  2001;  Pfannkuche  et  al.  2002;  Pfannkuche  et  al. 

2004).  

Los  neuropéptidos  actúan  como  neurotransmisores  en  las  neuronas 

entéricas (Cooke 1986; Mawe et al. 1989; Scharrer 1990). La marcación mediante 

técnicas  inmunohistoquímicas  de  estos  neuropéptidos  permite  el  estudio  de  la 

compleja estructura del sistema nervioso entérico.  
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Con  el  objetivo  anterior,  Jessen  et  al.  (1980)  estudiaron  la  anatomía  y 

funcionalidad de los plexos ganglionares del sistema nervioso entérico mediante la 

detección de péptido intestinal vasoactivo (VIP) y sustancia P (SP) mediante técnicas 

inmunohistoquímicas.  Abundantes  fibras  nerviosas  positivas  a  VIP  fueron 

detectadas  en  las  células  ganglionares  del  plexo mientérico,  capa  longitudinal  y  

circular  de  la  túnica muscular  y  escasas  fibras  en  la  submucosa.  También  fueron 

detectadas  fibras  nerviosas  positivas  a  SP  en  el  plexo  mientérico  y  con  mayor 

densidad que para VIP.  

Lindh  et  al.  (1986)  utilizaron  anticuerpos  como  neuropeptido  Y  (NPY), 

somatostatina (SOM), VIP y polipéptido HI para detectar neuronas peptidérgicas en 

los  ganglios mientéricos. De  todos  ellos,  encontraron  que  un  65%  de  las  células 

ganglionares eran positivas a NPY, mientras que las células inmunorreactivas a SOM  

representaban el 25%.  

Kitamura et al.  (1986) estudiaron  la distribución de  los nervios en el surco 

reticular  y  en  los  compartimentos  ruminal  y  reticular  de  ternero  y  de  adultos 

mediante  inmunodetección  por  SP,  VIP,  leucina  encefalina  (LENK),  polipéptido 

liberador  de  gastrina  (GRP),  SOM  y  enolasa  neuronal  específica  (NSE). 

Inmunorreactividad  frente  a NSE,  SP, VIP,  LENK  y  SOM  fue detectada en  fibras  y 

cuerpos  nerviosos,  mientras  que  GRP  fue  localizada  solo  en  fibras  nerviosas. 

Además, la inmunorreactividad fue mayor en terneros que en animales adultos. En 

cuanto a la localización, el surco reticular fue la región con mayor densidad de fibras 

y  cuerpos  nerviosos,  con  respecto  al  rumen  y  retículo.    Kitamura  et  al.  (1993), 

determinaron  fibras  nerviosas  y  cuerpos  nerviosos  inmunurreactivos  frente  a 

sustancia P en la lámina propia de rumen, retículo y omaso, así como en las papilas 

ruminales,  reticulares  y  láminas  omasales  de  terneros  y  adultos.  Además  fueron 

detectadas, aunque con poca frecuencia, fibras nerviosas intraepiteliales en rumen 

y retículo.  

Wathuta (1986) detectó fibras nerviosas inmunorreactivas frente a VIP, SP y 

bombesina distribuidas en  la mucosa, submucosa, túnica muscular y plexos de  los 
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compartimentos gástricos no glandulares, abomaso e intestino delgado y grueso de 

oveja.  

Timmermans  et  al.  (1990)  detectaron  fibras  nerviosas  inmunorreactivas 

frente a NPY y VIP en el plexo submucoso, muscular de  la mucosa y  lámina propia 

del intestino del cerdo.  

Yamamoto et al. (1993), identificaron en el omaso de oveja, fibras nerviosas 

inmunorreeactivas  frente  a  SP  y  encefalina  (ENK)  en  la  capa muscular  externa, 

mientras que fibras positivas frente a VIP, NPY y GFAP fueron observadas en la capa 

muscular  interna  de  la  túnica muscular.  Fibras  nerviosas  positivas  frente  a  estos 

péptidos también fueron observadas en las papilas y láminas omasales.  

Groenewald  (1994) determinó  la  funcionalidad de  los ganglios mientéricos 

en el rumen, retículo, omaso y abomaso de cordero mediante  la presencia de VIP, 

SOM,  NPY,  SP,  ENK,  neurotensina  y  calcitonina.  La  inmunorreactividad  fue  de 

moderada  a  alta  para  SOM,  SP  y  VIP  en  el  rumen,  retículo,  omaso  y  baja  en  el 

abomaso, mientras  que  para  calcitonina, NPY  y  ENK  fue  de moderada  a  baja  en 

todos los compartimentos gástricos. 

Balemba et al. (1999) examinaron el sistema nervioso entérico en yeyuno e 

íleon  de  terneros  mediante  VIP.  Detectaron  inmunorreactvidad  en  las  fibras 

nerviosas  de  los  plexos  nerviosos,  así  como  en  el  fascículo  interno  de  la  túnica 

muscular.  Además,  fue  observada  inmunorreactividad  frente  a  VIP  en  los  plexos 

nerviosos,  tejido  conectivo  perivascular,  fascículo  interno muscular  y  pilares  del 

rumen. En el abomaso, se identificó su presencia en los plexos nerviosos pero no en 

el tejido conectivo perivascular.  

Pfannkuche  et  al.  (2002)  estudiaron  la  inervación  intrínseca  en  las  capas 

musculares  del  abomaso  en  bovinos  mediante  la  inmunodetección  de 

acetilcolintransferasa  (ChAT),  óxido  nitrico  (NOS)  y  NSE.  Concluyeron  que  la 

inervación colinérgica excitatoria era predominante en ambas capas musculares del 

abomaso,  pero  que  el  fascículo  muscular  circular  recibe  inervación  colinérgica 

excitatoria  e  inhibitoria  nitrogénica,  mientras  que  el  fascículo  longitudinal  era 
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inervado por vías colinérgicas. Finalmente concluyeron que el patrón de inervación 

era diferente a la musculatura gástrica de monogástricos.  

Zitare et al.  (2013)  señalaron que NPY  jugaba un  importante papel en  las 

funciones  del  sistema  digestivo  de  ciervo.  Identificaron  este  neuropeptido  en  la 

túnica muscular del rumen y del intestino de dicha especie.  

Münnich  et  al.  (2008)  analizaron  las  diferencias  en  la  inervación  ruminal 

intrínseca entre especies rumiantes de diferentes hábitos alimenticios (cabra, gamo, 

oveja y vaca) mediante análisis  inmunohistoquímico con ChAT, NOS, VIP, NPY, SP, 

calbidina (CALB) y SOM. Los resultados sugirieron que el rumen de vaca y oveja bajo 

control colinérgico era más fuerte que el del resto de las especies.  

La inmunodetección de neuropeptidos durante la vida prenatal fue llevada a 

cabo por Wathura y Harrison (1987) en el tracto digestivo de la oveja. Estos autores 

detectaron inmunorreactivdad para VIP a los 70 días de gestación en los plexos del 

esófago y preestómagos e inmunorreactividad para SP a los 50 días de gestación en 

los  plexos  miéntericos  y  submucosos  de  los  compartimentos  no  glandulares  y 

abomaso.  

En  fetos  bovinos,  Stallcup  et  al.  (1990)  observaron  una  reacción 

inmunohistoquímica de NADPH2R en epitelio, lámina propia y muscular del rumen, 

mientras que fosfatasa alcalina fue confirmada en epitelio y vasos sanguíneos de la 

lámina propia ruminal.  

También  en  especies  rumiantes  salvajes  como  el  ciervo,  Franco  et  al. 

(2004a) detectaron en rumen fibras nerviosas inmunorreactivas frente a VIP y NPY a 

los 8 cm CRL (97 días, 35% gestación). En las mismas edades, Franco et al. (2004b) 

detectaron estos péptidos en el retículo de ciervo. En omaso de esta misma especie, 

Redondo et al. (2005) detectaron VIP y NPY a los 21 cm (142 días, 50% gestación), 

al igual que en el abomaso (Masot et al. 2007a). 

 



REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

47 
 

  33..44..  AANNÁÁLLIISSIISS  EESSTTRRUUCCTTUURRAALLEESS  MMEEDDIIAANNTTEE  MMIICCRROOSSCCOOPPÍÍAA  EELLEECCTTRRÓÓNNIICCAA  

DDEE  BBAARRRRIIDDOO  

 

El  primer  trabajo  encontrado  sobre  la  estructura  de  los  compartimentos 

gástricos  mediante  microscopía  electrónica  de  barrido  fue  llevado  a  cabo  por 

Gardner y Scott (1971). Estos autores estudiaron la superficie del omaso en la oveja 

y observaron que las laminas omasales variaban en tamaño, y estaban adjuntas a la 

curvatura mayor.  Los  bordes  libres  de  estas  láminas  contenían  papilas  con  tres 

morfologías diferentes:  largas  con  forma  cónica  y punta  afilada  y queratinizadas, 

pequeñas  de  forma  cónica  con  punta  redondeada  y  otras  en  forma  de  clavija. 

Además, en la superficie de estas papilas fueron visibles desprendimientos celulares 

procedentes de la capa córnea.  

 Este mismo  año,  Scott  et  al.  (1973)  centraron  sus  investigaciones  en  la 

morfología  papilar  de  rumen,  retículo  y  omaso  en  ovejas  adultas.  En  rumen,  las 

papilas mostraban  distinta morfología,  variando  desde  pequeñas  lengüetas  hasta 

grandes  estructuras  alargadas  y  foliadas,  quedando  delimitadas  por  profundos 

surcos  más  marcados  en  uno  de  los  dos  lados  de  la  papila.  Por  otro  lado,  la 

superficie  reticular mostraba  un  aspecto  a modo  de  panel  debido  a  las  gruesas 

paredes de las crestas que delimitan las celdillas. En el interior de estas celdillas se 

hallaban papilas, con un aspecto más foliado que las papilas ruminales. Por último, 

en  el  omaso  se  evidenciaron  papilas  cónicas,  a  lo  largo  de  la  superficie  de  las 

láminas, si bien también podían detectarse papilas con morfología más triangular y 

de mayor tamaño que las observadas en retículo. 

Posteriormente, McGavin et al.  (1976)  relacionaron  la  interacción entre  la 

dieta alimenticia y la morfología de las papilas ruminales en bovinos. De tal forma, 

que analizaban muestras ruminales de 20 terneros neonatos que eran alimentados, 

con  dieta  láctea;  y  cuatro  diferentes  tipos  de  raciones,  compuesta  de  alimentos 

groseros. Ocho de los animales fueron sacrificados a las cuatro semanas de vida y el 

resto a  las seis. En el primer grupo, aparecían papilas delgadas y con morfología a 
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modo de  lengua, mientras que en el segundo,  las papilas eran de menor  tamaño, 

redondeadas y con signos de paraqueratosis.  

En  este  sentido,  Hentges  et  al.  (1966)  observaron  que  al  añadir  harina 

obtenida a partir de  cítricos a  la dieta,  las papilas  ruminales aparecían de menor 

tamaño y con un tinte más oscuro de  lo habitual. Nockels et al. (1966) detectaron 

papilas  ruminales  irregulares  en morfología,  de  longitud  mayor  de  lo  normal  y 

exceso  de  pigmentación  o  disminución  en  grosor  del  estrato  granuloso,  en 

situaciones anormales de la dieta en ovinos. 

Amasaki  y  Daygo  (1988)  analizaron mediante microscopía  electrónica  de 

barrido los cambios que sucedían en la mucosa ruminal de fetos bovinos a lo largo 

del desarrollo.  Estos  autores observaron  las papilas  ruminales por primera  vez  al 

quinto mes de gestación, participando en su formación  la  lámina propia. También, 

observaron gránulos de queratohialina en las células más superficiales de la mucosa 

a partir del quinto mes de gestación.  

Franco et al. (1989) analizaron mediante microscopía electrónica de barrido, 

la  evolución  estructural  del  complejo  rumino‐reticular  ovino  relacionada  con  la 

edad (neonato y adulto) y subsecuentemente con  la dieta, “base determinante del 

crecimiento de papilas ruminales y crestas reticulares”. 

Agungpriyono  et  al.  (1995)  en  su  estudio  sobre  el  estómago  del  ratón 

venado (Tragalus  javanicus) observaron en  la superficie reticular cresta reticulares 

primarias y secundarias. En la región basal de estas crestas se encontraban grandes 

papilas cónica corneas. Las papilas ruminales mostraban una morfología en  forma 

de lengüeta. 

Yamamoto  et  al.  (1998)  en  cabra  observaron  que  las  papilas  ruminales 

estaban  distribuidas  por  todas  la  superficie  del  rumen.  Estas  papilas  tenían 

morfología foliada o filiforme.  

En 2004, Graham y Simmons, estudiaron la superficie epitelial del rumen en 

bovino.  En  las  papilas  se  observaron  células  en  proceso  de  desprendimiento 

procedentes del estrato  córneo. Concluyeron que  la  capa más externe de  células 
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queratinizadas  es  probable  que  actuara  como  una  barrera  de  permeabilidad 

epitelial.  

El‐Gendy  et  al.  (2010)  estudiaron  el  omaso  de  cabras  adultas  mediante 

microscopía electrónica de barrido. Describieron la superficie del omaso cubierta de 

papilas distribuidas por  toda  la  región. En el orifico  reticulo‐omasal se observaron 

papilas largas, cónicas y queratinizadas, mientras que en la parte craneal del omaso 

las papilas eran de menor tamaño y en forma de gancho. El tamaño y la densidad de 

la distribución de las papilas descendía a medida que las láminas se acercaban hacia 

el orifico omaso‐abomasal.  

Garcia  et  al.  (2012)  examinaron  mediante  microscopía  electrónica  de 

barrido el rumen en fetos caprinos desde los primeros estadios embrionarios hasta 

el  nacimiento.  Observaron  que  en  edades  tempranas  de  gestación  (38  días)  la 

mucosa ruminal aparecía lisa y sin fenómenos de descamación y no fue hasta los 50 

días  de  gestación  cuando  se  hacían  evidentes  las  papilas  ruminales. Un  año más 

tarde,  García  et  al.  (2013)  también  en  la  especie  caprina  estudiaron  la mucosa 

omasal. Describieron que a  los 38 días de gestación podían observarse pequeños 

pliegues  longitudinales  en  la  superficie  de  dicho  compartimento,  los  cuales  se 

correspondían  con  las  láminas  omasales  de  primer  orden.  A  los  85  días  de 

gestación,  los  cuatro  órdenes  de  láminas  omasales  eran  visibles  en  toda  la 

superficie.  
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33..55..  AANNAALLIISSIISS  MMAATTEEMMÁÁTTIICCOOSS..  AAPPLLIICCAADDOOSS  AALL  CCRREECCIIMMIIEENNTTOO  YY  

DDEESSAARRRROOLLLLOO  FFEETTAALL  

 

La  realización de análisis morfométricos  resulta esencial para  todo  trabajo 

basado en la evolución en el tiempo de cualquier tipo de elemento. En este sentido, 

cabe destacar la importancia que tiene la morfometría para estudios como éste, en 

el  que  se  describe  el  desarrollo  del  órgano  gástrico  desde  las  primeras  etapas 

embrionarias hasta el nacimiento.  

El crecimiento y el desarrollo son procesos biológicos íntimamente unidos y 

dependientes del tiempo. Por ello, cabe expresar matemáticamente estos procesos 

mediante modelos matemáticos, que de acuerdo con Thornley y France (2007), no 

es  sino  una  ecuación  o  un  conjunto  de  ecuaciones  que  representa  el 

comportamiento de un sistema. 

Las curvas de crecimiento reflejan  la  interrelación entre  los  impulsos de un 

individuo a  crecer y madurar en  todas  las partes del  cuerpo y el entorno en que 

estos  impulsos se expresan. El término, curva de crecimiento por  lo general evoca 

una  curva  sigmoidea  que  representa  una  secuencia  de  medidas  en  relación  al 

tiempo  (Fizthugh,  1976).    Se  trataría de un modelo dinámico  en  el que  el  factor 

tiempo  permite  explicar  la  evolución  de  los  sucesos  que  acontecen  durante  el 

transcurso de la vida intrauterina.  

  Fizthugh  (1976)  señaló  que  los  objetivos  principales  de  las  curvas  de 

crecimiento eran descriptivos y predictivos. Además,  las características específicas 

de  los  datos  y  objetivos  determinaban  el  método  de  elección  de  la  curva  de 

crecimiento.  Las  bases  principales  para  la  elección  de  la  curva  eran  tres: 

interpretación biológica de los parámetros, bondad del ajuste para los datos reales 

y dificultad computacional que variaba con la elección de la función. 

  Una característica común de los modelos de crecimiento es que cada uno de 

ellos  utiliza  dos  parámetros  biológicamente  relevantes.  El  primer  parámetro 

establecía la posición individual (o grupo) en la población general del tamaño a una 
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edad  (Brinks  et  al.  1964;  Taylor  y  Craig,  1965;  Brown  et  al.  1973).  El  segundo 

parámetro se refiere a  la  tasa de crecimiento en relación con el  tamaño corporal. 

Además, algunos como Brody (1945) nombran un tercer parámetro que se utilizaba 

para dividir la curva de crecimiento en dos etapas: aceleración e inhibición durante 

las cuales la velocidad de crecimiento incrementaba o descendía, respectivamente.  

El crecimiento de  los rumiantes en su fase embrionaria según Roux (1990), 

es de  tipo exponencial, ajustándose a  la  función W= a et, en  la que W es el peso 

esperado  al  tiempo  t,  a  la  estimación  del  peso  inicial  (huevo  fecundado)  y  t  el 

tiempo transcurrido de gestación. 

El  crecimiento  global  de  un  individuo,  desde  la  concepción  a  su  estado 

adulto,  adopta  una  curva  sigmoidea  (Sotillo  y  Vigil,  1978).  Sin  embargo,  se  han 

propuesto diferentes modelos, entre  los que destaca Brody (1945), quien propone 

la siguiente ecuación para  la  fase  inicial del crecimiento: W= a ekt, donde W es el 

peso esperado al tiempo t, a la estimación del peso inicial, k la constante específica 

del modelo y t el tiempo. Para la fase de crecimiento retardado propone la  fórmula 

W=  a  (1‐ce‐kt),  en  la que W  es el peso  esperado  al  tiempo  t,  c  y  k  constantes, a 

estimación del peso final y t tiempo.  

Este modelo  ha  resultado  ser  francamente  fecundo,  al  dar  lugar  a  otros 

derivados. Así Von Bertalanffy (1957) propone un modelo similar: W = a (1‐c e‐kt)a 

siendo W el peso esperado al tiempo t, a, c y k, constantes y t el tiempo; que puede 

simplificarse en la siguiente expresión: W = (1‐e‐t)a.  

Los modelos revisados hasta el momento siguen un modelo de desarrollo en 

función del tiempo, cuyos parámetros pretenden tener una explicación  fisiológica. 

Sin embargo, existe una  familia de modelos de tipo polinómico que responde a  la 

fórmula genérica: 

W = a0 + a1 t+ a 2t
2 + a3 t

3 +…..an t
n 

Estos modelos son de tipo empírico, y con difícil explicación fisiológica de los 

parámetros obtenidos. En  cualquier  caso, el peso  inicial W0 = a0, ya que  si  t=0 el 

resto de la expresión pierde validez; los puntos de inflexión a lo largo de la curva, a 
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su vez, vienen determinados por el signo y valor de los parámetros a1, a2, ….an en su 

interacción con el  tiempo. Este  tipo de modelo, de acuerdo con Causton y Venus 

(1981), es de fácil ajuste en contraposición con los previamente estudiados. 

Respecto al orden del polinomio utilizado, Hurd  (1977)  indica que no debe 

superarse  el  cuarto  orden  si  se  quieren  evitar  ajustes  no  deseables  por  su 

extremada sensibilidad a los cambios en los datos experimentales y, en definitiva, la 

obtención  de  respuestas  espúreas.  Fitzhugh  (1976)  señaló  previamente  que  el 

modelo polinómico realizaba siempre el mejor ajuste, sin embargo, los parámetros 

estimados no eran biológicamente interpretativos.  

Huxley  (1932) propuso el  concepto de alometría,  siendo una  comparación 

entre el crecimiento de una parte frente al crecimiento global del  individuo. Dicha 

alometría  se  expresa  a  través  del  coeficiente  de  alometría  k,  obtenido  de  la 

siguiente fórmula: W = a tk, en la que W es el peso de la parte, a y k constantes y t el 

tiempo.  De  esa  forma,  cuando  los  ritmos  de  crecimiento  (parte  y  todo)  son 

equiparables,  se habla de  crecimiento  isométrico  (k= 1). Por otro  lado,  cuando  la 

parte crece más velozmente que el todo se habla de alometría positiva (k > 1), en el 

caso contrario, alometría negativa (k<1). 

Si  bien  existen  autores  que,  mediante  la  aplicación  de  programas 

matemáticos,  correlacionan  dos  o  más  variables.  Sin  embargo,  son  escasos  los 

trabajos  que  presentan  y  aplican  series  completas  de  datos  cuantitativos  al 

crecimiento  embrionario  a  lo  largo  de  todo  el  periodo  gestacional,  y  ninguno 

considera el crecimiento en grosor de  las distintas capas  tisulares que  integran  la 

víscera gástrica en los rumiantes (Vivo, 1987). 

Church et al. (1962), a partir de 10 corderos de edades comprendidas entre 

7  y  34  días,  y  sacrificados  a  intervalos  de  una  semana,  establecieron  análisis  de 

correlación entre  los pesos de  los compartimentos gástricos a  las distintas edades 

consideradas.  Mostraron  que  el  crecimiento  en  los  rumiantes  está  altamente 

correlacionado con el crecimiento reticular (r2= 0,96), de forma significativa con el 

crecimiento omasal (r2= 0,77) mientras que y con el abomaso esta relación es más 
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baja  (r2=  0,38).  Por  otro  lado,  la  regresión  del  crecimiento  gástrico  con  la  edad, 

indica  que  el  crecimiento  durante  los  periodos  observados  (7‐34  días)  fue 

esencialmente  lineal  y  apuntan  que  las  ecuaciones  de  predicción  para  el 

crecimiento reticular y ruminal son respectivamente: y= 0,42x + 8,22 e y= 3,03x + 

4,55, en la que y son miligramos de peso y x los días. 

Goedloed  (1972)  en  sus  investigaciones  sobre  el  crecimiento  corporal 

embrionario en ratas, propuso un modelo de crecimiento cuya curva consistía en la 

asociación de dos rectas. La primera de estas rectas, de gran pendiente, cubre un 

periodo de crecimiento exponencial, probablemente debido al constante ritmo de 

división celular, no viéndose influida la velocidad de crecimiento por los cambios de 

situación durante este periodo. Aunque  llega un momento en que se suceden, de 

forma  secuencial  ciertos  cambios  en  el  ritmo  de  crecimiento,  que  provocan  una 

disminución en la pendiente.  

Sbarbati (1979) estimó, mediante técnicas morfométricas, el incremento de 

volumen que sufrían el estómago e intestino con el tiempo en embriones de ratón. 

Señaló  la existencia de un  ritmo  constante hasta el nacimiento en el  crecimiento 

específico del intestino, mientras que el específico del estómago decrecía de forma 

constate con el tiempo.  

En relación con la víscera gástrica Fukaya et al. (1979), realizaron un estudio 

morfométrico en fetos bovinos y neonatos basado en la observación de sus moldes 

obtenidos  mediante  la  introducción,  vía  esofágica,  de  resinas  sintéticas.  Las 

medidas  fueron  conseguidas  a partir de  la  longitud de distintos  ángulos  y planos 

trazados  a  través  del  eje  longitudinal  de  rumen,  omaso  y  abomaso.  Entre  sus 

conclusiones destacamos que “la correlación existente entre el volumen ruminal y 

el peso corporal fue positiva”. Esto sugiere la posibilidad de estimar inversamente el 

volumen ruminal, con sólo conocer el tamaño corporal de espécimen a considerar.  

Asari et al.  (1981) abordaron el desarrollo morfométrico del estómago en 

fetos bovinos y neonatos, haciendo especial  referencia a  los cambios acontecidos 

en el volumen y peso del abomaso. Encontraron que en  los primeros periodos de 

gestación, el rumen era el mayor de los cuatro compartimentos, tanto en volumen 
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como en peso. A  los  seis meses de  gestación el  volumen porcentual de  rumen  y 

abomaso  eran  inversos  y  era  al  nacimiento  cuando  el  abomaso muestraba,  en 

términos porcentuales, mayor peso y volumen. 

En 1982, Abdallah et al. describieron las diferencias existentes entre búfalo 

y bóvidos  frisones adultos, en el desarrollo y crecimiento de  los componentes del 

tracto  alimentario.  Indicaron,  en  primer  lugar,  que  el  incremento  de  peso  en  la 

canal se acompañaba con un descenso en la proporción de tejido gastro‐intestinal. 

Por otro lado, cuando aumentaba el peso de éste, el aumento se refería a todos sus 

componentes, excepto el  rumen e  intestino delgado, que permanecían constates. 

Por  último,  concluyeron  que  el  búfalo,  presentaba  un  peso mayor  de  rumen  y 

retículo y menor de omaso e intestino grueso que el vacuno.  

Franco  et  al.  (1993e)    estudiaron  el  crecimiento  embrionario  durante  el 

periodo gestacional del estomago de oveja, considerando el grosor de  las distintas 

capas tisulares que integran la víscera gástrica. Efectuaron 30 medidas de cada una 

de  las capas  (lámina epitelial,  lámina propia‐submucosa, túnica muscular, serosa y 

grosor total de  la pared) de cada uno de  los compartimentos gástricos. El modelo 

utilizado dependió de la curva real de crecimiento. Inicialmente probaron el modelo 

mutiltiplicativo y = aXb y el exponencial y = EXP (a+bx), utilizando como criterio de 

ajuste un coeficiente de determinación r2 > 0,70. En aquellos en los que no hubo un 

buen ajuste, se realizaró un ajuste por tramos, utilizando un modelo  lineal y = a + 

bx. Por otro  lado, en  los  casos en  los que el proceso  siguió una  curva  sigmoidea, 

utilizaron un modelo polinómico. 

Finalmente, Franco et al.  (2004a, b) en rumen y retículo y Redondo et al., 

(2005)  en  omaso,  realizaron  estudios  similares  en  el  ciervo.  En  dichos  trabajos, 

efectuaron  50  medidas  de  cada  una  de  las  capas  tisulares.  Los  modelos 

matemáticos utilizaron fueron  los mismos que para el estudio en  la especie ovina, 

anteriormente  descrita.  En  los  compartimentos  no  glandulares,  estos  autores 

observaron  que  la  lámina  epitelial  aumentaba  de  grosor,  en  contra  de  lo  que 

sucedió en el abomaso, donde el epitelio mostró una regresión en su crecimiento 

(Masot et al. 2007a). La lámina propia ‐ submucosa y serosa, siguieron un proceso 
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involutivo a  lo  largo de todo el periodo prenatal. La túnica muscular, en todos  los 

compartimentos  gástricos, mostró  un  ritmo  de  crecimiento  constante  durante  la 

vida prenatal.  

 

  33..55..11..  FFaaccttoorreess  qquuee  iinnfflluuyyeenn  eenn  eell  ccrreecciimmiieennttoo  yy  ddeessaarrrroolllloo  ffeettaall  

El  neonato  es  el  resultado  de  una  serie  de  procesos  ordenados  que 

transforman  un  óvulo  unicelular  en  un  organismo  típico  de  la  especie.  (Hafez, 

1963).  Entre  estos  procesos  destacan  el  crecimiento  (incremento  del  número  y 

tamaño de células y tejidos) y desarrollo fetal (cambios en la estructura y función de 

células y tejidos) (Wu et al. 2006). 

  Estos  conceptos  biológicos  están  influenciados  por  fáctores  genéticos, 

maternales y mediambientales entre otros (Redmer et al. 2004; Gootwine, 2005).  

 

Factores genéticos 

La  tasa de  crecimiento prenatal podría estar determinada hasta en un 30‐

70% por factores genéticos, entre los que incluyen los genes propios fetales, genes 

paternales y genes que regulan el ambiente uterino (Hafez, 1963).  El tamaño fetal 

podría  reflejar un  conflicto de  intereses entre el padre  y  la madre  (el  interés del 

padre  es  que  su  descendiente  no  sea  pequeño  y  el  interés  de  la madre  es  que 

sobreviva  a  ella).  Este  conflicto  es mediado  por  la  expresión  en  el  feto  y  en  la 

placenta  de  genes  heredados  del  padre  y  de  la madre.  Sin  embargo,  Lush  et  al. 

(1934)  y Venge  (1950)  señalaron que un 50  a 70% de  la  variabilidad del  tamaño 

fetal era debido a factores maternales.  

 

Factores no genéticos 

El ambiente en que crece el feto también influye en las vías metabólicas de 

éste  y  en  la  distribución  de  los  nutrientes,  y  puede  determinar  cambios  en  el 

crecimiento y desarrollo prenatal. Entre estos  factores se  incluyen  tamaño y edad 
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maternal, nutrición materna, tamaño de camada, tamaño de placenta, temperatura 

y hormonas.  

 

 Tamaño  y  edad  fetal:  el  tamaño  maternal  parece  estar  positivamente 

correlacionado  con  el  crecimiento  prenatal  rápido.  Este  fenómeno  ha  sido 

demostrado  en  caballos  (Walton  y  Hamond,  1938),  vaca  (Jotbert  y  Hammond, 

1958; King y Donald, 1955), ovejas  (Hunter, 1956; Dickinson et al. 1962), conejos 

(Venge,  1950)  y  ratones  (Bateman,  1954).  Aunque  el  efecto  de  la  edad  en  el 

tamaño fetal no ha sido muy investigado, Dickinson (1960) señaló que las hembras 

jóvenes primerizas que aún no habían alcanzado su  tamaño adulto y continuaban 

creciendo tenían una competencia con el feto por los nutrientes, lo que provocaba 

que el crecimiento del feto fuera menor y el de la madre también.   

 

 Nutrición materna: el crecimiento fetal es dependiente del plano nutricional 

de  la madre y de sus reservas energéticas. Una restricción alimenticia de  la madre 

puede provocar una reducción en el crecimiento fetal (Wallace, 1948). Sin embargo, 

una condición corporal demasiado alta de las hembras puede conllevar también a la 

disminución  del  crecimiento  fetal,  debido  a  que  el  exceso  de  grasa  dificulta  la 

expansión del útero grávido.  

 

 Número  de  embriones:  el  aumento  en  número  de  embriones  implantado 

tiene su efecto en  la  tasa de crecimiento prenatal, debido   a una competencia de 

fetos en el útero. Eckstein et al. (1955),  indicaron que  la  influencia del número de 

fetos  en  el  tamaño  fetal  se manifestaba  a  través  de  un  efecto  local  y  un  efecto 

general.  El  efecto  local  hacía  referencia  a  la  influencia  del  crecimiento  fetal 

determinado por  la presencia de otros fetos en el mismo útero, mientras el efecto 

general se refería a la influencia de otros fetos en el útero.  

 

 Tamaño de placenta: el periodo de máximo crecimiento  fetal es precedido 

por un periodo de  crecimiento máximo de  la placenta  (Hafez,  1963). Además,  el 
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crecimiento fetal se ve influido por los cotiledones y la vascularización. En el caso de 

los rumiantes, el número de cotiledones disminuye al aumentar el número de fetos 

 

 Sexo del feto: los machos tienen mayor competencia por el crecimiento que 

las hembras  (Dickinson, 1960). Además, Donald y Purser  (1956) señalaron que en 

embarazos de gemelos de oveja,  la competencia de mayor crecimiento estaba en 

ventaja para el feto masculino.  

 

 Temperatura ambiente: el estrés  térmico por  calor provoca una  reducción 

en el   crecimiento  fetal. El grado de reducción es proporcional a  la duración de  la 

exposición (Hafez, 1963). Autores como, Yeates and Parer (1962) señalaron que un 

exceso  de  calor  puede  producir  enanismo,  con  proporciones  no  adecuadas  a  la 

reducción del tamaño.  

 

 Hormonas: destacan por su  influencia sobre el crecimiento fetal  la  insulina. 

Fowden  (2003)  demostraron mediante modelos  experimentales  en  roedores  que 

las células β pancreáticas productoras de insulina tenían un importante papel en el 

crecimiento y desarrollo  fetal. Además  la secreción de  insulina por parte de estas 

células era esencial para la captación de glucosa por parte de los tejidos fetales. La 

melatonina,  es  otra  de  las  hormonas  que  tiene  un  efecto  sobre  el  crecimiento 

cerebral  del  feto.  Estudios  como  el  de  Nagai  et  al.  (2008)  revelaron  que  la 

administración  de  esta  hormona  en  hembras  gestantes  de  rata  impedía  el  daño 

oxidativo cerebral y la reducción del crecimiento fetal.  
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44..11..  OOBBJJEETTIIVVOOSS  GGEENNEERRAALLEESS  

 
Los objetivos generales propuestos para este trabajo de investigación fueron los 

siguientes: 

 

1. La descripción de los fenómenos histofisiológicos más relevantes que acontecen 

en el estómago de cabra durante la vida prenatal.  

2. La  creación  de  una  base  de  datos  histológicos,  morfométricos  e 

inmunohistoquímicos  del  desarrollo  prenatal  del  estómago  de  cabra  que 

puedan  servir de  referencia para  futuros estudios y establecer comparaciones 

con estudios similares en otras especies rumiantes.  
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44..22..  OOBBJJEETTIIVVOOSS  EESSPPEECCÍÍFFIICCOOSS  

 
Los objetivos específicos de este estudio de investigación fueron los siguientes:   

 

1. La descripción de  la secuencia histogénica de  los diversos compartimentos 

gástricos  (rumen,  retículo, omaso y abomaso) desde  los primeros estadios 

embrionarios  hasta  el  nacimiento,  con  especial  referencias  a  las 

características morfológicas de sus estructuras parietales.  

2. El  análisis  estructural mediante microscopía  electrónica  de  barrido  de  las 

superficies mucosas  de  los  distintos  compartimentos  gástricos,  desde  las 

primeras etapas de desarrollo prenatal hasta el final de la gestación.  

3. La  determinación mediante  técnicas  inmunohistoquímicas  de  la  presencia 

durante  la vida  intrauterina de células neuroendocrinas  (sinaptofisina‐ SPY, 

enolasa no neuronal‐ NNE), células glíales (proteína glial fibrilar ácida‐ GFAP, 

vimentina‐  VIM)  y  marcadores  de  inervación  peptidérgica  simpática  y 

parasimpática  (péptido  intestinal  vasoactivo‐VIP,  neuropeptido  Y‐NPY)  en 

todos los compartimentos gástricos y la marcación de células productoras de 

gastrina en el abomaso exclusivamente.  

4. El  análisis  histomorfométrico  del  crecimiento  y  desarrollo  de  los  estratos 

tisulares  que  componen  la  pared  gástrica  (epitelio,  lámina  propia  y 

submucosa,  túnica muscular y  serosa), y  su ajuste a modelos matemáticos 

con el  fin de obtener  fórmulas aplicables a dicho  crecimiento  y desarrollo 

gástrico. 
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GGEENNEERRAALL  OOBBJJEETTIIVVEESS  

 
The general objectives for this research were the following: 

1. The description of the most outstanding histophysiological phenomena that 

take place in the stomach of a goat during its prenatal life. 

 

2. The  creation  of  a  histological,  morphometric  and  immunohistochemical 

database of the prenatal development of a goat stomach which can serve as 

a  reference  for  future studies and also can make comparisons with similar 

studies in other ruminant species. 
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SSPPEECCIIFFIICC  OOBBJJEETTIIVVEESS  

 
The specific objectives of this research study were the following: 

1. The  description  of  the  histological  sequence  of  the  different  gastric 

compartments  (rumen, reticulum, omasum and abomasum)  from  the early 

embryonic  stages  to  birth,  with  special  references  to  the  morphological 

features of its parietal structures. 

 

2. The  structural  analysis  by  scanning  electron  microscopy  of  the  mucosal 

surface of  the different gastric compartments  from  the early stages of  the 

prenatal development to the end of the gestation.  

 

3. The determination by immunohistochemical analysis of the presence during 

the  intrauterine  life  of  neuroendocrine  cells  (synaptophysin‐SPY,  non‐

neuronal  enolase‐NNE),  glial  cells  (glial  fibrillary  acidic  protein‐GFAP, 

vimentin‐VIM) and peptidergic markers of sympathetic and parasympathetic 

innervations  (vasoactive  intestinal  peptide‐VIP,  neuropeptide  Y‐NPY)  in  all 

the gastric compartments and the branding of gastrin‐producing cells cells in 

the abomasum only and exclusively.      

 
4. The  histomorphometric  analysis  of  the  growth  and  development  of  the 

tissue  layers that compose the gastric wall  (epithelium,  lamina propria and 

submucosa,  tunica  muscularis  and  serosa)  and  its  adjustment  to 

mathematical models  in  order  to  obtain  applicable  formulas  to  this  said 

gastric development and growth.  
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55..11..  MMAATTEERRIIAALL  
 
  
  55..11..11..  MMaatteerriiaall  bbiioollóóggiiccoo  

El material biológico estuvo constituido por 140 embriones y fetos caprinos 

de  diferentes  razas,  en  distintas  fases  del  desarrollo,  desde  las  primeras  etapas 

embrionarias  hasta  el  nacimiento.  Los  embriones  y  fetos  procedieron  en  su 

totalidad del matadero Municipal de Plasencia (Cáceres). Los fetos fueron recogidos 

en  el momento  de  sacrificio  de  las madres,  siguiendo  el  proceso  habitual  de  la 

cadena  del matadero  y  siendo  extraídos  los  especímenes  en  el momento  de  la 

apertura del aparato genital.  

Los  embriones  y  fetos  caprinos  fueron  destinados  para  el  estudio  de  su 

estómago.  Para  ello,  fueron  realizados  análisis  macroscópicos,  análisis 

histomorfológicos  mediante  tinciones  de  hematoxilina–eosina,  tricrómico  de 

Masson  y  tinción  de  Gomori,  así  como  técnicas  inmunohistoquímicas  y  análisis 

estructural mediante microscopía electrónica de barrido. Además, fueron realizados 

estudios morfométricos en  la pared  compartimental en  cada uno de  los estratos 

tisulares constituyentes de dicha pared para posteriormente ajustar su crecimiento 

a modelos matemáticos aplicados.  

Para  su  estudio,  los  especímenes  fueron  clasificados  en  cinco  grupos  de 

gestación según su  longitud corporal (distancia desde  la cabeza hasta  la base de  la 

cola‐crown‐rump  length  [CRL])  y  su  edad  de  gestación  de  acuerdo  a  los  estudios 

previos  realizados en oveja  (Franco et al. 1992, 1993a,b,c) y ciervo  (Franco et al. 

2004a, b; Redondo et al. 2005; Masot et al. 2007). Los grupos de gestación fueron 

los siguientes:  

 Grupo I:  1,5 a 4,3 cm CRL, 13‐38 días, 0‐25% gestación 

 Grupo II: 4,4 a 8 cm CRL, 39‐52 días, 25‐35% gestación 

 Grupo III: 9 a 17,5 cm CRL, 53‐75 días, 35‐50% gestación 

 Grupo IV: 18 a 32 cm CRL, 76‐ 112 días, 50‐75% gestación 

 Grupo V: 33 a 47 cm CRL, 113‐150 días, 75‐100% gestación 
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  55..11..22..  MMaatteerriiaall  ddee  llaabboorraattoorriioo  ppaarraa  mmiiccrroossccooppííaa  óóppttiiccaa  

Reactivos: 

 Formol tamponado al 10%. 

 Alcohol etílico absoluto. 

 Alcohol etílico de 96º. 

 Alcohol etílico de 70º. 

 Xileno. 

 Parafina. 

 Agua destilada. 

 Reactivos para la tinción de hematoxilina‐eosina. 

 Reactivos para la tinción de Tricrómico de Masson. 

 Reactivos para la tinción de Gomori o Reticulina. 

 

Instrumental: 

 Procesador de tejidos Leica, Mod. TP 1020. 

 Dispensador de parafina Selecta Dispenser, Mod. 496. 

 Microtomo  Leica, Mod. 2255.  

 Estufa Carbolite eurotherm. 

 Baño termoestático de recogida de cortes Selecta, Mod. 101932. 

 Portaobjetos. 

 Cubreobjetos. 

 Balanza de precisión AND, Mod. FX‐320. 

 Cinta métrica. 

 Microscopio Nikon, Mod. Eclipse 80i y Nikon Cámara Digital DXMI200F. 

 Estereomicroscopio Nikon, Mod. SMZ 1500. 

 Tijeras y bisturí. 
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  55..11..33..  MMaatteerriiaall  ddee  llaabboorraattoorriioo  ppaarraa  mmiiccrroossccooppííaa  eelleeccttrróónniiccaa  ddee  

bbaarrrriiddoo  

Reactivos: 

 Glutaraldehído 25.  

 Fosfato monosódico. 

 Fosfato potásico. 

 Glicina 2%. 

 Sucrosa 2%. 

 Glutamato sódico 2%. 

 Ácido tánico. 

 Tetróxido de osmio. 

 Acetona. 

 Agua destilada. 

 

Instrumental: 

 Bisturí. 

 Eppendor y Pipetas. 

 Estufa Carbolite Eurotherm. 

 Aparato Punto crítico Balzers, Mod. CPD 030. 

 Microscopio electrónico de barrido JSM‐6300.  

 Metalizador de muestras. 

     
 
  55..11..44..  MMaatteerriiaall  ddee  llaabboorraattoorriioo  ppaarraa  aannáálliissiiss  iinnmmuunnoohhiissttooqquuíímmiiccoo  

Reactivos: 

 Kit UltraVision ONE Detection System Thermo Scientific. 

 Anticuerpos primarios (Tabla 3). 

o Sinaptofisina 

o Enolasa no neuronal 

o Proteína glial fibrilar ácida 
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o Vimentina 

o Neuropeptido Y 

o Péptido intestinal vasoactivo 

o Gastrina 

 Agua destilada. 

 Tampón fosfato salino (PBS) 1%. 

 Citrato 25%. 

 Hematoxilina de Mayer. 

 

Instrumental: 

 Estufa Carbolite Eurotherm. 

 Microondas Moulinex Compact. 

 Eppendor y pipetas. 

 Portas ICH Microscope Slides K8020. 

 
 
  55..11..55..  MMaatteerriiaall  ppaarraa  eell  aannáálliissiiss  mmoorrffoommééttrriiccoo  

 Microscopio Nikon, Mod. Eclipse 80i. 

 Programa NIS‐Elements BR 2.30. 

 Programa Microfsoft® Excel 2007. 

 Programa estadístico Statistical Six Sigma, 2006.  

 Programa estadístico R® version 2.12.1. 
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55..22..  MMÉÉTTOODDOOSS  

 

  55..22..11..  AAnnáálliissiiss  llaabboorraattoorriiaalleess  

    El  total  de  140  embriones  y  fetos  caprinos  proceden  en  su  totalidad  del 

matadero  de  Plasencia  (Cáceres)  fueron  utilizados  para  este  estudio.  Para  su 

obtención,  las madres fueron sacrificadas por el proceso habitual en  la cadena del 

matadero,  siendo  extraídos  los  especímenes  en  el momento  de  la  apertura  del 

aparato genital. Inmediatamente después de su extracción, los especímenes fueron 

fijados mediante su inmersión en formaldehido al 10%.  

 

 

 

 

La edad gestacional de cada embrión y  fetos  fue estimada utilizando como 

criterio principalmente la longitud corporal, considerada la distancia entre el punto 

más alto de la cabeza cabeza y la base de la cola (crown‐rump length‐CRL) siguiendo 

el criterio establecido por Evans y Sack (1973) en oveja, al tener la misma duración 

gestacional que  la  cabra.  También  fueron  utilizados  los  criterios  establecidos  por 

Sivalchelvan et al. (1996) en cabra. 

    Los  fetos  fueron clasificados en cinco grupos de gestación de acuerdo a su 

tamaño  y  edad  gestacional.  Estos  grupos  y  el  número  de  especímenes 

correspondientes a cada uno ellos quedan detallados en la Tabla 1.  

Imagen 11. Medición de fetos con cinta métrica desde la 
cabeza hasta la base de cola 
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Tabla  1. Distribución  de los especímenes por grupos según la edad de gestación 

 

  % de Gestación  Días  CRL (cm) 
Nº de 

especímenes 

GRUPO I  0‐25%  0‐38  3 a 4,3  17 

GRUPO II  25‐35%  39‐52  4,4 a 8  25 

GRUPO III  35‐50%  53‐75  8,1 a 17,5  41 

GRUPO IV  50‐75%  76‐112  18 a 32  35 

GRUPO V  75‐100%  113‐150  33 a 47  22 

        140 

 

La extracción del paquete gástrico de los individuos pertenecientes al grupo I 

y  II  fue  efectuada mediante  la  realización  de dos  cortes  transversales,  uno  en  el 

ángulo caudal de  la escápula y otro  inmediatamente craneal a  los huesos coxales. 

De  las  tres  secciones  obtenidas,  fue  el  segmento  central  el  escogido  para  actuar 

sobre él posteriormente.  

En los grupos III, IV y V, compuestos todos ellos por especímenes en periodo 

fetal, fueron practicadas disecciones directas con el fin de extraer el órgano gástrico 

completo, mediante  una  necropsia  reglada  según  la metodología  propuesta  por 

Gázquez et al. (1989). Una vez extraído el estómago, se procedió a la identificación 

de  cada  uno  de  los  compartimentos  gástricos  a  función  de  sus  características 

morfológicas externas y la obtención de muestras de los referidos compartimentos 

de acuerdo a las siguientes pautas: 

 De rumen: sacos dorsal y ventral, hacia sus niveles medios. 

 De retículo, de la zona media craneal. 

 De omaso,  centro de su cara parietal. 

 De abomaso, de cardias, fondo‐cuerpo y región pilórica. 

En cada uno de los compartimentos gástricos, las muestras fueron tomadas 

mediante  cortes  perpendiculares  a  la  pared  del  compartimento  con  el  fin  de 

asegurar una homogeneidad y corrección de los datos morfométricos.  
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Las muestras así obtenidas  fueron  fijadas mediante  inmersión en  formol al 

10%,  para  el  análisis  histológico  e  inmunohistoquímico,  mientras  que  otras  se 

fijaron  en  glutaraldehído  5%  para  el  análisis  estructural  mediante  microscopía 

electrónica de barrido.  

 

 
 
 
 
 
 
   
 
 

 
 
 

5.2.1.1. Análisis macroscópicos 

El  estudio  macroscópico  fue  realizado  mediante  una  lupa 

estereomicroscópica con el objeto de determinar el tamaño, la forma, la coloración 

y  la  consistencia  de  la  superficie  mucosa  de  cada  uno  de  los  compartimentos 

gástricos.  

 
 
    5.2.1.2. Análisis histológicos 

El estudio histológico consistió en el análisis mediante microscopia óptica de 

cada uno de  los compartimentos gástricos, a partir de secciones fijadas en formol, 

incluidas en parafina y teñidas con hematoxilina‐eosina.  

Para  la    obtención  de  preparaciones  histológicas,  las muestras  obtenidas 

mediante  cortes  transversales  de  la  pared  parietal  de  cada  compartimento  fue 

colocada  en  casetes,  convenientemente  cerrados  e  inmersos  en  formol  10% 

durante  24  horas  y  a  temperatura  ambiente.  Transcurrido  dicho  periodo  estas 

muestras  fueron  sometidas  a  un  procesamiento  que  implicó  una  deshidratación 

Imagen 12. Disección de los especímenes 
para la obtención de la víscera gástrica 

Imagen 13. Paquete gástrico extraído 
de uno de los fetos. 
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constante  de  la  muestra  por  inmersión  sucesiva  en  escalas  ascendentes  de 

alcoholes, para terminar la deshidratación completa mediante xilol y embebimiento 

de parafina de las estructuras tisulares durante un periodo de 24 horas.  

Una  vez  procesadas  las muestras,  se  procedió  a  la  obtención  del  bloque 

mediante dos pletinas metálicas. Este bloque permaneció en congelación hasta que 

la  parafina  quedó  totalmente  solidificada.  A  partir  de  este  bloque  se  realizaron 

cortes  con  el microtomo  con  un  grosor  de  5 micras.  Estas  secciones  obtenidas 

fueron  pegadas en un porta para continuar con las tinciones oportunas.  

 

 

 

 

     
Histomorfogénesis generalizada por hematoxilina‐eosina. 

    Las  preparaciones  montadas  en  su  porta  respectivos  fueron  teñidas 

manualmente  con  hematoxilina‐eosina  según  la  técnica  usual  laboratorial.  Estas 

muestras  fueron  destinadas  al  análisis  histogénico  de  cada  uno  de  los 

compartimentos gástrico y toma de datos morfométricos. La metodología utilizada 

para la tinción de hematoxilina‐eosina se describe a continuación: 

 Desparafinado e hidratación.  

 Lavado en agua destilada (5 minutos). 

 Hematoxilina de Carazzi (10‐15 minutos). 

 Lavado con agua corriente hasta eliminar el colorante. 

Imagen 14. Piezas cortadas 
transversalmente de la pared 

compartimental e introducidas en casetes 

Imagen 15. Corte de bloque de parafina 
con microtomo 
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 Eosina al 1,25% (3 minutos). 

 Deshidratación en escala ascendente de alcoholes y xilol. 

 Montaje con Eukit. 

 

Tinciones especiales asociadas al desarrollo gástrico 

Una vez comprobada la morfología estructural característica de los diversos 

tejidos  y  células  que  integran  los  compartimentos  gástricos,  se  procedió  a  la 

aplicación  de  técnicas  especiales  encaminadas  a  destacar  algún  constituyente 

histológico específico. 

La  primera  tinción  especial  realizada  fue  la  técnica  del  Tricrómico  de 

Masson.  Fue  utilizada  como  complemento  de  la  H‐E,  dado  su  alto  carácter 

diferenciador; así como para  la  tinción específica de  fibras de colágeno del  tejido 

conectivo, que aparecen  teñidas de verde, mientras que  los núcleos  lo hacían de 

negro  y  de  rojo  los  citoplasmas,  en  fibra muscular  lisa  y  fibras  intercelulares.  El 

procedimiento a seguir fue el siguiente: 

 Desparafinado e hidratación 

 Lavado con agua destilada 

 Hematoxilina de Harris (20 minutos) 

 Lavado con agua destilada 

 Solución A (10 minutos) 

 Lavado con agua destilada 

 Solución B (5 minutos) 

 Escurrido sin lavar 

 Solución C (4‐10 minutos) 

 Solución D (30 minutos) 

 Solución E (5 minutos) 

 Deshidratación en escala ascendiente de alcoholes y montaje 
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Solución A: solución de fucsina ácida y escarlata de Biebrich 

‐  escarlata de Biebrich, acuosa 1% ............ 90 ml 

‐  fucsina ácida, acuosa 1% ......................... 10 ml 

‐  ácido acético .............................................. 1 ml 

Solución B: solución de ácido fosfomolibdico‐fosfotungstico 

‐  ácido fosfomolíbdico ................................. 5 ml 

‐  ácido fostofúngstico .................................. 5 ml 

‐  agua destilada ........................................ 200 ml 

Solución C: solución azul de anilina 

‐  azul de anilina .......................................... 2,5 gr 

‐  ácido acético .............................................. 2 ml 

‐  agua destilada ........................................ 100 ml 

Solución D: solución verde claro 

‐  verde Saturno ............................................... 5 g 

‐  ácido acético .............................................. 2 ml 

‐  agua destilada ........................................ 250 ml 

Solución E: solución de ácido acético 1% 

En  segundo  lugar,  fue  realizada  la  técnica  Van  Giesson  para  observar  la 

configuración estructural de la fibra muscular lisa y la distribución del componente 

fibrilar  del  tejido  conectivo  (colágeno  y  elástico),  que  se  teñía  de  rojo;  el  tejido 

muscular y epitelio cornificado  lo hacían de amarillo y  los núcleos de azul o negro. 

La técnica fue realizada del siguiente modo: 

 Desparafinado e hidratación 

 Hematoxilina férrica de Harris (5 minutos) 

 Lavado con agua destilada 

 Tinción con la solución de Van Gieson (1 minuto) 

 Deshidratado y montaje 

Hematoxilina férrica formada por: 

 Solución A 
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‐ hematoxilina ................................................ 1 g 

‐ alcohol 96º ............................................... 99 ml 

 Solución B 

‐ cloruro férrico ............................................ 4 ml 

‐ ácido clorhídrico ......................................... 1 ml 

‐ agua destilada .......................................... 95 ml 

Solución Van Gieson:  

 fucsina ácida acuosa 1% ................................ 2,5 ml 

 solución satura de ácido pícrico .................. 97,5 ml 

    Para la tinción de las fibras de reticulina fue utilizada la tinción de Gomori o 

Reticulina. La técnica realizada fue la siguiente: 

 Desparafinado e hidratado. 

 Lavado con agua corriente. 

 Permanganato potásico 1% (2 minutos). 

 Agua destilada (5 minutos). 

 Ácido oxálico 5% (hasta que se descolore). 

 Lavado con agua destilada. 

 Alumbre férrico amónico 2% (2 minutos). 

 Agua destilada (5 minutos). 

 Solución de plata amoniacal (3 minutos). 

 Lavado con agua destilada. 

 Formol 10% (3 minutos). 

 Lavado con agua destilada. 

 Cloruro de oro 1/500 (10 minutos). 

 Lavado con agua destilada. 

 Hiposulfito sódico 5% (1 minuto). 

 Lavado con agua destilada. 

 Deshidratado y montaje. 
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    5.2.1.3. Análisis de microscopía electrónica de barrido 

Previamente  a  la  fijación  de  las  muestras  para  el  análisis  estructural 

mediante  microscopía  electrónica  de  barrido  (MEB),  se  procedió  a  un  lavado 

exhaustivo de cada una de ellas realizando los siguientes pasos: 

 Lavado con agua corriente 

 Lavado con agua con detergente 

 Lavado con agua destilada (5 minutos). 

 Lavado con PBS (5 minutos) 

Cada uno de los lavados se realizó dos veces. 

Posteriormente se  llevó a cabo el protocolo de MEB que a continuación se 

expone: 

1. Fijación del rumen por inmersión en glutaraldehído al 5%.  

  Se preparó de la siguiente manera en el momento del uso. 

 Glutaraldehído al 25% 

 Solución Tampón 

Se parte de dos soluciones: 

Solución A (ácida): sodio dihidrógeno fosfato (NaH2PO4H20) 

Solución B (básica): potasio dihidrógeno fosfato  (KH2P04) 

Para  preparar  la  solución  tampón  se  mezclaron  ambas  soluciones  en  la 

siguiente proporción: 

 solución A: 7 partes. 

 Solución B: 3 partes. 

De esta forma quedó una solución tampón 0,1M, pH 7,4. 

2. Lavado de  las muestras con agua destilada para eliminar el glutaraldehído. Este 

lavado se hizo en 3 pases de 5 minutos cada uno. 

3. Preparación de la solución A, compuesta por: 

  ‐ glicina 2%. 

  ‐ sucrosa 2%. 

  ‐ glutamato sódico 2%. 
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Esta solución A sirvió como previa preparación de la muestras para la fijación 

con tetróxico de osmio. 

4. Solución A durante 1 hora y media. 

5. Lavado las muestras con agua destilada (3 pases de 10 minutos cada uno). 

6. Solución B (ácido tánico) durante 1 hora y media. 

7. Lavado con agua destilada (varios lavados durante 1 horas). 

8. Solución C (tetróxido de osmio 2%) durante toda la noche. 

9. Lavado con agua destilada (3 pases de 10 minutos cada uno). 

10.  Deshidratación  de  las  muestras,  mediante  la  utilización  de  los  siguientes 

compuestos: 

 Acetona 30% (1 pase de 15 minutos). 

 Acetona 50% (1 pase de 15 minutos). 

 Acetona 70% (2 pases de 15 minutos). 

 Acetona 90% (2 pases de 15 minutos). 

 Acetona 100% (2 pases de 30 minutos). 

11.  Punto  crítico:  desecación  física  por  C02  en  la  que  las  muestras  sufre  los 

siguientes procesos: 

 Enfriamiento de la muestra hasta alcanzar Tª de 10 ºC. 

 Inyección de CO2. 

 Calentamiento de la muestra hasta alcanzar una Tª de 40 ºC. 

12. Sombreado con oro. 

Finalmente  las  muestras  fueron  observadas  y  fotografiadas  con  el 

microscopio electrónico de barrido a 30 Kv y una magnitud de 10 a 800 x.  
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    5.2.1.4. Análisis inmunohistoquímicos 

El  kit  comercial Ultravision ONE  Detected  System  HRP  polymer  system & 

DAB Plus Chromogen (Thermo Scientific), basado en la conjugación de un polímero 

con peroxidasa de rábano fue utilizado para el análisis inmunohistoquímico.  

Para el análisis  imunohistoquímico  fueron  seleccionados  seis  individuos de 

cada grupo de gestación, correspondiendo dos de cada uno de ellos a tres estadios 

de  desarrollo  prenatal  por  grupo.  Estos  estadios  de  desarrollo  y  sus 

correspondientes edades de gestación se detallan en la Tabla 2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Imagen 17. Microscopio electrónica de 
barrido utilizado para el análisis 

estructural 

Imagen 16. Punto crítico utilizado en el 
análisis estructural. 
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Tabla  2.  Estadios  de  desarrollo  y  número  de  especímenes  seleccionados  en  el 
análisis inmunohistoquímico 
 

  CRL (cm) 
Edad 

gestacional 
Nº de 

especímenes 

Grupo I 
3,5 
4 
4,3 

35 
36 
38 

2 
2 
2 

Grupo II 
5 
6 
7,5 

39 
46 
50 

2 
2 
2 

Grupo III 
13,5 
15 
17 

64 
68 
70 

2 
2 
2 

Grupo IV 
19 
22 
30 

75 
87 
95 

2 
2 
2 

Grupo V 
33 
36 
42 

113 
120 
150 

2 
2 
2 

      30 

 

 

  El protocolo  a  seguir para  la  realización de  la  técnica  inmunohistoquímica 

fue el siguiente:  

 Desparafinado (20 minutos en estufa a 60º y 20 minutos en xilol). 

 Hidratación (paso sucesivos de alcohol 100, 90, 80, 70). 

 Lavado con tampón fosfato salino (PBS) (2 veces durante 1 minutos). 

 Pretatamiento  con  citrato  (0,01M  citrato,  5  minutos  a  800  vatios  en 

microondas). 

  Lavado con PBS (4 lavados de 1 minuto cada uno). 

  Bloqueo de la peroxidasa endógena con solución de peróxido de hidrógeno‐

metano al 3% (Hydrogen Peroxide Block) (10‐15 minutos). 

 Lavado en PBS (2 lavados de 1 minuto cada uno). 

 Bloqueo de uniones inespecíficas (Ultra V Block) (5 minutos). 

 Lavado con PBS (2 lavados de 1 minuto cada uno). 

 Incubación con el anticuerpo primario específico (Tabla 3). 

 Lavado en PBS (2 lavados de 1 minuto cada uno). 
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 Incubación con el polímero (UltraVision ONE HRP Polymer), (30 minutos en 

oscuridad).  

 Lavado con PBS (2 lavados de 1 minuto cada uno). 

  Revelado con solución sustrato de diaminobencidina (DAB Plus Chromogen 

+ DAB Plus Substrate) (15 minutos). 

 Lavado con agua destilada (2 lavados de 1 minuto cada uno). 

 Tinción con la solución de Hematoxilina de Carazzi  (4 minutos).  

 Lavado con agua corriente (7‐8 veces hasta eliminar todo el colorante).  

 Deshidratado  y  aclarar  a  través  de  alcohol  etílico  al  95%,  alcohol  etílico 

absoluto y xileno, 2 cambios cada uno, durante 2 minutos cada uno. 

 Montar con Eukit. 

La  especificidad  de  la  reacción  fue  empleados  controles  positivos 

correspondientes a cada marcador y controles negativos en  los que el anticuerpo 

primario fue sustituido por PBS. 

Las  secciones  de  inmunohistoquímicas  fueron  analizadas  mediante  el 

programa morfométrico NIS‐  Element B.R.  La  superficie  inmunarcada  fue medida 

para cada uno de  los estratos  tisular  (epitelio,  lámina propia y  submucosa,  tunica 

muscular y serosa) y pared parietal.  

 

 
 

 

Imagen  18. Medidas  efectuadas  para  el análisis  inmunohistoquímico  en 
cada uno de los estratos tisulares de la pared ruminal con el programa NIS 
Element B.R. 
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Tabla 3.  Anticuerpos primarios utilizados en el análisis inmunohistoquímico. 

Anticuerpo  Tipo  Origen  Reactividad  Dilución 
Control 
Positivo 

NPY  pAc  AbD serotec 
Fibras y cuerpos 

nerviosos 
parasimpáticos 

1/50c  Cerebro 

VIP  pAc  AbD serotec  Fibras y cuerpos 
nerviosos simpáticos 

1/50c  Cerebro 

GFAP  pAc  Thermo 
Scientific 

Células gliales  Preparadoc  Cerebro 

VIM  mAc  Thermo 
Scientific 

Células gliales  Preparadoc  Cerebro 

NNE  pAc  AbD serotec 
Células 

neuroendocrinas 
1/100c  Páncreas 

SPY  mAc  Thermo 
Scientific 

Células 
neuroendocrinas 

1/10c  Páncreas 

Gastrina  pAc  Thermo 
Scientific 

Células productoras 
de gastrina 

1/50c  Estómago 

pAc: anticuerpo policlonal; mAc: anticuerpo monoclonal; c: pretratamiento con citrato 

 
 
  55..22..22..  AAnnáálliissiiss  mmoorrffoommééttrriiccooss  

El  estudio  histomorfométrico  fue  llevado  a  cabo  usando  preparaciones 

histológicas teñidas con H‐E. Las secciones histológicas fueron observadas a través 

de  un microscopio  equipado  con  cámara,  para  la  captura  de  imágenes  digitales. 

Estas  imágenes  fueron  analizadas  mediante  el  programa  de  morfometría  NIS‐ 

Element B.R. 2.30. 

 

 

 

 

 

 

 

Imagen 19. Medidas efectuadas en cada uno de los estratos 
tisulares de la pared ruminal con el programa NIS Element B.R. 
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Para el estudio  fueron  seleccionados  tres estadios de desarrollo dentro de 

cada grupo de gestación. De cada uno de  los estadios de gestación seleccionados 

fueron elegidos  cuatro especímenes,  tanto hembras  como macho. Esto  supuso el 

análisis  de  doce  especímenes  por  grupos  de  gestación  y  un  total  de  60  fetos 

analizado (42% del total). Los estadios de desarrollo seleccionados en cada uno de 

los grupos de gestación quedan recogidos en la Tabla 4. 

 

Tabla 4. Estadios de desarrollo y número de especímenes  seleccionados para el 
análisis morfométrico. 
 

  CRL (cm) 
Edad 

gestacional 
Nº de 

especímenes 

Grupo I 
3,5 
3,8 
4 

35 
37 
38 

4 
4 
4 

Grupo II 
5 
6 
7,5 

44 
50 
52 

4 
4 
4 

Grupo III 
13,5 
15 
17 

64 
69 
70 

4 
4 
4 

Grupo IV 
19 
22 
30 

75 
87 
95 

4 
4 
4 

Grupo V 
33 
36 
42 

113 
120 
150 

4 
4 
4 

      60 

 

Las variables estudiadas en el análisis morfométrico fueron el grosor de cada 

estrato tisular (epitelio,  lámina propia y submucosa, túnica muscular y serosa) y el 

grosor total de la pared parietal. Fueron realizadas 100 mediciones en cada estrato 

tisular y pared total de cada uno de  los  individuos seleccionados en  los grupos de 

gestación.   
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  55..22..33..  AAnnáálliissiiss  eessttaaddííssttiiccooss  

    El análisis estadístico de los datos se llevo a cabo con los siguientes 

programas: 

 Microsoft Excel 2007. 

 Statistical Six Sigma 2006. 

 R® versión 2.12.1. 

    El  análisis  estadístico  de  los  datos  fue  realizado  mediante  el  programa 

estadístico  Statisitica  Six  Sigma  (2006).  Los  datos  fueron  sujetos  un  análisis  de 

varianza factorial (ANOVA), con grupo y sexo como factores.  En aquellos casos, en 

los que el análisis de varianza reveló diferencias significativas fueron realizados un 

post‐hoc (Tukey) para probar las diferencias significativas entre las medias. Un valor 

de p<0,05 fue considerado significativo.  

    El  crecimiento  de  cada  estrato  tisular  (lámina  epitelial,  lámina  propia  y 

submucosa, túnica muscular y serosa) y de la pared parietal de cada compartimento 

gástrico  fue  ajustado  a  un  modelo  matemático.  Estos  modelos  fueron  creados 

mediante  un  programa  estadístico  (Statistica  Six  Sigma,  2006).  Las  gráficas 

representaron  los promedios de  los valores reales de crecimiento de cada estrato 

tisular y pared total  junto con  la  línea de ajuste matemático. La bondad del ajuste 

de cada gráfica se midió utilizando el coeficiente  lineal de correlación (r). En todos 

los  casos,  la  variable  independiente  fue  la  longitud  corporal  (longitud  cráneo‐

caudal, en centímetros) y la variable dependiente, el espesor de cada estrato tisular 

y pared total, expresados en micrómetros.  

  Los modelos matemáticos elegidos fueron para el ajuste del crecimiento de 

las capas tisulares y pared total de cada uno de los compartimentos gástricos fueron 

los siguientes: 

 Lineal (y= a+b x) 

 Polinomial (y = a +bx + cx2) 

 Logarítmico y = a + log 10(x) 

 Exponencial y = a∙exp (x) 
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El  estudio  del  crecimiento  relativo  de  cada  uno  de  los  estratos  tisulares 

frente al crecimiento global de la pared parietal fue realizado mediante regresiones 

simples  a  partir  de  la  ecuación  exponencial  de  y=  a∙xb  de  Huxley  (1932).  Esta 

fórmula  fue  transformada  en  regresión  lineal  a  través  de  logaritmos  decimales 

quedando  de  la  siguiente manera:  Log  y  =  log  a  +  b  log  (X),  donde  la  variable 

independiente  (x) estuvo  representado por el  grosor de  la pared  compartimental 

(todo)  y  la  variable  dependiente  (y)  por  el  grosor  de  cada  estrato  tisular  del 

compartimento  (parte).  El  valor  de  “a”  es  la  ordenada  en  el  origen  y  “b”  la 

pendiente  de  la  recta  de  regresión,  correspondiente  al  coeficiente  de  alometría. 

Este coeficiente de alometría fue el indicador de la tasa de crecimiento relativo de Y 

en relación X. 

En  el  análisis  inmunohistoquímico,  las  medidas  efectuadas  fueron 

expresadas  en  micrómetros  cuadrados  (μm2)  mostrados  como  media  ±  error 

estándar. El análisis estadístico de  los datos fue efectuado mediante un análisis de 

varianza  (ANOVA)  y  prueba  de  post‐hoc  (Tukey)  para  establecer  las  diferencias 

entre  estratos  tisulares  y  grupos  de  gestación.  La  densidad  inmunorreactiva  fue 

clasificada en cuatro categorías  según la superficie inmunomarcada. 

 no inmunoreactividad (0 μm2 ) 

  baja immunorreactividad, (<200 μm2 )  

 moderada inmunorreactividad (entre 200 y  400 μm2)  

 intensa immunorreactividad (más de 400 μm2) 
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Histomorphometric and
Immunohistochemical Study of the Goat
Rumen During Prenatal Development
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ABSTRACT
This study sought to chart the ontogenesis of the goat rumen by his-

tomorphometric examination, scanning electron microscopy and immuno-
histochemical analysis. A total of 140 goat embryos and fetuses were
used, from the first stage of prenatal life until birth. The appearance of
the rumen from the primitive gastric tube was observed at 35 days of pre-
natal life (CRL 3 cm, 23% gestation). By 38 days (CRL 4.3 cm CRL, 25%
gestation) the ruminal wall comprised three layers: an internal epithelial
layer, a middle layer of pluripotential blastemic tissue and an external
layer or serosa. Ruminal pillars were visible at 46 days (CRL 6 cm, 30%
gestation), and by 76 days (CRL 18 cm, 50% gestation) ruminal papillae
were starting to appear. Under scanning electron microscopy, by 50 days
(CRL 7.7 cm, 33% gestation) small ruminal papillae were observed protrud-
ing from the surface. Finally, neuroendocrine cells (synaptophysin, SYP)
were detected at 53 days (CRL 9 cm CRL, 35% gestation), while glial cell
markers (glial fibrillary acidic protein—GFAP, and vimentin-VIM) were
found at 108 days (CRL 31 cm, 72% gestation) and 39 days (CRL 4.4 cm,
26% gestation), respectively. Neuropeptide Y (NPY) and vasoactive intesti-
nal polypeptide (VIP) were detected immunohistochemically at 113 days
(CRL 33 cm, 75% gestation) and 120 days (CRL 35 cm, 80% gestation),
respectively. In conclusion, histomorphogenesis of the rumen in goats was
similar to that reported in deer, but rather slower than observed for sheep
or cattle. Anat Rec, 295:776–785, 2012. VC 2012 Wiley Periodicals, Inc.

Key words: Capra hircus; forestomach; histochemistry;
histology; prenatal development

The goat is among the ruminant species best able to
make use of marginal pasturelands (Boyazoglu et al.,
2005; Rancourt et al., 2006), and is highly adapted to
grazing over a wide range of vegetation (El-Gendy et al.,
2010). Browse appears to be an important component of
its diet, and it is widely regarded as the best user of
poor roughage (Gihad et al., 1980). Morphological analy-
sis of the goat digestive tract has led to its being classed
as an intermediate feeder, situated between the concen-
trate selectors at one extreme and the grass-roughage
eaters at the other (Hofmann 1973, 1989).

This ability to make use of grazing land is linked to
the particular morphology of the ruminant stomach,
which comprises four compartments: rumen, reticulum,

omasum, and abomasum. The rumen, reticulum and
omasum form the forestomach (proventriculus), whose
tunica mucosa is lined by a squamous, keratinized
stratified epithelium (Ramkrishna and Tiwari, 1979;
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Scala et al., 2010). The tunica mucosa of the abomasum,
by contrast, has a simple, glandular, prismatic epithe-
lium similar to that found in the stomach of monogastric
species (Franco et al., 1993b; Masot et al., 2007a). Each
compartment has its own distinct morphological features
and resulting physiological peculiarities, but all four are
jointly involved in the digestive process; the rumen is
perhaps the most important compartment in physiologi-
cal terms, in that it plays a key role in the breakdown
and subsequent microbial digestion of cellulose, an
essential nutrient for ruminants.

Although a number of studies have addressed the his-
tological organization of the forestomach in domestic
ruminants (Habel, 1963; Schnorr and Vollmerhaus,
1967; Hofmann, 1973; Hofman and Schnorr, 1982), little
research has focused on the prenatal development of the
stomach. The present authors have examined the onto-
genesis of the stomach in sheep (Franco et al., 1989,
1992, 1993a,b,c; Redondo et al., 1996, 1997) and in red
deer (Franco et al., 2004a,b, 2011; Redondo et al., 2005,
2011; Masot et al., 2007a,b). However, the literature con-
tains few studies dealing specifically with the goat.

The aim of this study was to describe the morphology
of the goat rumen during prenatal development, using
structural, histomorphometric, and immunohistochemi-
cal methods including scanning electron microscopy and
light microscopy.

MATERIAL AND METHODS

Animals

A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and
fetuses, ranging from the first prenatal stages to birth,
were sampled. Specimens were divided into five sequen-
tial groups, according to major histomorphogenic
characteristics (Franco et al., 1992, 2011): Group I
(crown-rump length[CRL] 1.5–4.3 cm, age 13–38 days,
1–25% gestation), Group II (CRL 4.4–8 cm, 39–52 days,
25–35% gestation), Group III (CRL 9–17.5 cm, age 53–75
days, 35–50% gestation), Group IV (CRL 18–32 cm, 76–
112 days, 50–75% gestation), and Group V (CRL 33–47
cm, 113–150 days, 75–100% gestation). Embryos and
fetuses were all obtained from the municipal slaughter-
house in Caceres (Spain). In order to obtain embryos
and fetuses at various stages of development, caesarean
sections were performed on females at the time of
slaughter, in accordance with the provisions of Spanish
Royal Decree 54/1995, on the protection of animals at
slaughter or sacrifice. Gestational age was estimated fol-
lowing Evans and Sack (1973) and Sivachelvan et al.,
(1996), as well as in the light of age classifications previ-
ously reported for sheep (Franco et al., 1992) and deer
(Franco et al., 2004a,b).

Sampling and Processing

Once the rumen had been separated, small pieces of
tissue were dissected from the medial region of the dor-
sal sac and from the cranial sac. Tissues for histological
examination were fixed in 4% buffered formaldehyde for
24 hr, routinely processed and embedded in paraffin.
Sections 5 lm thick were stained with Hematoxylin-
Eosin (H&E), Masson’s Trichrome and Gomori’s reticulin.

Histomorphometric Analysis

Specimens for morphometric analysis were embedded
in paraffin, stained with H&E, and viewed through a
microscope (NIKON Eclipse 80i) equipped with a digital
video camera (NIKON DXMI200F). The computerized
image was analyzed using the Nis-Element 2.30 soft-
ware package. The variables studied were height of
various tissue strata (epithelium, lamina propria and
submucosa, tunica muscularis, and serosa) and total
wall thickness. Ten specimens were selected for each
group for histology and morphometric study. In Group I
of these 10 individuals, 2 belonging to the age of
13 days, 3 in 35 days, and 5 for 38 days; in Group II, 3
fetuses of 39 days, 3 of 46 days and 4 of 50 days were
selected; in Group III, 2 fetuses of 53 days, 3 of 62 days,
3 of 70 days, and 2 of 74 days were chosen; in Group IV,
were selected 3 fetuses of 76 days, 3 of 84 days, 2 of
95 days, and 2 of 112 days were selected; in Group V,
2 fetuses of 113 days, 3 of 125 days, 3 of 138 days and
2 fetuses of 150 days were chosen. One hundred meas-
urements were made in each tissue layer (epithelium,
lamina propria þ submucosa, tunica muscularis, serosa
and total thickness of the rumen wall) of each of the
selected individuals from each group.

The results are shown as mean 6 SE. Data was
subjected to analysis of variance (ANOVA). Wherever
ANOVA revealed significant differences, a post-hoc
(Turkey) analysis was carried out to test for significant
differences between tissue strata and groups. A value of
P < 0.05 was considered significant.

Tissue growth models were created using a personal
computer and a statistics program (Statistica Six Sigma,
2006). Graphs represent the averages of real growth val-
ues together with the adjusted line of regression. The
goodness of fit of this adjustment was measured using the
rate of determination, r2. In all cases, embryo body length
(crown-rump length, CRL, in centimetres) was used as the
independent variable; the thickness of each tissue stratum
(epithelium, lamina propria þ submucosa, tunica muscula-
ris and serosa) served as the dependent variable.

Immunohistochemical Analysis

ExtrAvidin Peroxidase Staining (EAS) was performed
on deparaffinized tissue from the dorsal and ventral sac
of the rumen in order to detect neuroendocrine cell
markers (synaptophysin SYP) and the glial cell markers
glial fibrillary acidic protein (GFAP) and vimentin
(VIM). Tissues were deparaffinized, hydrated, and
treated sequentially with 0.5% hydrogen peroxide for 30
min in order to block endogenous peroxidase activity.
Nonspecific tissue binding sites were blocked by incuba-
tion in 1% normal goat serum for 30 min. Samples were
incubated with the following primary antisera: 1:200
monoclonal antihuman SYP (Sigma/Aldrich Quı́mica,
Madrid, Spain, no. S5768); 1:400 monoclonal antihuman
GFAP (Sigma/Aldrich Quı́mica, Madrid, Spain, no.
G-3893) and 1:20 monoclonal antihuman VIM (Sigma/
Aldrich Quı́mica, Madrid, Spain, no. V-5255) for 3 hr at
20�C. Biotinylated goat anti-mouse IgG (1:200 dilution)
(Sigma/Aldrich Quı́mica, Madrid, Spain no. B7151) was
then added to sections for 30 min. Sections were finally
incubated with diluted (1:50) ExtrAvidin-Horseradish
Peroxidase (Sigma/Aldrich Quı́mica, Madrid, Spain no.
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E2886) for 1 hr at 20�C. After the diaminobenzidine
reaction, nuclear counterstaining with Mayer hematoxy-
lin was applied. The specificity of the staining reaction
was determined in control experiments involving either
substitution of the primary antibody by PBS or normal
mouse serum 1:100, or omission of both primary and sec-
ondary antibodies; prior absorption of the primary
antibody (overnight preincubation of the primary anti-
sera with the respective peptide, 50–100 lM) was also
carried out. Next, the antibody/peptide mixture was
applied to sections in an identical manner and at the
same concentration as that of the primary antibody.

Scanning Electron Microscopy

Small pieces of rumen were fixed in 2.5% buffered glu-
taraldehyde for 24 hr, dehydrated through graded
ethanol and amyl acetate, and dried in a critical-point
dryer. Sections were covered with coating materials
including gold and examined at various tilt angles, at a
magnification of 10 to 800x.

RESULTS

Gross Findings

At 75 days (CRL 17.5 cm, 50% gestation), the surface
of the rumen was smooth, soft and whitish in color. By
113 days (CRL 33 cm, 75% gestation), conical ruminal
papillae were evident on the surface; thereafter, papilla
protrusion became increasingly marked until birth.

Ruminal Histomorphogenesis

Group I (CRL 1.5 to 4.3 cm, 13-38 days,
1-25% gestation).

At 35 days (CRL 3 cm, 23% gestation), the rumen was
apparent as a single cavity in the primitive gastric tube.
The ruminal wall comprised an internal epithelial layer
and an external layer of pluripotential blastemic tissue
(Fig. 1A). The stratified epithelium (108 6 12 lm) com-
prised cylindrical cells with basally located nuclei and
apical cytoplasm. The pluripotential blastemic tissue
(129 6 4 lm) of mesenchymal character was composed
of stellate cells grouped in several irregularly distributed
layers, together with abundant ground substance.

At 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation; Fig. 1B), la
serosa appeared as a new tissue layer appeared, so the
ruminal wall comprised three layers: an internal epithe-
lial layer, a middle layer of pluripotential blastemic
tissue and an external layer, or serosa. The stratified
epithelial layer (136 6 12 lm) was formed by two bands:
a darker, basal area rich in nuclei and a lighter apical
band of cytoplasm. The pluripotential blastemic tissue
(147 6 9 lm) contained clusters of longitudinally-
arranged spindle-shaped cells. The serosa (51.57 6
2 lm) was formed by a single layer of flat cells (mesothe-
lium) supported by loose connective tissue.

Group II (CRL 4.4–8 cm CRL, 39–52 days,
25–35% gestation).

This developmental stage (Fig. 1C,D) was marked by
a considerable increase in epithelial thickness (157.33 6
7 lm). The basal area contained clusters of basophilic
cells forming a basal layer. At 46 days (CRL 6 cm, 30%

gestation), small papilliform projections were observed
growing from the epithelial layer into the lumen to form
rudimentary pillars. These pillars would later provide
the internal division of the rumen into sacs. All wall tis-
sue strata were involved in pillar formation.

At 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation), the pluripoten-
tial blastemic tissue was highly vascularized, and the first
signs of differentation into lamina propria and submucosa
were observed. A rudimentary tunica muscularis was visi-
ble, composed of two layers of myoblasts, a circular
internal layer and a longitudinal external layer (Fig. 1D).

The serosa (35.84 6 3 lm) comprised a highly cellular
subserosa underlying a mesothelial layer.

Group III (CRL 9–17.5 cm, 53–75 days,
35–50% gestation).

At 53 days (CRL 9 cm, 35% gestation), the ruminal
wall was formed by four distinct layers: epithelium, lam-
ina propria þ submucosa, tunica muscularis and serosa
(Fig. 1E,F).

The epithelial layer (224 6 9 lm, Fig. 1E) was thinner
in apical areas of the ruminal pillars. The stratified epi-
thelium displayed two clearly differentiated bands: a
narrow basal band of oval cells with basophilic cyto-
plasm forming the stratum basale, and a thicker apical
band of polyhedral cells with light cytoplasm forming
the stratum granulosum. This early epithelial stratifica-
tion was accompanied by slight evaginations of the
stratum basale into the stratum granulosum to form
rudimentary ruminal papillae.

The lamina propria, composed of connective tissue rich in
stellate cells, was visible within elevations of the epithelial
stratum basale, forming the nascent papillae. The submu-
cosa, adjacent to the tunica muscularis, contained fewer cell
elements and a larger amount of ground substance. These
two layers had a joint thickness of 816 11 lm.

The tunica muscularis comprised two interwoven bun-
dles of smooth muscle fiber: an internal circular bundle
and an external longitudinal bundle. Muscularis thickness
was greater in the area of the ruminal pillars (46.57 6
6 lm), for which it provided muscular support (Fig. 1F).

The serosa comprised a flat epithelium supported by
loose connective tissue rich in reticulin fibers and
ground substance. Some blood vessels were visible.

Group IV (CRL 18–32 cm, 76–112 days,
50–75% gestation).

By this stage (Fig. 1G), the epithelium (498 6 12 lm)
comprised four layers. The stratum basale was composed
of strongly basophilic cells, while the overlying stratum
granulosum comprised polyhedral cells with light-stain-
ing cytoplasm. The stratum spinosum was superficial to
the stratum granulosum. Finally, the stratum cor-
neum—formed by a single layer of flat cells—was in
contact with the lumen.

At 76 days (CRL 18 cm, 50% gestation), ruminal papil-
lae were more developed than in earlier groups,
appearing as small elevations of the basal area towards
the ruminal lumen, involving the lamina propria and
the submucosa. By this stage, ruminal papillae had
reached half the height of the epithelial layer (Fig. 1G).

The lamina propria and the submucosa were highly
vascularized, and their joint thickness was 68.796 6 lm.
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Fig. 1. Histomorphogenesis of goat rumen (35-150 days, 1-100%
gestation). A: Photomicrograph of a section of the rumen appearing
as a single cavity of the early stomach (35 days, 23% gestation). The
wall comprises two layers: epithelium (E) and pluripotential blastemic
tissue (PBT). HE. Bar: 20 lm. B: Photomicrograph of a section of the
ruminal wall (38 days, 25% gestation). The wall is composed of three
layers: epithelium (E), pluripotential blastemic tissue (PBT) with longitu-
dinally arranged spindle-shaped myoblastic cells (arrow) which are
starting to become differentiated, and an external layer or serosa (S).
HE. Bar: 30 lm. C: Photomicrograph of a section of the ruminal wall
(46 days, 30% gestation). Outline of ruminal pillars (Rpi) as the epithe-
lial layer (E) projects towards the ruminal lumen. H-E. Bar: 25 lm.
D: Photomicrograph of a section of the ruminal wall (50 days, 33%
gestation). The wall is composed of four layers: epithelium (E), lamina
propria and submucosa (LpþSb), tunica muscularis (Tm) and serosa
(S). Histodifferentiation of lamina propia þ submucosa and tunica
muscularis from pluripotential blastemic tissue. H-E. Bar: 40 lm.
E: Photomicrograph of a section of the ruminal wall (53 days, 35%
gestation). Epithelium stratified into two distinct areas: a basal area or

stratum basale (Eb), and an apical area or stratum granulosum (Eg).
Considerable development of the tunica muscularis (Tm), comprising
an internal circular bundle (I) and an external longitudinal bundle (E).
H-E. Bar: 35 lm. F: Photomicrograph of a section of the ruminal wall
(64 days, 43% gestation). Tunica muscularis (Tm) entering pillars to
form the muscular body (arrow). Thinning of epithelium and lamina
propria þ submucosa (LpþSb). Numerous blood vessels in serosa (S).
H-E. Bar: 20 lm. G: Photomicrograph of a section of the ruminal wall
(76 days, 50% gestation). Stratified epithelium: stratum basale (Eb),
stratum granulosum (Eg), stratum spinosum (Es) and stratum corneum
(Ec). Ruminal papillae (Rp) visible as evaginations of the stratum
basale towards the stratum granulosum, reaching half the height of
the epithelium. H-E. Bar: 30 lm. H: Photomicrograph of a section of
the ruminal wall (150 days, 100% gestation). Lamina propia and sub-
mucosa (LpþSb) visible within papilla, forming the papillary body.
Numerous blood vessels (arrow) between the internal (I) and external
bundles (E) of the tunica muscularis (Tm) Ruminal papillae (Rp) reach-
ing the apical third of the epithelium (E). H-E. Bar: 35 lm.



The tunica muscularis was thicker than at earlier
stages (85.23 6 9 lm), the increase being most pro-
nounced in the internal bundle. Blood vessels were
observed within intermuscular and perimuscular connec-
tive tissue.

Finally, the serosa (23.27 6 3 lm) displayed no differ-
ences with respect to earlier stages of development.

Group V (CRL 33–47 cm, 113–150 days,
75–100% gestation).

The epithelium was composed of four tissue layers sim-
ilar to those observed in Group IV. By this developmental
stage, however, undulations of the epithelial surface were
discernible, coinciding with the tips of the most developed
ruminal papillae. At 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation),
ruminal papillae were both longer and thicker, reaching
the apical third of the epithelium. At 150 days (CRL
47 cm, 100% gestation; Fig. 1H), these fully-developed
papillae had reached the epithelial surface.

The lamina propria was composed of dense, fibrous
connective tissue. It was now visible within each rumi-
nal pillar forming the papillary skeleton. The submucosa
was composed of elastin and collagen fibers, and there
was no clear boundary between it and the lamina prop-
ria. Both layers contained abundant blood vessels; joint
thickness was 51.45 6 3 lm.

The tunica muscularis (265 6 12 lm) was composed of
two layers of smooth muscle tissue. The fibers of the
inner layer were arranged in a circular pattern, while
those of the outer layer were arranged longitudinally.
Numerous blood vessels were visible between the two
layers of muscle fiber.

The very slender serosa (27 6 4 lm) was composed of
mesenchymal loose connective tissue with a mesothelial
lining, containing varying amounts of adipocytes, blood
vessels, and nerve tissue.

Morphometric Observations

Changes in the thickness of ruminal wall tissue layers
during prenatal development are shown in Table 1.

Mean epithelial growth in Group I was significantly
lower than in Groups II–V. Growth of the lamina propria
and submucosa in Group III differed significantly from that
observed in Groups IV and V (P ¼ 0.003). There was also a
significant difference in tunica muscularis growth between
Groups III/IV and V (P ¼ 0.004). Mean growth of the serosa
was significantly greater in Group I than in Groups II–V

(P ¼ 0.004). Finally, total ruminal wall thickness differed
significantly between Groups IVand V (P ¼ 0.003).

Mathematical growth models for each tissue stratum,
with the corresponding growth equations and correlation
coefficients, are shown in Fig. 2A–D. The epithelial layer
displayed a rapid growth rate until 25 cm (107 days,
71% gestation), coinciding with the greatest degree of
stratification. Thereafter, the growth rate stabilized from
25 cm to 47 cm (150 days, 100% gestation). The growth
rate of the lamina propria and submucosa declined from
the early embryonic stages until birth. The tunica mus-
cularis continued to grow rapidly until birth, with
phases of accelerated growth at 13 cm (64 days, 42% ges-
tation) and 25 cm (107 days, 71% gestation). The serosa
maintained a steady rate of growth until birth.

Immunohistochemical Observations

The results of immunohistochemical staining of the
rumen during prenatal development—for synaptophysin
(SYP), glial fibrillary acidic protein (GFAP), vimentin
(VIM), neuropeptide Y (NPY), and vasoactive intestinal
polypeptide (VIP)—are shown in Table 2.

Neuroendocrine cells were first detected by SYP stain-
ing at 53 days (CRL 9 cm, 35% gestation) in the lamina
propria, submucosa, tunica muscularis, myenteric plexus
and intervascular and perivascular connective tissue. By
76 days (50% gestation) staning intensity was greater in
these layers, and at 113 days CRL (33 cm, 75% gesta-
tion) neuroendocrine cells (SYPþ) were observed in the
epithelial layer (Fig. 3A,B). Positive staining for GFAP
was detected from 68 days (CRL 10 cm, 45% gestation)
until birth in lamina propria, submucosa, tunica muscu-
laris and serosa (Fig. 3C,D). The same layers stained
positive for VIM at 39 days (CRL 4.4 cm, 26% gestation;
Fig. 3E,F). Positive staining for NPY and VIP was
observed at 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation) and
120 days (CRL 35 cm, 80% gestation), respectively, in
both the lamina propria and the submucosa (Fig. 3G,H).

Scanning Electronic Microscopy

At 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation), the ruminal
wall was visible as a smooth surface displaying no evi-
dence of keratinization or desquamation (Fig. 4A). Cells
were well defined, with clear outlines and intercellular
borders (Fig. 4B).

Small ruminal papillae started to protrude from the
surface at 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation; Fig. 4C),
acquiring clearer outlines by 64 days (Fig. 4D).

TABLE 1. Morphometrical analysis of tissue layer thickness in goat rumen during prenatal development (lm)

Group I (1.5–4.3 cm
CRL, 26–38 days:
1–25% gestation)

Group II (4.4–8 cm
CRL, 39–52 days:
25–35% gestation)

Group III (9–17.5 cm
CRL, 53–75 days:
35–50% gestation)

Group IV (18–32 cm
CRL, 76–112 days:
50–75% gestation)

Group V (33–47 cm
CRL, 113–150 days:
75–100% gestation)

Epithelium 105 6 18 128 6 19* 139 6 34* 450 6 96* 443 6 137*
Lp þ Sb Pbta pbt 133 6 11 71 6 31** 72 6 22**
Tm pbt pbt 60 6 34 104 6 18** 171 6 68**
Serosa 53 6 8 32 6 12* 27 6 11* 22 6 9* 23 6 12*
Wall 340 6 48 305 6 32 300 6 67 664 6 92** 679 6 53**

Lp þ Sb, lamina propria þ submucosa; Tm, tunica muscularis; pbt, pluripotential blastic tissue.
aNo statistical comparison was made of pluripotential blastemic tissue, since that structure later gives; rise to others,
including lamina propia-submucosa and tunica muscularis.
*P < 0.005 vs. Group I; **P < 0.005 vs. Group III.
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At 81 days (CRL 24 cm, 54% gestation), ruminal papil-
lae were circular in shape and varied in length (Fig. 4E).
By 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation) papillae had
started to assume a conical shape and were of uniform
size (Fig. 4F).

Finally, immediately before birth (150 days, CRL 47
cm, 100% gestation), ruminal papillae were leaf-shaped
(Fig. 4G) and showed signs of surface keratinization
(Fig. 4H).

DISCUSSION

Differentiation of the goat rumen took place at
35 days (23% gestation); this is somewhat later than the
28 days (19% gestation) reported by Molinari and Jor-
quera (1988) in goats. Rumen differentiation in sheep
takes place at a similar stage, reported by Del Rı́o

Ortega (1973) and Franco et al. (1992) at 34 days (22%
gestation) and 32 days (22% gestation), respectively,
although other authors, including Fath El-Bab et al.
(1983), have indicated an even later development, at
around 97 days (65% gestation). In red deer, Franco
et al. (2004a) observed this differentiation at 60 days
(25%), while in cattle (Vivo et al., 1990) it occurs rather
earlier, at 30 days (11% gestation).

With regard to the mucosa, the transition from an epi-
thelium of ‘‘embryonic type’’ (Warner, 1958) toward a
stratified epithelium with uniform distribution of stra-
tum basale and stratum granulosum was evident at 53
days (35% gestation). The stratified squamous epithe-
lium observed here was also observed by Ramkirshna
and Tiwari (1979). Similar findings have been reported
in sheep (53 days, 35% gestation; Franco et al., 1992)
and in deer (97 days, 36% gestation; Franco et al.,

Fig. 2. Mathematical growth models for rumen tissue layers. A:
Mathematical model of rumen growth (epithelium). y ¼ 9.16x þ
116.33, r2 ¼ 0.54. B: Mathematical model of rumen growth (lamina
propria and submucosa). y ¼ �1.31x þ 117.28, r2 ¼ 0.34. C: Mathe-

matical model of rumen growth (tunica muscularis). y ¼ 4.08x þ
10.36, r2 ¼ 0.71. D: Mathematical model of rumen growth (serosa).
y ¼ 0.16x þ 13.5, r2 ¼ 0.31.

TABLE 2. Immunohistochemical analysis of goat rumen during prenatal development

Group I
(1.5–4.3 cm CRL,

26–38 days:
1–25% gestation)

Group II (4.4–8 cm
CRL, 39–52 days:
25–35% gestation)

Group III
(9–17.5 cm

CRL, 53–75 days:
35–50% gestation)

Group IV (18–32 cm
CRL, 76–112 days:
50–75% gestation)

Group V (33–47 cm
CRL, 113–150 days:
75–100% gestation)

E LP-S TM S E LP-S TM S E LP-S TM S E LP-S TM S E LP-S TM S

SYP � � � � � � � � � þ þ � � þþ þþ � þ þþ þþ �
GFAP � � � � � � � � � � � � � þþ þþ þþ � þþ þþ þþ
VIM � � � � � þ þ þ þ þ þ þ � þþ þþ þþ � þþþ þþþ þþþ
NPY � � � � � � � � � � � � � � � � � þþ � �
VIP � � � � � � � � � � � � � � � � � þ � �
�, no reactivity; þ, low reactivity; þþ, high reactivity; þþþ, strong reactivity; E, epithelium; LP-S, lamina propia-submu-
cosa; TM, tunica muscularis; S, serosa.
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Fig. 3. Immunohistochemical findings in goat rumen (35�150 days,
23�100%). A: Photomicrograph of a section of the ruminal wall (53
days, 35% gestation). SYPþ staining (arrow, SYP) in lamina propria þ
submucosa, myenteric plexus and intervascular and perivascular con-
nective tissue. EAS. Bar: 30 lm. B: Photomicrograph of a section of
the ruminal wall (113 days, 75% gestation). SYPþ staining in epithelial
cells. EAS. Bar: 40 lm. C: Photomicrograph of a section of the ruminal
wall (C: 69 days, 46% gestation). GFAPþ cells (arrow) in lamina propia
þ submucosa and myenteric plexus. EAS. Bar: 25 lm. D: Photomicro-
graph of a section of the ruminal wall (90 days, 60% gestation).
GFAPþ staining within the papillary body, in intervascular connective

tissue in the lamina propria-submucosa, and within the myenteric
plexus. EAS. Bar: 25 lm. E: Photomicrograph of a section of the rumi-
nal wall (39 days, 26% gestation). VIMþ cells (arrow) in connective tis-
sue of lamina propia-submucosa, myoblastic fibers and serosa. EAS.
Bar: 25 lm. F: Photomicrograph of a section of the ruminal wall (80
days, 53% gestation). VIMþ staining within the papillary body. EAS.
Bar: 25 lm. G: Photomicrograph of a section of the ruminal wall (113
days, 75% gestation). NPYþ staining (arrow) in the lamina propria and
submucosa. EAS. Bar: 30 lm. H: Photomicrograph of a section of the
ruminal wall (120 days, 80% gestation). VIPþ staining in the connec-
tive tissue of lamina propria and submucosa. EAS. Bar: 30 lm.
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2004a). However, Panchamukhi and Srivastave (1979) in
buffalo and Vivo et al. (1990) in cattle report epithelial
stratification without distribution into strata. The stra-
tum corneum and the stratum spinosum were visible at

79 days (53% gestation). The stratum lucidum has hith-
erto only been reported in buffalo by Osman and Berg
(1981) at a late stage in prenatal rumen development.
There is some agreement regarding the appearance of

Fig. 4. Scanning electron microscopy of the goat rumen (38�150
days, 25�100%). A: Photomicrograph of the ruminal wall (38 days,
25% gestation). Smooth surface, with no evidence of keratinization or
desquamation. Bar: 200 lm. B: Photomicrograph of the ruminal wall (38
days, 25% gestation). Well-defined cells with clear outlines and intercel-
lular borders. Bar: 50 lm. C: Photomicrograph of the ruminal wall (50
days, 33% gestation). Incipient ruminal papillae starting to protrude into
the epithelial surface. Bar: 300 lm. D: Photomicrograph of the ruminal
wall (64 days, 42% gestation). Differentiation of ruminal papillae, sepa-

rated by clear boundaries. Bar: 100 lm. E: Photomicrograph of the rumi-
nal wall (81 days, 54% gestation). Circular ruminal papillae of varying
lengths. Bar: 200 lm. F: Photomicrograph of the ruminal wall (113 days,
75% gestation). Conical ruminal papillae of uniform size. Bar: 75 lm. G.
Photomicrograph of the ruminal wall (150 days, 100% gestation). Devel-
opment of lamina propria þ submucosa. Tunica muscularis composed
of internal (I) and external (E) bundles. Bar: 100 lm. H: Photomicrograph
of the ruminal wall (150 days, 100% gestation). Leaf-shaped ruminal
papillae, showing signs of surface keratinization. Bar: 150 lm.
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the stratum corneum, which has been observed in sheep
at 81 days (54% gestation; Franco et al., 1992) and in
deer at 142 days (45% gestation; Franco et al., 2004a).
However, other authors report the appearance of this
stratum at a later stage: in goats, it was noted by Moli-
nari and Jorquera (1988) at 104 days (70% gestation),
while in sheep it has been observed by Wardrop (1961)
and Del Rio Ortega (1973) only at birth. The stratum
corneum has been reported shortly before birth in buf-
falo (Tiwari and Jamdar, 1970; Panchamukhi and
Srivastava, 1979) and in cattle (Warner, 1958; Asari
et al., 1981; Vivo et al., 1990).

Epithelial stratification coincided with two structural
modifications: the appearance of ruminal pillars and
papillae. Pillars became visible at 46 days (30% gesta-
tion), a finding similar to that reported in sheep by Del
Rio Ortega (1973) and Franco et al., (1992) and in deer
by Franco et al., (2004a), who observed ruminal pillars
at 39 days (26% gestation), 42 days (28%) and 67 days
(27% gestation), respectively. By contrast, Vivo et al.,
(1990) noted pillar formation at an earlier stage, 44 days
(16% gestation). Ruminal papillae appeared as evagina-
tions of the stratum basale at 76 days (50% gestation).
This differs markedly from the 136 days (91% gestation)
reported in goats by Molinari and Jorquera (1988) and
at 39.5 cm CRL (126 days, 84% gestation) observed in
goats by Ramkrishna and Tiwari (1979); papillae have
been observed shortly before birth in cattle (Arias et al.,
1978; Amasaki and Daigo, 1987; Vivo et al., 1990). By
contrast, opinions differ with regard to the timing of its
appearance in sheep: Del Rio Ortega (1973), Fath El-
Bab et al., (1983) and Franco et al., (1992) report papil-
lae at 64 days (43% gestation), 103 days (69% gestation)
and 61 days (42% gestation), respectively. In deer, they
have been observed at 142 days (45% gestation) by
Franco et al., (2004a).

The differentiation of lamina propria þ submucosa and
tunica muscularis from pluripotential blastemic tissue
was first observed at 50 days (33% gestation), i.e. rather
later than in other species: in sheep, differentiation is
reported at 33 days (22% gestation; Franco et al., 1992), in
cattle at 33 days (19% gestation; Vivo et al., 1990) and in
deer at 60 days (25% gestation; Franco et al., 2004a).

Growth and differentiation of the serosa took place at
a fairly steady rate from the earliest stages of gestation
to birth; similar findings have been reported for sheep
(Franco et al., 1992).

Morphometric results showed accelerated growth of
the epithelial layer and the tunica muscularis at 107
days (71% gestation), coinciding with greater stratifica-
tion of the epithelium and involvement of the tunica
muscularis in the formation of the muscle body of the
ruminal pillars. By contrast, the growth-rate of the lam-
ina propia and submucosa declined from the early
embryonic stages until birth, perhaps due to constraints
on expansion resulting from the active growth of the epi-
thelial layer and the tunica muscularis. The serosa
maintained a steady rate of growth until birth. Similar
morphometric findings have been reported in sheep and
in deer by Franco et al., (1992, 2004a).

Neuroendocrine (SYP positive) cells were detected at
53 days (35% gestation) in the lamina propria, the sub-
mucosa and the tunica muscularis, and at 113 days (75%
gestation) in the epithelium. Similar results are noted
for deer by Franco et al., (2004a). By contrast, Franco

et al. (2011) detected these neuroendocrine cells at a
later stage (81 days; 54% gestation) in sheep, and at 97
days (36% gestation) in goats, i.e. a similar stage that
observed here. GFAP-positive glial cells were observed
at 68 days (45% gestation) and VIM-positive cells at 39
days (26% gestation). GFAP is widely considered a valid
label for the detection of astrocyte development (Valen-
tino et al., 1983) but VIM has been identified as an early
glial cell marker in the prenatal development of the pin-
eal gland (Franco et al., 1997). GFAPþ glial cells were
detected earlier here than in sheep and deer, where they
have been reported at 112 days (75% gestation) and 142
days (51% gestation), respectively (Franco et al., 2011).
Finally, VIPþ and NPYþ cells were observed during late
stages of development, at 113 days (75% gestation) and
120 days (80% gestation), respectively, as also reported for
deer by Franco et al., (2004a). None of the authors con-
sulted detected the presence of neuropeptides in the
epithelial layer, although they have been reported in
other rumen and omasum tissue in sheep (Vergara-Eseras
et al., 1990), in the abomasum of lambs (Groenewald,
1994) and in the stomach of cows (Kitamura et al., 1986).

The results of scanning electron microscopy suggested
that age was a decisive factor in the structural develop-
ment of ruminal papillae. Here, papillae were first
observed at 50 days (33% gestation); in the bovine foe-
tus, Amasaki and Daigo (1988) detected papillae at a
later stage, in the fifth month of gestation. The changes
noted here in papillary morphology during development
have also been reported in sheep by Scott et al. (1973).

Overall, the results obtained in this study confirm
that prenatal development of the goat rumen is similar
to that reported in deer, but somewhat slower than that
recorded for sheep and cattle.
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Summary. This work studies the morphological changes
taking place in the goat omasum during prenatal
development, using scanning electron microscope, light
microscopy and immunohistochemical analysis. A total
of 140 goat embryos and fetuses were used, from the
first stages of prenatal life until birth. Differentiation of
the omasum as a separate compartment of the primitive
gastric tube was observed at 35 days of prenatal life
([crown-rump length (CRL)] 3 cm, 23% gestation). By
38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation) the omasal wall
comprised three layers: an internal epithelial layer, a
middle layer of pluripotential blastemic tissue and an
external layer or serosa. Omasal laminae appeared in the
following order: primary at 38 days (CRL 4.3 cm, 25%
gestation), secondary at 50 days (CRL 7.7 cm, 33%
gestation), tertiary at 59 days (CRL 12 cm, 39%
gestation) and quaternary at 64 days (CRL 13.5 cm, 43%
gestation). Neuroendocrine cells were detected by
synaptophysin (SYP) at 52 days (CRL 8 cm, 35%
gestation), while glial cell markers (glial fibrillary acidic
protein - GFAP, and vimentin-VIM) were observed at 64
days (CRL 13.5 cm, 43% gestation) and 38 days (CRL
4.3 cm, 25% gestation), respectively. Sympathetic and
parasympathetic nerve fibers and nerve bodies were
detected via neuropeptide Y (NPY) and vasoactive
intestinal polypeptide (VIP) at 95 days (CRL 20 cm,
63% gestation). In conclusion, prenatal development of
the omasum - like that of the rumen - appears to take
place somewhat earlier in goats than in sheep or cattle,
but at a similar stage to that reported in deer. 
Key words: Forestomach, Goat, Immunohistochemisty,
Prenatal development

Introduction

Although all ruminants share the ability to digest
grass, and transform it into products of great nutritional
value, Hofmann (1973) categorized them by their
feeding habits into grass-roughage eaters, intermediate
feeders and concentrate selectors. The goat is classed as
an intermediate feeder, able to make use of marginal
pasturelands. These differences in feeding habits are
linked to differences in digestive-tract anatomy and
histology among ruminant species (Hofmann and
Schnorr, 1982).

Morphological examination of the ruminant
digestive tract suggests that the forestomach - and
particularly the omasum - is structurally adapted to
feeding habits (Hofmann and Schnorr, 1982). The
omasum contains laminae of varying sizes, which are
composed of a thin muscular sheet enclosed by
connective tissue and covered by a non-glandular
mucosa whose surface is studded with papillae
(Yamamoto et al., 1994). Omasal laminae are classified
as first-, second-, third- or fourth-order, as a function of
their size (Yamamoto et al., 1994; Dyce et al., 2002).
The conical papillae studding the surface of the laminae
vary in size and shape, depending on species and breed:
different morphometric findings have been reported for
cattle, sheep (Stafford and Stafford 1993), goats
(Yamamoto et al., 1994; Green and Baker, 1996), deer
(Mathiesen et al., 2000; Lentle et al., 1998; Kamler,
2001) and musk oxen (Clauss et al., 2006). The
relationship between omasal structure and function has
long been a matter of debate. While some authors have
suggested that its cornified laminae serve as a grinding
mill (Ellenberger, 1881), others prefer to see the omasum
as a sieve that allows only small particles to pass on to
the lower digestive tract (Bost, 1970). More recently,
however, it has been widely accepted that the omasum is
primarily an organ for the absorption of volatile fatty
acids, minerals and electrolytes, due to the surface area
provided by its laminae (Phillipson, 1982). 
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Although there has been considerable research into
the ruminant stomach, focusing particularly on cattle
(Vivo et al., 1990), sheep (Wardrop, 1961; Franco et al.,
1992, 1993a-c; Redondo et al., 1997; Regodón et al.,
1996), and deer (Franco et al., 2004a,b, 2011; Redondo
et al., 2005, 2011; Masot et al., 2007a,b), few studies
have addressed the development of the forestomach in
goats (Mcsweeny, 1988; Ramkirshna and Tiwari, 1979;
Green and Baker, 1996; Nwaogu and Ezseaor, 2008; El-
Gendy et al., 2010; Garcia et al., 2012).

Ruminant animals are born with a stomach that is
structurally and functionally similar to non-ruminant
animals. During prenatal life, the stomach of ruminant
animals suffers some morphological changes to suit its
function in postnatal life. In the omasum, the
morphological changes are the growth and development
of the omasal laminae covered with conical papillae in
order to play a role in the digestive process. For this
reason, the aims of the present study were as follows: (1)
to describe the histological evolution of goat omasum
during prenatal life; (2) to determine the morphometric
changes in the omasal wall during intrauterine life; (3) to
detect by immunohistochemistry the presence of
neuroendocrine cells with synaptophysin (SYP), the glial
cell with glial fibrillary acidic protein (GFAP) and
vimentin (VIM) and markers of peptidergic innervation
such as neuropetide Y (NPY) and vasoactive intestinal
peptide (VIP); (4) to analyze the surface of the omasal
mucosa by scanning electron microscopy from the early
embryonic stages until birth.
Materials and methods

Animals

A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and
fetuses, ranging from the first prenatal stages to birth,
were sampled. Specimens were divided into 5 sequential
groups, according to major histomorphogenic
characteristics: group I (crown-rump length[CRL] 1.5-
4.3 cm, age 13-38 days, 1-25% gestation), group II
(CRL 4.4-8 cm, 39-52 days, 25-35% gestation), group
III (CRL 9-17.5 cm, age 53-75 days, 35-50% gestation),
group IV (CRL 18-32 cm, 76-112 days, 50-75%
gestation), and group V (CRL 33-47 cm, 113-150 days,
75-100% gestation). Embryos and fetuses were all
obtained at a municipal slaughterhouse in Caceres
(Spain) from pregnant females. These pregnant females
were slaughtered by the usual process in the
slaughterhouse, where the embryos and fetuses were
obtained after opening the abdominal cavity and uterus.
These actions were carried out in accordance with the
regulation required for the protection of animals at the
time of slaughter in slaughterhouses (Spanish Royal
Decree 54/1195). Gestational age was estimated
following Evans and Sack (1973) and Sivachelvan et al.,
(1996), as well as in the light of age classifications
previously reported for sheep (Franco et al., 1992) and
deer (Franco et al., 2004a,b).

Sampling and processing

Once the omasum had been separated, small pieces
of tissue were dissected for analysis. Tissues for
histological examination were fixed in 4% buffered
formaldehyde for 24 h, routinely processed and
embedded in paraffin. Sections 5 µm thick were stained
with Hematoxylin-Eosin (H-E), Masson’s Trichrome and
Gomori’s reticulin.
Morphometric analysis

Ten specimens were selected for each group for
histology and morphometric analysis. In group I of these
10 individuals, 2 belonged to the age of 13 days, 3 of 35
days and 5 of 38 days; in group II, 3 fetuses of 39 days,
3 of 46 days and 4 of 50 days were selected; in group III,
2 fetuses of 53 days, 3 of 62 days, 3 of 70 days and 2 of
74 days were chosen; in group IV, 3 fetuses of 76 days, 3
of 84 days, 2 of 95 days and 2 of 112 days were selected;
in group V, 2 fetuses of 113 days, 3 of 125 days, 3 of 138
days and 2 fetuses of 150 days were chosen. Specimens
were embedded in paraffin, stained with H-E, and
viewed through a microscope (NIKON Eclipse 80i)
equipped with a digital video camera (NIKON
DXMI200F). The computerized image was analyzed
using the Nis-Element 2.30 software package. The
variables studied were the height of various tissue strata
(epithelium, lamina propria and submucosa, tunica
muscularis and serosa) and total wall thickness. One
hundred measurements were made in each tissue layer
(epithelium, lamina propria and submucosa, tunica
muscularis and serosa) of each of the selected
individuals from each group.
Statistical analysis

The results are shown as mean ± SE. Data was
subjected to analysis of variance (ANOVA). Wherever
ANOVA revealed significant differences, a post-hoc
(Tukey) analysis was carried out to test for significant
differences between tissue strata and groups. A value of
P<0.05 was considered significant.

Tissue growth models were created using a personal
computer and a statistics program (Statistica Six Sigma,
2006). Graphs represent the averages of real growth
values together with the adjusted line of regression. The
correctness of fit of this adjustment was measured using
the rate of determination, r2. In all cases, embryo body
length (crown-rump length, CRL, in centimetres) was
used as the independent variable; the thickness of each
tissue stratum (epithelium, lamina propria and
submucosa, tunica muscularis and serosa) served as the
dependent variable. 
Immunohistochemical analysis

The UltraVision One HRP polymer (polymer
conjugated to horseradish peroxidase) was performed on
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deparaffinized tissue from the omasum to detect the
neuroendocrine cell marker with synaptophysin (SYP),
the glial cell marker with glial fibrillary acidic protein
(GFAP) and vimentin (VIM) and markers of peptidergic
innervation such as neuropetide Y (NPY) and vasoactive
intestinal peptide (VIP). Tissues were deparaffinized and
hydrated. Recovery of antigens was performed with
citrate and microwave. Blocking of endogenous
peroxidase activity was done with 0.5% hydrogen
peroxide for 30 min. Non-specific tissue binding sites
were blocked by incubation in 1% normal goat serum for
30 min. Samples were incubated with the following
primary antisera: 1:10 mouse monoclonal anti-SYP
(Thermo Scientific, MA1-35810); ready to use rabbit
polyclonal anti-GFAP (Thermo Scientifc, RB-087- R7),
ready to use mouse monoclonal anti-VIM (Thermo
Scientific, MS-129-R7), 1:50 rabbit polyclonal anti-NPY
(Thermo Scientific, PA1-41576) and 1:50 rabbit
polyclonal anti-VIP (AbD serotec, 9535-0204) for 30
min at room temperature. Sections were finally
incubated with polymer conjugated to horseradish
peroxidase (Thermo Scientific, UltraVision ONE HRP
Polymer, TL-015-PHJ) for 30 minutes at room
temperature and without exposure to light. After that, the
diaminobenzidine was applied in the tissue (Thermo
Scientific, DAB Plus Chromogen TA-001-HCX and
DAB Plus Substrate TA-015-HSX) for 5-15 minutes,
depending on the desired stain intensity. Finally, the
reaction was contrasted with Mayer’s hematoxylin. The
specificity of the staining reaction was determined in
control experiments involving either substitution of the
primary antibody by PBS or normal goat serum 1:100, or
omission of both primary and secondary antibodies.
Absorption controls were obtained by incubating
sections adjacent to those above with antiserum that
contained 25 µg of Ag/ml of diluted antiserum. No
staining was found in structures on the sections which
served as absorption controls. 
Scanning electron microscopy

For scanning electron microscopy (SEM) small
pieces of omasum were fixed in 2.5% buffered
glutaraldehyde for 24 hours, dehydrated through graded
ethanol and amyl acetate, and dried in a critical-point
dryer. Sections were covered with coating materials
including gold and examined at various tilt angles, at a
magnification of 10 to 800x.
Results

Gross findings

At 35 days (CRL 3 cm, 23% gestation), the omasum
was observed as a separate compartment of the primitive
gastric tube, appearing as an oval, laterally-compressed
cavity lined by a beige mucosa with small surface
elevations corresponding to rudimentary omasal
laminae. By 75 days (CRL 17.5cm, 50% gestation),

primary, secondary, tertiary and quaternary laminae had
started to protrude into the omasal cavity. At 112 days
(CRL 32 cm, 75% gestation), conical papillae were
apparent as small prominences arising from the lateral
surfaces of laminae. Finally, by 150 days (CRL 47 cm,
100% gestation), all four orders of laminae were clearly
apparent; they varied in length, and their surfaces were
studded with numerous conical papillae. 
Omasal histomorphogenesis

Group I (CRL 1.5 to 4.3 cm, 13-38 days, 1-25%
gestation)

At 35 days (CRL 3 cm, 23% gestation), the omasum
became apparent as a separate compartment of the
primitive gastric tube. The omasal wall comprised an
internal epithelial layer and an external layer of
pluripotential blastemic tissue (Fig. 1a).

At 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation), the omasal
wall comprised three layers: an internal epithelial layer,
a middle layer of pluripotential blastemic tissue and an
external layer, or serosa. Rudimentary primary omasal
papillae were visible as small protrusions from the
omasal wall.

The stratified epithelium (163.58±5 µm) was divided
into lighter luminal zones composed of globose cells
with rounded apical nuclei, and inner darker zones
comprising cylindrical germinal cells with ovoid basal
nuclei. 

The pluripotent blastemic tissue layer (936.36±11
µm) was composed of abundant ground substance
interspersed with pluripotent mesenchymal stem cells. 

The external serosa (507.14±7 µm) was formed by a
slender layer of connective tissue covered by flat cells. 

Group II (4.4 to 8 cm CRL, 39-52 days, 25-35% of
gestation)

This stage of prenatal development was marked by
histological changes affecting each stratum of the omasal
wall. 

The stratified epithelium (236.28±11 µm) was
clearly divided into a stratum basale formed by 2-4
layers of germinal cells with dark cytoplasm and a
central nucleus, and a thicker external stratum
granulosum comprising 6-10 layers of globose cells with
light cytoplasm (Fig. 1b).

Primary omasal laminae were larger and more
numerous. By 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation),
secondary omasal laminae had become visible as small
elevations between primary laminae, growing out from
the wall towards the lumen (Fig. 1b). Both primary and
secondary laminae appeared as outfoldings of the
epithelial stratum basale.

The middle layer of blastemic tissue (853.14±16
µm) was formed by highly-cellular connective tissue and
sparse ground substance, and the first signs of
differentiation into lamina propria and submucosa were
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Fig. 1.
Histomorphogenesis of
goat omasal wall (35 to
150 days, 23-100%
gestation). a.
Photomicrograph of
section of the
differentiated omasum
(35 days, 23%
gestation). The wall
comprises two layers:
epithelium (E) and
pluripotential blastemic
tissue (PBT).
b. Photomicrograph of
section of omasal wall
(52 days, 35%
gestation). The wall is
composed of three
layers: epithelium (E),
pluripotential blastemic
tissue (PBT) with
spindle-shaped
myoblastic cells (arrow)
and serosa (S).
Primary (L1) and
secondary laminae (L2)
are visible. 
c. Photomicrograph of
section of omasal wall
(64 days, 35%
gestation). The wall
comprises four layers:
epithelium (E), lamina
propria and submucosa
(Lp+Sb), tunica
muscularis (TM), and
serosa (S). Myoblastic
fibers of the tunica
muscularis (TM)
infiltrating laminae to
constitute muscularis
mucosae. 
d. Photomicrograph of
section of omasal
laminae (70 days, 46%
gestation). Muscularis
mucosae (Mm)
constituting the
skeleton of omasal
laminae. Conical
papillae (CP) visible in
primary laminae. 
e. Photomicrograph of
section of the omasal
wall (80 days, 53%
gestation). Four orders
of laminae now visible:
primary (L1),
secondary (L2), tertiary
(L3) and quaternary
(L4). 
f. Photomicrograph of
section of omasal
laminae (101 days,

67% gestation). Fully-developed muscularis mucosae (Mm) occupying the center of laminae. Larger conical papillae (CP) visible within stratified
epithelium. g. Photomicrograph of section of omasal wall (113 days, 75% gestation). Wall formed by epithelium (E), lamina propria and submucosa
(Lp+Sb), tunica muscularis (TM) and serosa (S). Conical papillae visible in primary, secondary and tertiary laminae. h. Photomicrograph of section of
omasal laminae (150 days, 100% gestation). Muscularis mucosae (Mm) visible within omasal laminae. H-E. Bar: a, b, 30 µm; c, e, f, 25 µm; d, h, 20 µm.



observed. Both tissue layers protruded towards the
epithelium, becoming involved in the formation of
omasal laminae. By 50 days (CRL 7.7 cm, 33%
gestation), a rudimentary tunica muscularis was visible
in the form of a slender layer of myoblasts enclosed by
blastemic tissue. 

The serosa (420.72±7 µm) comprised a subserosa of
loose connective tissue underlying a mesothelial layer of
flat cells. 

Group III (CRL 9 to 17.5 cm, 53-75 days, 35-50%
gestation)

At this stage, the omasal wall was formed by four
distinct layers: mucosa (composed of epithelium and
lamina propria), submucosa, tunica muscularis and
serosa. 

The epithelium (422.8±12 µm) comprised the
stratum basale and stratum granulosum. An outer
stratum corneum - formed by a single layer of flat,
anucleate cells - was also visible.

The lamina propria and submucosa (598.15±13 µm)
were composed of fibroblast-rich connective tissue
interspersed with sparse ground substance. The tunica
muscularis (379±18 µm) comprised a circular internal
layer and a longitudinal external layer. By 64 days (CRL
13.5 cm, 43% gestation), the muscularis mucosae was
visible at the centre of omasal laminae, arising from the
inner circular layer of smooth muscle fibers of the tunica
muscularis (Fig. 1c).

Primary and secondary laminae were taller and
thicker. At 59 days (CRL 12 cm, 39% gestation), tertiary
laminae were apparent in the spaces between primary
and secondary laminae. By 64 days (CRL 13.5 cm, 43%
gestation), quaternary laminae were also visible (Fig.
1e). These laminae were composed of all tissue layers
(epithelium, lamina propria, submucosa and muscularis)
except the serosa. 

At 70 days (CRL 15 cm, 47% gestation), conical
papillae started to arise from the surface of omasal
laminae (Fig. 1f). These were first apparent as elevations
of the epithelial stratum basale in primary laminae, and
by 76 days (CRL 16 cm, 51% gestation) were also
visible in secondary laminae. 

The serosa (184±12 µm) displayed no differences
with respect to earlier stages of development. 

Group IV (CRL 18 to 32 cm, 76-112 days, 50-75%
gestation)

During this stage, the omasal wall was composed of
the same tissue layers observed earlier. 

The epithelium (579.08±17 µm) comprised four
strata: a stratum basale underlying a stratum granulosum,
as noted earlier, and an overlying stratum spinosum
composed of elongated cells; finally, the stratum
corneum - formed by flat, anucleate cells - was in
contact with the lumen. 

Abundant conical papillae, visible in primary and
secondary laminae, were filled with connective tissue
from the lamina propria and the submucosa (376.18±15
µm). Both layers were apparent inside omasal laminae
and conical papillae, forming the skeleton. 

Both layers of the tunica muscularis were thicker
(752.36±21 µm); the internal fiber layer had thickened
sufficiently to give rise to the muscularis mucosae. At
101 days (CRL 21 cm, 67% gestation), a fully-formed
muscularis mucosae was visible within omasal laminae. 
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Fig. 2. Mathematical growth models for omasal tissue layers. a.
Mathematical model of omasal growth (epithelium). b. Mathematical
model of omasal growth (lamina propria and submucosa). c.
Mathematical model of omasal growth (tunica muscularis). d.
Mathematical model of omasal growth (serosa).
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Fig. 3.
Immunohisto-
chemical findings in
goat omasum. a.
Photomicrograph
of section of
omasal wall (53
days, 35%
gestation). SYP+
staining in lamina
propria +
submucosa, tunica
muscularis and
myenteric plexus
(arrows). b.
Photomicrograph
of section of
omasal wall (70
days, 75%
gestation). SYP+
staining in lamina
propria +
submucosa, tunica
muscularis and
myenteric plexus
(arrow). c.
Photomicrograph
of section of
omasal wall (70
days, 46%
gestation). GFAP+
cells (arrow) in
lamina propria +
submucosa, tunica
muscularis and
myenteric plexus.
d.
Photomicrograph
of section of
omasal wall (113
days, 60%
gestation). GFAP+
staining in lamina
propria-
submucosa, tunica
muscularis and
myenteric plexus
(arrow). e.
Photomicrograph
of section of
omasal wall (38
days, 26%
gestation). VIM+
cells (arrow) in
mesenchymal layer
of pluripotential
blastemic tissue. 
f. Photomicrograph
of section of
omasal wall (84
days, 53%
gestation). VIM+
staining in
myenteric plexus,
tunica muscularis
and intervascular
connective tissue

in lamina propria-submucosa of laminae (arrow). g. Photomicrograph of section of omasal wall (95 days, 75% gestation). VIP+ staining (arrow) in
lamina propria + submucosa and myenteric plexus. h. Photomicrograph of section of omasal wall (113 days, 80% gestation). NPY+ staining in
connective tissue of lamina propria and submucosa of laminae (arrow). HRP. Bar: a, g, h, 20 µm; b-d, 30 µm; e, f, 25 µm.
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Fig. 4. Scanning
electron
microscopy of the
goat omasum (38
to 150 days, 25-
100% gestation). a.
Photomicrograph of
section of omasal
wall (38 days, 25%
gestation).
Superficial
longitudinal folds
were observed at
the surface of the
omasum. These
constituted the
primary omasal
laminae (L1). 
b. Photomicrograph
of section of
omasal wall (52
days, 35%
gestation). Tunica
muscularis (TM)
and lamina propria-
submucosa
(Lp+Sb) visible in
omasal wall.
Secondary laminae
were visible
between primary
laminae. 
c. Photomicrograph
of section of
omasal wall (70
days, 46%
gestation). Conical
papillae (CP)
infiltrating
epithelium (E) of
omasal lamina. 
d. Photomicrograph
of section of
omasal wall (85
days, 55%
gestation). Increase
in size and number
of conical papillae
(CP) in omasal
lamina. 
e. Photomicrograph
of section of
omasal wall (100
days, 66%
gestation).
Secondary (L2),
tertiary (L3)
laminae visible in
spaces between
primary laminae
(L1). 
f. Photomicrograph
of section of
omasal wall (112
days, 74%
gestation). Inner
layer of muscular

fiber of tunica muscularis (TM) infiltrating omasal lamina to form muscularis mucosae (Mm). g. Photomicrograph of section of primary omasal laminae
(L1) (125 days, 82% gestation). Muscularis mucosae (Mm) occupying inside of omasal lamina. h. Photomicrograph of section of omasal wall (150 days,
100% gestation). Conical papillae (CP) of different sizes on the surface of the primary laminae. SEM. Bar: a-d, 6 µm; e, f, 4 µm; g, h, 2 µm.



Group V (CRL 33 to 47 cm, 113-150 days, 75-100%
gestation)

By this late stage of prenatal development, all tissue
layers were fully evident in the omasal wall. The
epithelium was thicker (719.15±16 µm), and the stratum
corneum comprised a larger number of layers of flat
cells. 

Four orders of omasal laminae of varying thickness
were apparent, all studded with numerous conical
papillae (Fig. 1g).

The skeleton of omasal laminae and conical papillae
was formed by the lamina propria and submucosa
(316±27 µm), composed of connective tissue, together
with the muscularis mucosae.

The tunica muscularis (839.43±23 µm) comprised
two layers of smooth muscle fibers, an inner circular
layer and an outer longitudinal layer. The muscularis
mucosae was fully developed, and occupied virtually the
whole thickness of omasal laminae (Fig. 1h).

The whole stomach compartment was lined by an
external serosa (94.88±7 µm) formed by a subserosa of
connective tissue and an overlying mesothelium.
Morphometric observations

Changes in the thickness of omasal wall tissue layers
during prenatal development are shown in Table 1.

Mean epithelial growth in group I was significantly
lower than in groups II to V (P= 0.004). Pluripotential
blastemic tissue started to decline in thickness as the first
signs of differentiation into lamina propria + submucosa
and tunica muscularis were observed. Growth of the
lamina propria and submucosa in group III differed
significantly from that observed in groups IV and V
(P=0.003). The tunica muscularis increased in thickness
throughout prenatal development, a significant
difference in growth-rate being noted between groups
III/IV and V (P=0.003). The serosa became more slender
as fetal development progressed: mean serosa thickness
was significantly greater in group I than in groups II to

V (P=0.002). 
Mathematical growth models were constructed for

each tissue stratum, with the corresponding growth
equations and correlation coefficients. The epithelial
layer grew progressively throughout prenatal
development, and reached a maximum thickness at CRL
30 cm (105 days, 70% gestation) with the formation of
the four epithelial strata: basale, granulosum, spinosum,
and corneum (Fig. 2a). The growth rate of the lamina
propria and submucosa declined from the early
embryonic stages until birth (Fig. 2b). The tunica
muscularis grew progressively throughout development.
The greatest thickness of the tunica muscular was
reached at CRL 35 cm (120 days, 80% gestation; Fig.
2c). The growth rate of the serosa diminished steadily
from the early stages until birth (Fig. 2d).
Immunohistochemical observations

The results of immunohistochemical staining of the
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Table 2. Immunohistochemical findings in the omasum of goat during prenatal development.

Group I Group II Group III Group IV Group V
E Lp+Sb TM S E Lp+Sb TM S E Lp+Sb TM S E Lp+Sb TM S E Lp+Sb TM S

SYP - - - - - + + - - ++ ++ - - ++ ++ - - +++ +++ -
GFAP - - - - - - - - - + + - - ++ ++ + - ++ ++ +
VIM - - - - - + + + - ‘+ + + - ++ ++ ++ - +++ +++ +++
VIP - - - - - - - - - - - - - + + + - ++ + +
NPY - - - - - - - - - - - - - + + + - ++ + +

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III (9-17.5 cm CRL, 53-75
days: 25-35% gestation), Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). E:
Epithelium, Lp+Sb: Lamina propia and submucosa, TM: Tunica muscularis, S: Serosa. SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acidic protein, VIM:
vimentine, VIP: vasoactive intestinal peptide, NPY: neuropeptide Y. -, non immunoreactivity; +, low immunoreactivity; ++, moderate immunoreactivity;
+++, high immunoreactivity.

Table 1. Morphometrical findings of the tissue layer thickness in the
omasum of goat during prenatal development (µm). 

Group I Group II Group III Group IV Group V

E 151±5 280±8a 442±13a 639±21a 791±33a
Lp + Sb pbt* pbt 602±14 396±24b 316±37b
TM pbt pbt 419±22 778±27b 946±41b
S 420±6 269±12a 139±13a 103±8a 95±7a

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8
cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation); Group III (9-17.5 cm CRL, 53-
75 days: 25-35% gestation); Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-
75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100%
gestation). E: Epithelium; Lp+Sb: Lamina propria and submucosa; TM:
Tunica muscularis; S: Serosa; pbt: pluripotential blastic tissue. * The
pluripotent blastic tissue, which will later give rise to the lamina propria-
submucosa and tunica muscularis was not statistically compared owing
to the fact that one structure will give rise to various others. aP<0.005 vs
Group I; bP<0.005 vs Group III.



omasum during prenatal development for synaptophysin
(SYP), glial fibrillary acidic protein (GFAP), vimentin
(VIM), neuropeptide Y (NPY), and vasoactive intestinal
polypeptide (VIP) are shown in Table 2.

Neuroendocrine cells were first detected by SYP
staining at 52 days (CRL 8 cm, 35% gestation; fig. 3a),
in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis and
myenteric plexus. Positive-staining cells were more
abundant at these sites by 64 days (CRL 13.5 cm, 43%
gestation; fig. 3b). 

Cells staining positive to GFAP were first observed
at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% gestation), in myenteric
and submucosal plexuses, and scattered throughout the
lamina propria-submucosa and tunica muscularis (Fig.
3c); they were more abundant at these locations by 113
days (Fig. 3d). VIM-positive glial cells were observed at
38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation) in the lamina
propria, submucosa, tunica muscularis and serosa (Fig.
3e). By 101 days (CRL 21 cm, 67% gestation), VIM-
positive cells were observed in myenteric plexuses and
scattered throughout the lamina propria and submucosa
of omasal laminae (Fig. 3f). 

Sympathetic and parasympathetic nerve fibers and
nerve bodies were detected by immunolabeling with
neuropeptides NPY and VIP at 95 days (CRL 22.5 cm,
63% gestation). These were observed in the lamina
propria and submucosa, tunica muscularis and serosa
(Figs. 3g, h). The number of positive-staining cells
increased as prenatal development progressed. 
Scanning electron microscopy

During the early embryonic stages, the omasum
displayed superficial longitudinal folds arising from the
epithelium towards the omasal lumen; these constituted
the primary omasal laminae (Fig. 4a).

At 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation), primary
omasal laminae were longer, and small folds were
starting to develop in the spaces between them, to form
secondary laminae (Fig. 4b). 

Midway through gestation, at 70 days (CRL 15 cm,
47% gestation), the first conical papillae emerged on the
lateral surface of omasal laminae (Fig. 4c). Thenceforth,
papillae grew in size and number, horizontal to the
omasal wall (Fig. 4d).

As development progressed, tertiary and quaternary
laminae gradually arose from the omasal wall. By 85
days (CRL 20 cm, 57% gestation) all four orders of
laminae were visible (Fig. 4e).

At 112 days (CRL 32 cm, 75% gestation), the two
smooth muscle fiber layers forming the tunica
muscularis were clearly visible. The inner layer gave rise
to the muscularis mucosae, which gradually penetrated
omasal laminae (Fig. 4f). The fully-developed
muscularis mucosae extended along the inside of the
omasal lamina, constituting the skeleton (Fig. 4g).

By the final stages of prenatal development, the
omasal surface comprised four orders of omasal laminae

of varying sizes, primary to quaternary (Fig. 4h).
Discussion

Differentiation of the goat omasum took place at 35
days (23% gestation); this is somewhat later than the 28
days (19% gestation) reported by Mutoh and Wakuri
(1989) in goats. Omasum differentiation in sheep takes
place at a similar stage, reported at 33 days (22%
gestation) by Franco et al. (1993a), whereas in cattle this
differentiation has been observed at 30 days (11%
gestation) by Vivo et al. (1990). In wild ruminants,
including deer (Redondo et al., 2005), it takes place at
around 67 days (25% gestation), i.e. at a similar stage as
that noted here. 

During the early stages of embryo development,
rudimentary primary laminae were visible as slight
elevations of the omasal wall, which comprised an
internal epithelium, a middle layer of pluripotent
blastemic tissue, and an external serosa. A similar
structure has been reported in the Nigerian goat fetus by
Nwaogu and Ezeasor (2008) at 60 days (40% gestation).
Primary omasal laminae were observed here at 38 days
(25% gestation), somewhat later than in sheep, where
they have been reported at 33 days (22% gestation) by
Franco et al., (1993a), at 21% gestation by Lubis and
O’Shea (1978) and Fath-El Bab et al., (1983), and at
24% gestation by Del Rio Ortega (1973). 

Primary laminae were observed here at 38 days
(25% gestation), secondary laminae at 50 days (33%
gestation), tertiary laminae at 59 days (39% gestation)
and quaternary laminae at 64 days (43% gestation).
These timings differ slightly from those reported for
other species. In sheep the four orders of laminae were
noted at 24, 28, 32 and 33% gestation, respectively (Del
Rio Ortega, 1973), at 21, 26, 33, and 52% (Fath-El Bab,
1983) and at 21, 26, 33 and 40% gestation (Franco et al.,
1993a). In cattle, Vivo et al., (1990) observed all four
orders of laminae at a rather earlier stage of prenatal
development, i.e. around 20% gestation. Emergence of
the four omasal laminae in deer has been reported by
Redondo et al. (2005) at 25, 30, 35 and 50% gestation,
indicating timing similar to that observed here. Other
studies in goats noted the presence of all four orders
midway through gestation (Nwaogu and Ezeasor, 2008). 

Although most studies report laminae of four
different sizes in the omasal wall, a number of authors -
including Wardrop (1961) in sheep, Ramkrishna and
Tiwari (1979) in goats, Osman and Berg (1982) in
buffalo, and Vivo et al., (1990) in cattle - highlight a
fifth laminar size during prenatal development. 

Conical papillae, apparent as small lateral
outfoldings of the omasal laminar surface, were
observed at 70 days (46% gestation). Similar histological
findings have been reported in goats by Ramkrishna and
Tiwari (1979), in Nigerian goats by Nwaogu and
Ezeasor (2008), in sheep by Franco et al. (1993a) and in
deer by Redondo et al. (2005), at 45%, 50%, 45% and
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50% gestation, respectively. 
The differentiation of lamina propria + submucosa

from pluripotent blastemic tissue was first observed at
50 days (33% gestation); there was no histological
separation between these two layers, as also reported in
the goat rumen (García et al., 2012). Similar timings are
reported in sheep (Franco et al., 1993a) and in deer
(Redondo et al., 2005).

Differentiation of the tunica muscularis from
pluripotent blastemic tissue also took place at 50 days
(33% gestation). By 60 days (40% gestation), two layers
of smooth muscle fibers were apparent: an inner, circular
layer and an outer longitudinal layer. Ramkrishna and
Tiwari (1979) observed a fully-formed tunica muscularis
in goats at 67 days (45% gestation). Findings for other
species differ: in sheep, Duncan and Phillipson (1955)
and Franco et al. (1993a) report tunica muscularis
formation at an earlier point in development (39 days,
26% gestation), while Redondo et al. (2005) noted it in
deer at 67 days (25% gestation). 

The muscularis mucosa was observed in omasal
laminae at 64 days (43% gestation). The findings of the
present study agree with those reported in goats by
Ramkrishna and Tiwari (1979), who observed the
muscularis mucosae at 67 days (45% gestation), and in
cattle by Totzauer and Sinowatz (1990), who reported it
at 120 days (43% gestation). By contrast, it has been
observed later in sheep (79 days, 53% gestation) by
Franco et al. (1993a) and at an earlier stage of
development in deer (90 days, 35% gestation) by
Redondo et al. (2005). 

In our study, omasal lamina was formed by an
intermediate layer of smooth muscle and two layers of
connective tissue on both sides. According to our
observations and those previously referenced by Franco
et al. (1993a) in sheep and Franco et al. (2004a,b) in
deer, this intermediate layer of smooth fibers
corresponded to the muscularis mucosa and originated
from the inner layer of the tunica muscularis.

However, some authors have argued that the
muscularis mucosa does not arise solely from the
internal muscle layer (Gerneke, 1989; Bacha and Wood,
1990; Banks, 1993). Our results do not agree with
Yamamoto et al. (1991), who described in the omasal
laminae three layers of smooth muscle fibers: an
intermediate layer and two lateral layers, but without
mentioning that this intermediate layer constituted the
muscularis mucosa. 

The histological characteristics of the serosa,
comprising a subserosa of loose connective tissue with
an overlying mesothelium, are similar to those reported
in the goat rumen by Garcia et al. (2012). 

Immunohistochemical examination of the goat
omasum revealed SYP-positive neuroendocrine cells at
53 days (35% gestation) in the lamina propria, the
submucosa and the tunica muscularis. Similar findings
have been reported for the deer omasum by Redondo et
al., (2005), for the sheep rumen and reticulum by Franco
et al., (2004a,b) and for the goat rumen by García et al.,

(2012).
VIM-positive glial cells were detected at 38 days

(25% gestation) in the lamina propria, submucosa, tunica
muscularis and serosa. Differentiation of tissue layers
became more marked as development progressed,
allowing more precise location of VIM-positive cells. At
101 days, these cells were also observed in myenteric
and submucosal plexuses. GFAP-positive glial cells were
first detected somewhat later than VIM-positive cells (64
days, 43% gestation), and in the same locations. A
similar time-lag in the immunohistochemical detection
of glial cells has also been reported by Redondo et al.
(2011) in a comparative study of the omasum in deer and
sheep. The difference in glial-cell labeling reflects the
fact that VIM is an earlier marker, as noted by Franco et
al. (1997) in a study of prenatal pineal-gland
development in sheep.

The sympathetic and parasympathetic nerve fibers
and nerve cells were detected by neuropeptide Y and
vasoactive intestinal peptide (VIP), respectively. Both
were detected at 90 days in the lamina propria,
submucosa, tunica muscularis and serosa, and also in
myenteric plexuses. Wathuta (1986) has also reported
VIP-positive nerve fibers in the forestomach, abomasum
and small and large intestines of sheep at a similar stage
of development. Yamamoto et al. (1994) detected the
neuropeptides VIP and NPY in nerve fibers, especially
in the inner layer of the tunica muscularis in the omasum
of adult sheep. VIP and NPY positivity has also been
reported in the myenteric neurons of sheep rumen,
reticulum and omasum by Groenewald (1994). In deer,
Redondo et al. (2005) observed nerve fibers in the
omasum at an earlier stage of development (142 days,
51% gestation). 

Structurally, primary omasal laminae were apparent
during the earliest stages of prenatal life. As
development progressed, the formation and growth of
further laminae of varying sizes was observed. Four
orders of laminae were recorded here; similar findings
have been reported by other authors both in the
European goat (Schummer and Nickel, 1979) and in
Zarabi goats (El-Gendy et al., 2010). However, other
researchers have observed only 3 orders in the omasum
of the African goat (Green and Baker, 1996), and 5
orders in the Australian goat (McSweeny, 1988). Inter-
breed differences in the number of omasal laminae may
reflect the influence of locally-available foliage in
different regions (Hofmann, 1973). Omasal laminae
were studded with small conical papillae. Here, papillae
were structurally apparent at 70 days (47% gestation).
These papillae were observed with blunt or pointed
conical tips. These have also been reported in goats
(Green and Backer, 1996), sheep (Scott and Gardner,
1973) and cattle (Yamamoto, 1994).

Overall, histological, structural and immunohisto-
chemical examination suggests that prenatal
development of the omasum - like the rumen - is
somewhat faster in the goat than in sheep and cattle, but
takes place at a similar pace to that reported in deer. 
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Summary. This study sought to describe the morphological changes taking place in 

the goat reticulum during prenatal development, using histomorphometric and 

immunohistochemical techniques. A total of 140 goat embryos and foetuses were used, 

from the first stages of prenatal life until birth. Differentiation of the reticulum as a 

separate compartment of the primitive gastric tube was observed at 35 days of prenatal 

life (23% gestation). By 38 days (25% gestation) the reticular wall comprised three 

layers: an internal epithelial layer, a middle layer of pluripotential blastemic tissue and 

an external layer or serosa. Primary reticular crests were visible at 59 days (38% 

gestation) as evaginations of the epithelial stratum basale, marking the earliest 

histological differentiation of future reticular cells. Secondary reticular crests were 

observed at 87 days (61% gestation). Corneum papillae first became apparent on the 

lateral surface of primary reticular crests at 101 days (64% gestation). The muscularis 

mucosae was visible by 101 days (64% gestation) in primary reticular crests. 

Neuroendocrine cells were detected by synaptophysin at 64 days (43% gestation), while 

glial cell markers (glial fibrillary acidic protein and vimentin) were observed at 64 days 

(43% gestation) and 38 days (25% gestation), respectively. The peptidergic innervation 

markers such as neuropeptide Y and vasoactive intestinal polypeptide were detected at 

75 days (50% gestation). In conclusion, prenatal development of the reticulum – like 

that of the rumen – appears to take place somewhat earlier in goats than in sheep or 

cattle, but at a similar rate to that reported in deer.  

 

Key words: Capra hircus · goat histomorphometric · immunohistochemistry · 

reticulum · prenatal development 
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Introduction 

 
Although all ruminants share the ability to transform low-quality forage into 

products of great nutritional value, due to the structure and function of their digestive 

tract (Lombardi, 2005), differences in their feeding habits led Hofmann (1973) to assign 

them to three groups: grazers, concentrate selectors and intermediate feeders. The goat 

is classified as an intermediate feeder, able to make use of marginal pasturelands. These 

differences in feeding habits reflect differences in digestive-tract anatomy and histology 

among ruminant species (Hofmann and Schnorr, 1982). 

In order to meet its functional needs, the ruminant’s stomach has developed four 

separate compartments, each with its own morphological particularities. A distinctive 

feature of the reticulum, the second gastric compartment, is the arrangement of the 

internal mucosa in a network of crests forming a honeycomb-like pattern (Clauss et al., 

2010). The height of the reticular crests represents a dietary adaptation in ruminants 

(Clauss et al., 2010). Historically, reticular crests and honeycomb cells have been 

suspected to play a role in water storage, to help grind coarse particle separation 

mechanism either by acting as traps that hold larger food particles and prevent their 

passage towards the omasum (Hofmann and Schnorr, 1982), or by acting as 

sedimentation traps that catch small dense particles and direct them towards the 

omasum during contractions (Reid, 1985; Mathison et al., 1995; Okine et al., 1998). 

However, more recently, Clauss et al., (2010) suggested that the reticular honeycomb 

structures do not separate particles by acting as traps either for small or for large 

particles. 

Moreover, reticulum with the rumen is considered as a one functional chamber 

(Kitamura et al. 1986; Koch and Berg, 1990). They take part in mixing and fermentation 

of the ingesta and they need the specific motility patters (Pfannkuche et al., 2004) that 

are controlled by the neurons of enteric nervous system by releasing excitatory and 

inhibitory neurotransmitters (Kitamura et al., 1986; Groenewald, 1994; Brookes, 2001; 

Pfannuke et al., 2002; Münnich et al., 2008). These specific motility patterns can be 

recorded in the reticulum before birth, although they disappear in newborn 

(Ruckesbusch et al., 1983). 

Although there has been considerable research into the organisation of the 

forestomach in cattle (Vivo et al., 1990), sheep (Wardrop, 1961; Franco et al., 1992, 
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1993a,b,c; Redondo et al., 1997; Regodon et al., 1996), and deer (Franco et al., 2004a,b; 

2011, 2012; Redondo et al., 2005; 2011; Masot et al., 2007a,b). Several studies have 

addressed the prenatal development of stomach compartments in goats (Mcsweeny, 

1988; Ramkirshna and Tiwari, 1979; Nwaogu and Ezseaor, 2008; El-Gendy et al., 2010; 

Garcia et al., 2012), and fewhave dealt specifically with the reticulum (Franco et al., 

1993c, 2004b, 2012). 

The primitive digestive tract in ruminant animals is structurally and functionally 

similar to that of non-ruminant animals (Relling and Mattioli, 2002). During prenatal 

life, however, the ruminant stomach undergoes certain morphological changes in order 

to meet functional demands in postnatal life (Relling and Mattioli, 2002). The major 

morphological changes in the reticulum are the growth and development of the reticular 

ribs or ridges to form reticular cells, which play a key role in the digestive process. The 

aims of the present study were as follows: (1) to describe the histological development 

of the goat reticulum during prenatal life; (2) to determine morphometric changes taking 

place in the reticular wall over the same period; (3) to detect immunohistochemical 

techniques for the detection of neuroendocrine cells using synaptophysin (SYP), of glial 

cells using glial fibrillary acidic protein (GFAP) and vimentin (VIM), and of peptidergic 

innervation markers neuropeptide Y (NPY) and vasoactive intestinal peptide (VIP) 

using immunohistochemical techniques; (4) to despict the surface of the reticular 

mucosa using scanning electron microscopy from the early embryonic stages until birth. 
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Materials and methods 
 

Animals 
 

A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and fetuses, ranging from the first 

prenatal stages to birth, were sampled. Specimens were divided into 5 sequential 

groups, according to size and prenatal age: group I (crown-rump length[CRL]  1.5-4.3 

cm, age 13-38 days, 1-25% gestation), group II (CRL 4.4-8 cm, 39-52 days, 25-35% 

gestation), group III (CRL 9-17.5 cm, age 53-75 days, 35-50% gestation), group IV 

(CRL 18-32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation), and group V (CRL 33-47 cm, 113-

150 days, 75-100% gestation). Embryos and fetuses were all obtained at municipal 

slaughterhouse in Caceres (Spain) from pregnant goat females. These pregnant females 

were slaughtered by the usual process in the slaughterhouse specify. Embryos and 

foetuses were obtained after opening the abdominal cavity uterus and placenta. These 

actions were carried out in accordance with the regulation required for the protection of 

animals at the time of slaughter in slaughterhouses (Spanish Royal Decree 54/1195). 

Gestational age was estimated following age classifications methods previously 

reported for sheep and goat (Evans and Sack 1973; Franco et al., 1992; Sivachelvan et 

al., 1996), and deer (Franco et al., 2004a, b, 2012). 

 

Sampling and processing 
 

Once the reticulum was extracted, small pieces of tissue were dissected for 

analysis. Tissues samples were fixed in 4% buffered formaldehyde for 24 hours, 

routinely processed and embedded in paraffin for histological examination. Sections 

5µm thick were stained with Hematoxylin-Eosin (H-E), Masson`s Trichrome and 

Gomori’s reticulin. 

 

Morphometric analysis 
 

Ten specimens were selected for each group for histomorphometric analysis. In 

group I of these 10 individuals, 2 belonging to the age of 13 days, 3 in 35 days and 5 for 

38 days; in group II, 3 fetuses of 39 days, 3 of 46 days and 4 of 50 days were selected; 
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in group III, 2 fetuses of 53 days, 3 of 62 days, 3 of 70 days and 2 of 74 days were 

chosen; in group IV, 3 fetuses of 76 days, 3 of 84 days, 2 of 95 days and 2 of 112 days 

were selected; in group V, 2 fetuses of 113 days, 3 of 125 days, 3 of 138 days and 2 

fetuses of 150 days were chosen. Histological sections were viewed through a 

microscope (NIKON Eclipse 80i) equipped with a digital video camera (NIKON 

DXMI200F). Digital images were analyzed using the Nis-Element 2.30 software 

package. Variables studied were height of various tissue strata (epithelium, lamina 

propia and submucosa, tunica muscularis and serosa) and total wall thickness. One 

hundred measurements were made in each tissue layer (epithelium, lamina propria + 

submucosa, tunica muscularis and serosa) of each of the selected individuals from each 

group. 

 

Statistical analysis 
 

The measurements are expressed in µm and shown as mean ± SE. Data was 

subjected to analysis of variance (ANOVA). Wherever ANOVA revealed significant 

differences, a post-hoc (Tukey) analysis was carried out to test for significant 

differences between tissue strata and groups. A value of P < 0.05 was considered 

significant. 

Tissue growth models were created using Microsoft Office Excell® (2003) and a 

statistics program (Statistica Six Sigma, 2006). Graphs represent the averages of real 

growth values together with the adjusted line of regression. The goodness of fit of this 

adjustment was measured using the rate of determination, r2. In all cases, embryo body 

length (crown-rump length, in centimeters) was used as the independent variable; the 

thickness of each tissue stratum (epithelium, lamina propia + submucosa, tunica 

muscularis and serosa) served as the dependent variable.  

 

Immunohistochemical  analysis 
 

The UltraVision One HRP polymer (polymer conjugated to horseradish 

peroxidase) was performed on tissue from the reticulum to detect the neuroendocrine 

cell marker with synaptophysin (SYP), the glial cell marker with glial fibrillary acidic 

protein (GFAP) and vimentin (VIM) and markers of peptidergic innervation as 

neuropetide Y (NPY) and vasoactive intestinal peptide (VIP). Tissues were 
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deparaffinized and hydrated. Recovery of antigens was performed in microwave with 

buffer citrate solution 0,01M pH 6, which was heated for 5 minutes at 800 watts of 

power. Blocking of endogenous peroxidase activity was made with 0.5% hydrogen 

peroxide for 30 min. Non-specific tissue binding sites were blocked by incubation in 

1% normal goat serum for 30 min. Samples were incubated with the following primary 

antiserum: 1:10 mouse monoclonal anti-SYP (Thermo Scientific, MA1-35810); ready to 

use rabbit polyclonal anti-GFAP (Thermo Scientifc, RB-087- R7), ready to use mouse 

monoclonal anti-VIM (Thermo Scientific, MS-129-R7), 1:50 rabbit polyclonal anti-

NPY (Thermo Scientific, PA1-41576) and 1:50 rabbit polyclonal anti-VIP (AbD 

serotec, 9535-0204) for 30 min at room temperature. Sections were finally incubated 

with polymer conjugated to horseradish peroxidase (Thermo Scientific, UltraVision 

ONE HRP Polymer, TL-015-PHJ) for 30 minutes at room temperature and without 

exposure to light. After that, the diaminobenzidine was applied in the tissue (Thermo 

Scientific, DAB Plus Chromogen TA-001-HCX and DAB Plus Substrate TA-015-HSX) 

for 5-15 minutes, depending on the desired stain intensity. Finally, the reaction was 

contrasted with Mayer hematoxylin. The specificity of the staining reaction was 

determined in control experiments involving either substitution of the primary antibody 

by PBS or normal goat serum 1:100, or omission of both primary and secondary 

antibodies. Absorption controls were obtained by incubating sections adjacent to those 

above with antiserum that contained 25 µg of Ag/ml of diluted antiserum. No staining 

was found in structures on the sections which served as absorption controls.  

 

Scanning electron microscopy 
 

 Small pieces of reticulum were fixed in 2.5% buffered glutaraldehyde for 24 

hours, dehydrated through graded ethanol and amyl acetate, and dried in a critical-point 

dryer. Sections were covered with coating materials including gold and examined and 

photographed with a Jeol JSM 6300 scanning electron microscope operating at 30Kv at 

various tilt angles and at a magnification of 10 to 800x. 

 

 

 

 



HIS
TOLO

GY A
ND H

IS
TOPATHOLO

GY

(in
 p

re
ss

)

 8 

Results 
 

Gross findings 
 

In the earliest embryonic stages, the reticulum was observed as a rounded cavity 

lined by a soft and smooth whitish mucosa (Fig. 1A). At 75 days (50% gestation), 

primary reticular crests were visible in the form of small surface elevations of the 

mucosa. By 113 days (75% gestation), clearly-delimited reticular cells gave the reticular 

surface an irregular appearance (Fig. 1B). 

Reticular histomorphogenesis 
 

Group I (CRL 1.5 to 4.3 cm, 13-38 days, 1-25% gestation) 

 

The reticulum became apparent as a separate compartment of the primitive 

gastric tube at 35 days (CRL 3 cm, 23% gestation). The reticular wall comprised an 

internal epithelial layer and an external layer of pluripotential blastemic tissue and 

external layer, or serosa (Fig. 2A). 

The stratified epithelium (358.04 ± 59 µm) was divided into a darker basal zone 

composed of germinal cells with central nuclei, and a lighter external zone comprising 

globose cells with apical nuclei.  

The pluripotential blastemic tissue layer (731.11 ± 88 µm) was composed of 

abundant amorphous ground substance interspersed with star-shaped mesenchymal 

cells. 

The reticular wall was lined by an external serosa (107.64 ± 12.91 µm) 

comprising a layer of submesothelial loose connective tissue covered by a mesothelium 

composed of flat cells. 

 

Group II (CRL 4.4 to 8 cm, 39-52 days, 25-35% gestation) 

 

This stage of prenatal development was marked by histological changes 

affecting each stratum of the reticular wall.  

The stratified epithelium (487.32 ± 56 µm) was clearly divided into a stratum 

basale formed by 3 layers of germinal cells with basophilic cytoplasm and a central 
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nucleus, and a thicker stratum granulosum in contact with the reticular lumen and 

comprising 6-8 layers of globose cells with light cytoplasm (Fig. 2B). 

Pluripotential blastemic tissue (467.54 ± 16.53 µm) was composed of amorphous 

ground substance interspersed with abundant fibroblast-like mesenchymal cells. The 

appearance of fibroblasts led to the differentiation of this tissue into lamina propria and 

submucosa at 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation). 

By this stage, the tunica muscularis was distinguishable from pluripotential 

blastemic tissue, in the form of a layer of longitudinally-arranged myoblasts (Fig. 2B). 

The serosa (119.79 ± 22 µm) comprised a subserosa of fibrous loose connective 

tissue underlying a mesothelial layer of flat cells.  

 

Group III (CRL 9 to 17.5 cm, 53-75 days, 35-50% gestation) 

 

At 53 days (CRL 9 cm, 35% gestation), the reticular wall was formed by four 

distinct tissue layers: epithelium, lamina propria + submucosa, tunica muscularis and 

serosa (Fig. 2C).  

The stratified epithelium (583.17 ± 68.79 µm) was still divided into two layers, 

the stratum basale and stratum granulosum, with morphological features similar to those 

observed at the earlier stage, although thicker – particularly in the case of the stratum 

granulosum. 

The lamina propria and submucosa (252.21 ± 53.25 µm) were composed of 

abundant cell elements, including fibroblasts, collagen fibers and reticulin fibers 

interspersed with sparse ground substance.  

The tunica muscularis (413.94 ± 31 µm) was formed by two layers: an internal 

layer of obliquely-arranged smooth muscle fibers and an external layer of 

longitudinally-arranged muscle fibers.  

At 59 days (CRL 10 cm, 38% gestation) primitive primary reticular crests were 

visible as small protrusions from the epithelial stratum basale (Fig. 2C). By 64 days 

(CRL 13.5 cm, 43% gestation), crests were increasingly prominent and more regularly 

spaced over the epithelium (Fig. 2D). 
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Group IV (CRL 18 to 32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation) 

 

Mid-way through the gestation period, the histological structure of the reticular 

wall was broadly similar to that of earlier stages, although some differences were 

apparent. 

The epithelium (1125.27 ± 20.93 µm) now comprised four layers: a stratum 

basale underlying a stratum granulosum, as noted earlier, together with an overyling 

stratum spinosum composed of condensed cells with dark cytoplasm, and finally the 

outermost stratum corneum, formed by flat, anucleated cells. 

The increasingly-prominent primary reticular crests continued to grow towards 

the reticular lumen. Since crest growth involved the lamina propria but not the 

submucosa (Fig. 2E), a spatial separation was apparent between the two layers (255.38 

± µm). The lamina propria was thinner, and contained a greater number of fibroblast-

like cells, than the submucosa. 

The tunica muscularis (876.19 ± 12.22 µm) comprised two full-developed fiber 

layers; a longitudinally-arranged external layer and a slanting internal layer. 

At 87 days (CRL 22 cm, 61% gestation), the lateral surface of primary reticular 

crests was studded with small corneum papillae, formed from epithelial stratum basale 

germinal cells (Fig. 2E). At 101 days (CRL 27.5 cm, 67% gestation), secondary 

reticular crests were – like their primary counterparts – visible as evaginations of the 

stratum basale, though never attaining the same height as primary crests (Fig. 2F). At 

this stage, a layer of smooth muscle fibers was observed in the uppermost area of 

primary reticular crests, to form the muscularis mucosae.   

 

Group V (CRL 33 to 47 cm, 113-150 days, 75-100% gestation) 

 

At 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation), all tissue layers were evident in the 

reticular wall. The stratified epithelium (2015.92 ± 40 µm) was composed of four fully-

developed strata, in order outwards to the lumen: basale, granulosum, spinosum and 

corneum (Fig. 2G)  

The skeleton of primary and secondary reticular crests, and of corneum papillae, 

was formed by the lamina propria, comprising fibroblasts and collagen fibers and 

containing abundant blood vessels. The submucosa was composed of sparse spindle-

shaped and star-shaped cells interspersed among abundant amorphous ground 
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substance. The two layers had a joint thickness of 480.68 ± 37.63 µm. The fully-

developed muscularis mucosae occupied the upper area of primary reticular crests. By 

the end of gestation, the muscularis mucosae was visible as a band of muscle tissue 

joining one crest to another to form a continuous layer of muscle tissue.  

The tunica muscularis (1255.86 ± 83.94 µm) comprised two layers of smooth 

muscle fibers, identical in arrangement and morphological features to those observed at 

earlier stages.  

Reticular crests displayed two growth patterns in forming reticular cells, 

growing longitudinally from the stratum basale towards the epithelial surface in order to 

lengthen crests, and transversally (horizontally) to fuse adjacent crests (Fig. 2H). By the 

end of gestation, the reticular wall was composed of fully-developed reticular cells.  

The external serosa (177.02 ± 8 µm) was formed by a subserosa of fibrous loose 

connective tissue covered by a mesothelial layer of flat cells, characteristic similar to 

early prenatal development stages. 

 

 Morphometric observations 
 

Changes in the thickness of reticular wall tissue layers during prenatal 

development are shown in Table 1. 

Mean epithelial growth in group I was significantly lower than in groups II to V 

(P=0.003). Growth of the lamina propria and submucosa in group III differed 

significantly from that observed in groups IV and V (P=0.004). Tunica muscularis 

thickness in group III was also significantly different from that recorded in groups IV 

and V (P=0.002). The serosa was thicker in group V than in groups I to IV (P=0.004). 

Mathematical growth models were constructed for each tissue stratum, with the 

corresponding growth equations and correlation coefficients. The epithelial layer grew 

progressively throughout prenatal development, due to the formation of the four 

epithelial strata: basale, granulosum, espinosum, and corneum (Fig. 3A). The growth 

rate of the lamina propria and submucosa declined from differentiation until 20 cm CRL 

(81 days, 54% gestation); thereafter, growth increased due to the involvement of these 

layers in the formation of reticular crests (Fig. 3B). The tunica muscularis grew 

progressively throughout prenatal development. The greatest thickness of the tunica 

muscularis was reached at 30 cm CRL (104 days, 69% gestation) with the development 
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of its two muscle-fiber layers (Fig. 3C). The growth rate of the serosa diminished 

steadily from the early stages, but from 30 cm CRL (104 days, 69% gestation) increased 

progressively (Fig. 3D). 

 

Immunohistochemical observations 
 

The results of immunohistochemical staining of the reticulum for synaptophysin 

(SPY), glial fibrillary acidic protein (GFAP), vimentin (VIM), neuropeptide Y (NPY) 

and vasoactive intestinal polypeptide (VIP) during prenatal development are shown in 

Table 2.  

Neuroendocrine cells were first detected by SYP staining at 53 days (CRL 9 cm, 

35% gestation), in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis and serosa (Fig. 

4A). At 75 days (CRL 17.5 cm, 50% gestation), positive-staining cells were additionally 

detected in myenteric plexuses (Fig. 4B).   

Glial cells staining positive to GFAP were first observed at 64 days (CRL 13.5 

cm, 43% gestation) in myenteric and submucosal plexuses, and scattered throughout the 

lamina propria, submucosa, tunica muscularis and serosa (Fig. 4C); they were more 

abundant at these locations by 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation; Fig. 4D). VIM-

positive glial cells were observed at 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation) in 

pluripotential bastemic tissue and serosa (Fig. 4E). By 113 days (CRL 33 cm, 75% 

gestation), they were also detected in myenteric and submucosal plexuses, and scattered 

throughout the lamina propria, tunica muscularis and perivascular connective tissue 

(Fig. 4F).  

The peptidergic innervation markers NPY and VIP were detected at 76 days 

(CRL 18 cm, 50% gestation) in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis, 

serosa and myenteric plexuses (Fig. 4G, H).  

 

Scanning electron microscopy 

 
During the early embryonic stages (38 days, CRL 4.3. cm, 25% gestation) the 

reticular wall was visible as a smooth surface displaying no evidence of keratinization 

or desquamation. Cells were clearly visible and well defined (Fig. 5A).  
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Primary reticular crests were first observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% 

gestation) in the form of small elevations of the reticular wall mucosa (Fig. 5B).  At 75 

days (CRL 17.5 cm, 50% gestation), crests displayed greater development (Fig. 5C). 

By 113 days (CRL 33 cm, 75% gestation) incipient corneum papillae were 

observed as small protuberances on reticular crest surfaces (Fig. 5D).  

Secondary reticular crests were visible at 120 days (CRL 35 cm, 80% gestation); 

they were smaller than primary crests (Fig. 5E). 

By 150 days (CRL 47 cm, 100% gestation), the reticular wall was composed of 

fully-developed reticular cells formed by primary and secondary crests, and corneum 

papillae of varying sizes (Fig. 5F).  
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Discussion 
 

Differentiation of the goat reticulum from the primitive gastric tube took place at 

35 days (23% gestation), i.e. at the same stage as that of the rumen (García et al., 2012). 

This is somewhat later than the 28 days (19% gestation) reported by Molinari and 

Jorquera (1988), and the 15 days (10% gestation) recorded by Mutoh and Wakuri 

(1989). Reticulum differentiation in sheep takes place at a similar stage, being reported 

at 33 days (22% gestation) by both Del Rio Ortega (1973) and Franco et al., (1993c). In 

cattle, it occurs rather earlier, Vivo et al., (1990) reporting differentiation at 30 days 

(11% gestation), while in deer it has been observed at 67 days (25% gestation) by 

Franco et al., (2004b), i.e. at a similar stage to that recorded in goats.  

Differentiation of the embryonic stratified reticular epithelium into stratum 

basale and stratum granulosum was observed at 53 days (35% gestation). These two 

strata have also been detected at this stage of development in the goat rumen (García et 

al., 2012). Similar findings have also been reported at 35% gestation in sheep (Franco et 

al., 1992, 1993c). By contrast, the appearance of these two epithelial strata in deer has 

been recorded at the earlier stage of 67 days (25% gestation) by Franco et al., (2004b). 

Stratification of the epithelium concluded with the differentiation of the stratum 

spinosum and the stratum corneum at 75 days (50% gestation). Presence of all four 

strata has been reported in deer at 142 days, i.e. also at 50% gestation (Franco et al., 

2004b). According to Franco et al., (1993c), full differentiation of epithelial strata in 

sheep takes place at 83 days (55% gestation), although Del Rio Ortega (1973) recorded 

it considerably earlier, at 57 days (38% gestation), while Wardrop (1961) reported it at 

birth. The present findings contrast with those of Molinari and Jorquera (1988), who 

noted the presence of all four strata in the goat reticulum only at a later stage (104 days).  

Primary reticular crests, the first stage in the differentiation of reticular cells, 

were first observed at 59 days (38% gestation) as small surface elevations of the 

epithelial stratum basale. Primary crests have been recorded in deer at 117 days (40% 

gestation) by Franco et al., (2004b). Again, the present findings differ from those 

reported in goats by Molinari and Jorquera (1988), who noted the first appearance of 

primary reticular crests at a later stage of between 70 and 100 days’ gestation. In the 

sheep reticulum, primary crests have been observed by Del Rio Ortega (1973), Fath El-

Bab et al., (1983) and Franco et al., (1993c) at 72 days (48% gestation), 95 days (63% 
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gestation) and 69 days (45% gestation), respectively. In buffalo, primary crests were 

first observed at 70 days/22% gestation by Panchamuki and Serivastava (1980), and at 

200 days/62% gestation by Osman and Berg (1981).  

Secondary reticular crests appeared at 87 days (58% gestation). Franco et al., 

(2004b) report their presence in deer at a similar stage (142 days 50% gestation). In 

sheep, both Del Rio Ortega (1973) and Franco et al., (1993c) observed secondary crests 

at 82 days (55% gestation), while Fath El-Bab et al., (1983) reported them at a later 

stage (70% gestation). The present findings contrast from those reported in goats by 

Molinari and Jorquera (1988), who observed secondary reticular crests only at 69% 

gestation. In buffalo, they appear earlier than in goats, at 40% gestation (Panchamuchi 

and Serivastava, 1980).  

By 101 days (64% gestation) corneum papillae were visible as elevations of the 

epithelial stratum basale on the lateral surface of primary reticular crests; similar 

findings have been reported in deer at 142 days/50% gestation (Franco et al., 2004b). 

Papillae have been observed in sheep at 63% gestation (Fath El-Bab et al., 1983), 

although Franco et al., (1993) recorded them only at a later stage of 55% gestation, 

while Del Rio Ortega (1973) reported their appearance only at birth. Other studies in 

goats report conflicting results: Ramkrishna and Tiwari (1979) observed papillae at an 

earlier stage (11.5 cm, 44% gestation), while Molinari and Jorquera (1988) detected 

them only close to birth.  

The muscularis mucosae was first observed in the upper area of primary reticular 

crests at 101 days (67% gestation), deriving from the inner smooth muscle fiber layer of 

the tunica muscularis. In other ruminant species, it appears at a slightly later stage: 113 

days/75% gestation in sheep (Franco et al., 1993c), and 205 days/75% gestation in deer 

(Franco et al., 2004b); in both cases, it derives from the internal bundle of the tunica 

muscularis. 

Differentiation of the lamina propria and submucosa from pluripotential 

blastemic tissue took place at 50 days (33% gestation), as also reported for the goat 

rumen (García et al., 2012). No spatial separation was observed between the two tissue 

layers, but a difference in genesis was apparent due to the involvement of the lamina 

propria in the formation of reticular crests. 

Differentation of the tunica muscularis – formed by 2 or 3 layers of myoblasts – 

from pluripotential blastemic tissue was observed at 50 days (33% gestation). By 60 

days (40% gestation), the tunica muscularis comprised two muscle fiber layers; an 
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internal obliquely-arranged layer and an external longitudinal layer. Similar findings 

have been reported for sheep at 50 days (33% gestation) by Del Rio Ortega (1973),  

although both Duncan and Philipson (1955) and Franco et al., (1993c) recorded tunica 

muscularis differentiation at 34 and 33 days of gestation, respectively. Franco et al., 

(2004b) observed a primitive tunica muscularis in deer at an earlier stage of 67 days 

(25% gestation).  

The serosa, formed by a subserosa of loose connective tissue and an overlying 

mesothelium, was histologically similar to that reported in the goat rumen by Garcia et 

al., (2012).  

Neuroendocrine (SYP-positive) cells were detected at 53 days (35% gestation) 

in lamina propria, submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric plexuses, as also 

reported for the goat rumen (García et al., 2012). These cells were also observed at 97 

days (35% gestation) in deer, but were detected at a later stage of 81 days/54% gestation 

in sheep (Franco et al., 2012).  

VIM-positive glial cells were detected at 38 days (25% gestation) in 

pluripotential blastemic tissue and serosa. By 113 days (75% gestation), these cells were 

also observed in myenteric and submucosal plexuses, lamina propria, tunica muscularis 

and perivascular tissue. GFAP-positive glial cells were detected in the same locations 

but at a later stage of 64 days (43% gestation). A similar difference in the timing of 

glial-cell positivity to these two antibodies has been reported for the goat rumen (García 

et al., 2012) and also by Franco et al., (2012) in a comparative study of reticulum 

ontogeny in sheep and deer. The difference confirms that VIM is an earlier glial-cell 

marker, a finding reported by Franco et al., (1997) in a study of the prenatal 

development of the sheep pineal gland. Teixeira et al., (1998) also detected positive-

staining glial cells in reticular papillae, suggesting that some functions of the reticular 

mucosa may be regulated intrinsically by the submucosal plexuses.  

The peptidergic innervation markers NPY and VIP were detected at 76 days 

(50% gestation) in lamina propria and submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexuses. Similar findings are reported in deer by Franco et al., (2004b), who 

detected these markers at 142 days (50% gestation). VIP has also been observed in 

reticular myenteric plexuses in 3-day-old calves (Kitamura et al., 1986). In goat rumen, 

by contrast, García et al., (2012) detected NPY and VIP only at later stages. NPY and 

VIP are neuropeptides that act as putative neurotransmitters in the enteric neurones 

(Cooke, 1986; Mawe et al., 1989; Scharrer, 1990) and they are need in the reticulum 



HIS
TOLO

GY A
ND H

IS
TOPATHOLO

GY

(in
 p

re
ss

)

 17 

motility (Kitamura et al., 1986; Groenewald, 1994; Münnich et al., 2008). The presence 

of these neuropeptides in fetal reticulum suggests a possible functional role for NPY 

and VIP during prenatal life and puts forward the suggestion of specific motility 

patterns can be recorded in the reticulum before birth as reported by Ruckebusch et al., 

(1983). 

Under scanning electron microscopy, the reticulum wall was visible as a smooth 

surface during the early stages of prenatal development, a finding also reported for the 

goat rumen (García et al., 2012). The primary reticular crest appeared as protrusions of 

the mucosa as observed in histological sections, having a correlation between 

histological images and electron microscopy. However, these primary crests were first 

observed by scanning electron microscopy at later ages than for histological sections. 

The structures forming reticular cells and the reticular wall gradually became visible as 

gestation advanced, as also observed for the rumen by García et al., (2012). 

Differences in age of appearance of the reticular structures between ruminant 

species can originate in different feeding habits of the different species. According to 

their feeding habits, ruminants were classified into: grazers, concentrate selectors and 

those of a intermediate type (Hofmann, 1989). These differences in feeding habits are 

reflecting in distinct anatomical properties of the forestomach. Furthermore, there is 

growing appreciation of the influence of diet on the ontogeny of the gastrointestinal 

(Newburg and Walker, 2007), which explains the differences in the stomach prenatal 

development of the different species. The goat was classified as animal of intermediate 

type (Hofmann and Schnorr, 1982) and has ability to survive under adverse foraging 

conditions. Our results indicate that prenatal development of the goat reticulum is 

similar to the deer. This coincidence can be explained because both species have a 

maternal diet similar (Garcia Gonzalez and Cuartas, 1992). However, the reticulum of 

sheep and goat has a later prenatal development that goat, despite being classified as 

grazers (Hofmann, 1989), these animals digest low quality forage, so you do not need 

an early development of forestomach to adapt to the environment. 
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Legends of Figures 

Fig. 1. Gross anatomy of the reticular mucosa. 

(A) Photograph of reticular mucosa (39 days, 25% gestation). Reticular mucosa was 

observed as a smooth surface. 

 (B) Photograph of reticular mucosa (113 days, 75% gestation). Reticular cells were 

visible and completely formed. Corneum papillae within reticular cells. 

 

Fig. 2. Histomorphogenesis of goat reticular wall (35 to 150 days, 23-100% gestation). 

(A) Photomicrograph of section of the differentiated reticulum (35 days, 23% 

gestation). Two layers of reticular wall were visible: epithelium (E) and pluripotential 

blastemic tissue (PBT). H-E. Scale Bar: 30 µm. 

(B) Photomicrograph of section of reticular wall (50 days, 33% gestation). The wall is 

composed of three layers: epithelium (E), pluripotential blastemic tissue (PBT) with 

spindle-shaped myoblastic cells (arrow) and serosa (S). Epithelial layer composed of 

stratum basale (Eb) and stratum granulosum (Eg). H-E. Scale Bar: 30 µm. 

(C) Photomicrograph of section of reticular wall (59 days, 40% gestation). The wall 

comprises four layers: epithelium (E) with stratum basale (Eb) and stratum granulosum 

(Eg), lamina propria and submucosa (Lp+Sb), tunica muscularis (TM), and serosa (S). 

Primary reticular crests (Cr1) visible as evaginations of the epithelial stratum basale. H-

E. Scale Bar: 30 µm. 

(D) Photomicrograph of section of reticular wall (64 days, 43% gestation). Growth of 

the primary crest (Cr1) involving the lamina propria (Lp + Sb). Tunica muscularis (TM) 

formed by an internal bundle of obliquely-arranged muscle fibers and an external 

bundle of longitudinal fibers. H-E. Scale Bar: 25 µm. 

(E) Photomicrograph of section of reticulum wall (87 days, 61% gestation). Corneum 

papillae (PC) visible in primary reticular crests (Cr1). H-E. Scale Bar: 25 µm. 

(F) Photomicrograph of section of reticulum wall (101 days, 67% gestation). Primary 

(Cr1) and secondary crests (Cr2) visible. Fusion of reticular crests to form reticular cells 

(RC). Presence of the muscularis mucosae (Mm) in the primary reticular crest. Tunica 

muscularis visible (TM), formed by two smooth muscle fiber bundles and the serosa (S) 

H-E. Scale Bar: 25 µm. 

(G) Photomicrograph of section of reticular wall (113 days, 75% gestation). Wall 

formed by epithelium (E), lamina propria and submucosa (Lp+Sb), tunica muscularis 
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(TM); primary (Cr1) and secondary crests (Cr2) visible. Muscularis mucosae (Mm) 

visible within primary crests (Cr1). H-E. Scale Bar: 30 µm. 

(H) Photomicrograph of a transversal section of reticulum wall (150 days, 100% 

gestation). Fully-formed reticular cells visible (RC). H-E. Scale Bar: 30 µm. 

 

Fig 3. Mathematical models of prenatal growth of reticular wall tissue layers in goats: y 

= thickness of each tissue layer (micrometers); x = crown-rump length (centimeters) 

and r2 = linear coefficient of determination. 

(A) Mathematical model of epithelium growth.  

(B) Mathematical model of lamina propria and submucosa growth.  

(C) Mathematical model of tunica muscularis growth.  

(D) Mathematical model of serosa growth.  

 

Fig. 4. Immunohistochemical findings in goat reticulum during prenatal development. 

(A) Photomicrograph of section of reticulum wall (53 days, 35% gestation). SYP-

stained cells in tunica muscularis and serosa (arrow) and a low inmunoreactivity in 

lamina propria+submucosa. HRP. Scale Bar: 20 µm. 

(B) Photomicrograph of section of reticulum wall (75 days, 50% gestation). SYP-

stained cells in lamina propria + submucosa, tunica muscularis and myenteric plexus 

(arrow) and a low immunoreactivity in lamina propia + submucosa. HRP. Scale Bar: 25 

µm. 

(C) Photomicrograph of section of reticulum wall (64 days, 43% gestation). GFAP-

stained glial cells in lamina propria + submucosa, tunica muscularis and myenteric and 

submucosal plexuses (arrows) and a low inmunoreactivity in lamina 

propria+submucosa. HRP. Scale Bar: 30 µm. 

(D) Photomicrograph of section of reticulum wall (113 days, 75% gestation). GFAP-

stained glial cells in tunica muscularis and myenteric plexus (arrows) and low 

immunoreactivity in lamina propria+submucosa. HRP. Scale Bar: 30 µm. 

(E) Photomicrograph of section of reticulum wall (38 days, 25% gestation). VIM-

stained glial cells in mesenchymal layer of pluripotential blastemic tissue and serosa. 

HRP. Scale Bar: 20 µm. 

(F) Photomicrograph of section of reticulum wall (113 days, 75% gestation). VIM-

stained glial cells in myenteric and submucosal plexuses, tunica muscularis and 

perivascular connective tissue (arrow). HRP. Scale Bar: 30 µm. 
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(G) Photomicrograph of section of reticulum wall (75 days, 50% gestation). NPY- 

stained cells in lamina propria + submucosa and myenteric plexus (arrows). HRP. Scale 

Bar: 20 µm. 

(H) Photomicrograph of section of reticulum wall (75 days, 50% gestation). VIP-stained 

cells in lamina propria + submucosa (small arrows), tunica muscularis and myenteric 

plexus (arrow). HRP. Scale Bar: 25 µm. 

 

Fig. 5. Scanning electron microscopy of the goat reticulum (38 to 150 days, 25-100% 

gestation).  

(A) Photomicrograph of section of reticulum wall (38 days, 25% gestation). Smooth 

surface displaying no evidence of keratinisation or desquamation. SEM. Scale Bar: 8 

µm. 

(B) Photomicrograph of section of reticulum wall (64 days, 43% gestation). First 

primary reticular crests (Cr1) protruding from the surface. SEM. Scale Bar: 6 µm. 

(C) Photomicrograph of section of reticulum wall (75 days, 50% gestation). Primary 

reticular crests (Cr1) growing from surface. SEM. Scale Bar: 6 µm. 

(D) Photomicrograph of section of reticulum wall (113 days, 75% gestation). Corneum 

papillae (PC) and muscularis mucosae (Mm) visible in the primary reticular crests 

(Cr1). SEM. Scale Bar: 4µm. 

(E) Photomicrograph of section of reticulum wall (120 days, 80% gestation). Fusion of 

primary reticular crests (Cr1) to form reticular cell. SEM. Scale Bar: 2 µm. 

(F) Photomicrograph of section of reticulum wall (150 days, 100% gestation). Fully-

formed reticular cells (RC) and presence of desquamation in the corneum papillae (PC). 

SEM. Scale Bar: 2 µm. 

 

Table 1. Thickness of the tissue layer in the reticulum of goat during prenatal 

development (µm).  

 

Table 2. Immunohistochemical findings in the reticulum of goat during prenatal 

development. 
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Table 1. Thickness of the tissue layer in the reticulum of goat during prenatal development (µm).  

 
 

Group I 

 

Group II 

 

Group III 

 

Group IV 

 

Group V 

E 368.53±5 442.35±8a 564.12±13a 1228.28±21a 2338.12±33a 

Lp + Sb pbt* pbt 263.33±14 343.67±24b 578.86±37b 

TM pbt pbt 484.77±22 1119.23±27b 1664.12±41b 

S 111.31±6c 115.29±12c 95.44±13c 107.92±8c 181.36±7 

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation); Group III (9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 35-50% gestation); 

Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). E: Epithelium; Lp + Sb: Lamina propria and 

submucosa; TM: Tunica muscularis; S: Serosa; pbt: pluripotential blastic tissue. * The pluripotential blastic tissue, which will later give rise to the lamina propria+submucosa 

and tunica muscularis; were not statistically compared owing to the fact that one structure will give rise to various others. aP<0.005 vs Group I; bP<0.005 vs Group III; 
cP<0.005 vs Group V. 
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Table 2. Immunohistochemical findings in the reticulum of goat during prenatal development. 

  
Group I 

 
Group II  

 
Group III 

 
Group IV 

 
Group V 

 E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  

SYP - - - -  - - - -  - ++ ++ +  - ++ ++ +  - +++ +++ +  

GFAP - - - -  - - - -  - + + +  - ++ ++ +  - ++ ++ +  

VIM - + + +  - + + +  - ´+ + +  - ++ ++ ++  - +++ +++ +++  

VIP - - - -  - - - -  -  - - -  -  + + +  - ++ + +  

NPY - - - -  - - - -  - - - -  - + + +  - ++ + +  

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III (9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 25-35% gestation), 

Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). E: Epithelium, Lp + Sb: Lamina propia and 

submucosa, TM: Tunica muscularis, S: Serosa. SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acid protein, VIM: vimentin, VIP: vasoactive intestinal peptide, NPY: 

neuropeptide Y. -, non immunoreactivity; +, low immunoreactivity; ++, moderate immunoreactivity; +++, high immunoreactivity. 
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Summary. This study sought to chart the morphological changes taking place in the 

goat abomasum during prenatal development, using histomorphometric and 

immunohistochemical techniques. A total of 140 goat embryos and fetuses, from the 

first stages of prenatal life until birth. Differentiation of the abomasum as a separate 

compartment of the primitive gastric tube was observed at 35 days of prenatal life (CRL 

3 cm, 23% gestation). Primitive abomasal folds were first observed at 38 days (CRL 4.3 

cm, 25% gestation). The muscularis mucosae was visible by 64 days (CRL 13.5 cm, 

43% gestation). Transformation of pseudostratified epithelium to simple cylindrical 

epithelium was also observed at this stage. Differentiation of gastric pits and glands first 

became apparent at 75 days (CRL 17.5 cm, 50% gestation) and 84 days (CRL 20 cm, 

55% gestation), respectively. Neuroendocrine cells were detected by synaptophysin 

(SYP) at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% gestation), while glial cell markers (glial fibrillary 

acidic protein - GFAP, and vimentin-VIM) were observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 

43% gestation) and 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation), respectively. Neuropeptide Y 

(NPY) and vasoactive intestinal polypeptide (VIP) were detected at 75 days (CRL 17.5 

cm, 50% gestation). Gastrin-immunoreactive cells first appeared in the abomasum at 76 

days (CRL 18 cm, 50% gestation). In conclusion, prenatal development of the 

abomasum appears to take place somewhat earlier in goats than in sheep or cattle, but at 

a similar rate to that reported in wild ruminants such as deer.  

 

Key words: abomasum, Capra hircus, immunohistochemistry, prenatal development 
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Introduction 
 

The stomach is considered as the first functional part of the digestive system, in 

that it is able to digest food and transform it into nutrients which are subsequently 

absorbed through the intestinal wall (Al-Saffar, 2012). The ruminant stomach is 

particularly remarkable for its ability to transform low-quality forage into products of 

great nutritional value (Lombardi, 2005). Differences in ruminant feeding habits led 

Hofmann (1973) to assign them to three groups: grazers, concentrate selectors and 

intermediate feeders. The goat is classed as an intermediate feeder, able to make use of 

marginal pasturelands (Boyazoglu et al., 2005; Rancourt et al., 2006). Browse appears 

to be an important component in the diet of goats, which are regarded as the best users 

of poor roughage among ruminants (Gihad et al., 1980).  

In order to meet its functional needs, the ruminant stomach has developed four 

separate compartments, each with its own morphological particularities. The abomasum 

is the fourth compartment, the glandular portion which is equivalent to the true stomach 

in monogastric animals (Nickel et al., 1973). The main function of the abomasum is to 

prepare food for digestion by secreting gastric juices (Age et al., 2007). Like the 

stomach of other mammals, the abomasum contains gastric pits and glands (Asari et al., 

1985). Several endocrine cell groups are to be found in the abomasal mucosa, including 

gastrin-producing cells. Gastrin is one of the major hormones in the gastrointestinal 

endocrine system. Among other things, it is essential for the normal growth of the 

gastrointestinal mucosa, so that any disruption in gastrin production may give rise to 

digestive disorders (Yu et al., 2011).  

Although there has been considerable research into the organization of the 

forestomach in cattle (Vivo et al., 1990), sheep (Wardrop, 1961; Franco et al., 1989; 

1992; 1993a,b,c; Redondo et al., 1997; Regodón et al., 1996), and deer (Franco et al., 

2004a,b; 2011; 2012; Redondo et al., 2005; 2011; Masot et al., 2007a,b), few studies 

have addressed the prenatal development of the forestomach in goats (Mcsweeny, 1988; 

Ramkirshna and Tiwari, 1979; Nwaogu and Ezseaor, 2008; El-Gendy et al., 2010; 

Garcia et al., 2012), and fewer still have dealt specifically with the abomasum (Asari et 

al. 1985; Masot et al. 2007a), the present paper being among the first to do so.  

The aims of this study were as follows: (1) to chart the histological development 

of the goat abomasum during prenatal life; (2) to determine morphometric changes 

taking place in the various components of the abomasal wall over the same period; (3) 
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to apply immunohistochemical techniques for the detection of neuroendocrine cells 

using synaptophysin (SYP), of glial cells using glial fibrillary acidic protein (GFAP) 

and vimentin (VIM), of peptidergic innervation markers neuropeptide Y (NPY) and 

vasoactive intestinal peptide (VIP), as well as examine the distribution of gastrin cells; 

and finally (4) to examine the surface of the abomasum using scanning electron 

microscopy from the early embryonic stages until birth. 
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Materials and methods 
 

Animals 

 
A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and fetuses, ranging from the first 

prenatal stages to birth, were sampled. Specimens were divided into 5 sequential 

groups, according to major histomorphogenic characteristics: group I (crown-rump 

length[CRL]  1.5-4.3 cm, age 13-38 days, 1-25% gestation), group II (CRL 4.4-8 cm, 

39-52 days, 25-35% gestation), group III (CRL 9-17.5 cm, age 53-75 days, 35-50% 

gestation), group IV (CRL 18-32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation), and group V 

(CRL 33-47 cm, 113-150 days, 75-100% gestation). Embryos and fetuses were all 

obtained at municipal slaughterhouse in Caceres (Spain) from pregnant females. These 

pregnant females were slaughtered by the usual process in the slaughterhouse, where the 

embryos and fetuses were obtained after opening the abdominal cavity and uterus. 

These actions were carried out in accordance with the regulation required for the 

protection of animals at the time of slaughter in slaughterhouses (Spanish Royal Decree 

54/1195). Gestational age was estimated following Evans and Sack (1973) and 

Sivachelvan et al. (1996), as well as in the light of age classifications previously 

reported for sheep (Franco et al. 1992) and deer (Franco et al. 2004a, b: 2012). Ten 

specimens were selected for each group for histomorphometric, immunohistochemical 

and scanning electron microscopic analysis. In group I of these 10 individuals, 2 

belonging to the age of 13 days, 3 in 35 days and 5 for 38 days; in group II, 3 fetuses of 

39 days, 3 of 46 days and 4 of 50 days were selected; in group III, 2 fetuses of 53 days, 

3 of 62 days, 3 of 70 days and 2 of 74 days were chosen; in group IV, 3 fetuses of 76 

days, 3 of 84 days, 2 of 95 days and 2 of 112 days were selected; in group V, 2 fetuses 

of 113 days, 3 of 125 days, 3 of 138 days and 2 fetuses of 150 days were chosen. 

 

Sampling and processing 

 
Once the abomasum had been separated, small pieces of tissue were dissected 

for analysis. Tissues for histological examination were fixed in 4% buffered 

formaldehyde for 24 hours, routinely processed and embedded in paraffin. Sections 
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5µm thick were stained with Hematoxylin-Eosin (H-E), Masson`s Trichrome and 

Gomori’s reticulin. 

 

Morphometric analysis 

 
Small pieces of abomasum were embedded in paraffin, stained with H-E, and 

viewed through a microscope (NIKON Eclipse 80i) equipped with a digital video 

camera (NIKON DXMI200F). The computerized image was analyzed using the Nis-

Element 2.30 software package. The variables studied were height of various tissue 

strata (epithelium, lamina propria and submucosa, tunica muscularis and serosa) and 

total wall thickness. One hundred measurements were made in each tissue layer of each 

of the selected individuals from each group. 

 

Statistical analysis 

 
The results are shown as mean ± SE. Data was subjected to analysis of variance 

(ANOVA). Wherever ANOVA revealed significant differences, a post-hoc (Tukey) 

analysis was carried out to test for significant differences between tissue strata and 

groups. A value of P < 0.05 was considered significant. 

Tissue growth models were created using a personal computer and a statistics 

program (Statistica Six Sigma, 2006). Graphs represent the averages of real growth 

values together with the adjusted line of regression. The goodness of fit of this 

adjustment was measured using the rate of determination, r2. In all cases, embryo body 

length (crown-rump length, in centimeters) was used as the independent variable; the 

thickness of each tissue stratum (epithelium, lamina propria + submucosa, tunica 

muscularis and serosa) served as the dependent variable.  

 

Immunohistochemical  analysis 
 

The UltraVision One HRP polymer (polymer conjugated to horseradish 

peroxidase) was performed on tissue from the abomasum to detect the neuroendocrine 

cell marker with synaptophysin (SYP), the glial cell marker with glial fibrillary acidic 

protein (GFAP) and vimentin (VIM), markers of peptidergic innervation as neuropetide 

Y (NPY) and vasoactive intestinal peptide (VIP) and gastrin. Tissues were 
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deparaffinized, hydrated. Recovery of antigens was performed with citrate and 

microwave. Blocking of endogenous peroxidase activity was made with 0.5% hydrogen 

peroxide for 30 min. Non-specific tissue binding sites were blocked by incubation in 

1% normal goat serum for 30 min. Samples were incubated with the following primary 

antisera: 1:10 mouse monoclonal anti-SYP (Thermo Scientific, MA1-35810); ready to 

use rabbit polyclonal anti-GFAP (Thermo Scientifc, RB-087- R7), ready to use mouse 

monoclonal anti-VIM (Thermo Scientific, MS-129-R7), 1:50 rabbit polyclonal anti-

NPY (Thermo Scientific, PA1-41576) and 1:50 rabbit polyclonal anti-VIP (AbD 

serotec, 9535-0204) and gastrin (PA1-36073) for 30 min at room temperature. Sections 

were finally incubated with polymer conjugated to horseradish peroxidase (Thermo 

Scientific, UltraVision ONE HRP Polymer, TL-015-PHJ) for 30 minutes at room 

temperature and without exposure to light. After that, the diaminobenzidine was applied 

in the tissue (Thermo Scientific, DAB Plus Chromogen TA-001-HCX and DAB Plus 

Substrate TA-015-HSX) for 5-15 minutes, depending on the desired stain intensity. 

Finally, the reaction was contrasted with Mayer hematoxylin. The specificity of the 

staining reaction was determined in control experiments involving either substitution of 

the primary antibody by PBS or normal goat serum 1:100, or omission of both primary 

and secondary antibodies. Absorption controls were obtained by incubating sections 

adjacent to those above with antiserum that contained 25 µg of Ag/ml of diluted 

antiserum. The antigen used were SPY (33R-6191, Fitzgerald), GFAP protein (30R-

AG009 Fitzgerald), VIM (30R-2137, Fitzgerald), NPY (22465, AnaSpec) and VIP 

(22873, AnaSpec).  No staining was found in structures on the sections which served as 

absorption controls.  

 

Scanning electron microscopy 

 
 Small pieces of abomasum were fixed in 2.5% buffered glutaraldehyde for 24 

hours, dehydrated through graded ethanol and amyl acetate, and dried in a critical-point 

dryer. Sections were covered with coating materials including gold and examined and 

photographed with a Jeol JSM 6300 scanning electron microscope operating at 30Kv at 

various tilt angles and at a magnification of 10 to 800x. 
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Results 
 
Gross findings 
 
 

At 38 days (25% gestation), the abomasum became apparent as an individual 

compartment, a tubular cavity lined by a smooth whitish mucosa. At 60 days (40% 

gestation), small surface elevations of the mucosa were observed corresponding to the 

abomasal folds. As development progressed, folds increased in both height and number. 

By the final stages of gestation, these folds gave the abomasal surface an irregular 

appearance similar to that observed in adults, but they were smaller than adult abomasal 

folds. 

 

 
Abomasal histomorphogenesis 
 
 
Group I (CRL 1.5 to 4.3 cm, 13-38 days, 1-25% gestation) 

 

The abomasum became visible as a separate compartment of the primitive 

gastric tube at 35 days (23% gestation). The abomasal wall comprised three layers:  an 

internal epithelial layer, a middle layer of pluripotential blastemic tissue and an external 

serosa (Fig. 1a).   

The pseudostratified epithelium (365.6 ± 27.5 µm) was composed of columnar 

cells whose nuclei appeared at different heights. 

The middle layer of pluripotential blastemic tissue (492.95 ± 34 µm) consisted 

of mesenchymal cells embedded in abundant amorphous ground substance.  

The external serosa (44.12 ± 16.3 µm) comprised a layer of loose connective 

tissue lined by a mesothelium composed of flat cells.  

At 38 days (25% gestation), primitive abomasal folds were apparent as small 

elevations of the epithelial layer towards the abomasal lumen (Fig. 1a). 

 

Group II (CRL 4.4 to 8 cm, 39-52 days, 25-35% of gestation) 

The cylindrical pseudostratified epithelium (167.95 ± 41 µm) was divided into 

two well-differentiated zones: a darker basal zone formed by uniformly-arranged nuclei, 

and a lighter apical cytoplasmic zone. 
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The pluripotential blastemic tissue layer (334.99 ± 8 µm) was separated from the 

epithelium by a clearly-defined basal membrane. At 50 days (33% gestation), the 

appearance of fibroblasts and collagen fibers embedded in amorphous ground substance  

led to the differentiation of this blastemic tissue layer into lamina propria and 

submucosa (Fig. 1b).  

By this stage, too, the tunica muscularis was distinguishable from pluripotential 

blastemic tissue, comprising 3-4 layers of myoblasts deriving from mesenchymal cells 

(Fig. 1b). 

The serosa was formed by a subserosa of loose connective tissue underlying a 

mesothelial layer of flat cells.  

At 52 days (35% gestation), abomasal folds were clearly apparent as elevations 

of the epithelium, involving both the lamina propria and the submucosa. Folds were 

larger and more numerous than at the previous stage.  

 

Group III (CRL 9 to 17.5 cm, 53-75 days, 35-50% of gestation) 

 

At 53 days (35% gestation), the abomasal wall was formed by four distinct 

tissue layers: epithelium, lamina propria + submucosa, tunica muscularis and serosa.   

Transformation of the primary pseudostratified epithelium into simple 

cylindrical epithelium (85.17 ± 5.6 µm) was observed at 64 days (43% gestation). 

Nuclei were basally located, while the apical area was composed of cell cytoplasm (Fig. 

1c). 

The lamina propria and submucosa (619.79 ± 32 µm) were composed of 

fibroblast-rich connective tissue and sparse ground substance. At 64 days (43% 

gestation), the muscularis mucosae was visible in the form of 2-3 layers of smooth 

muscle fibers arising from the inner bundle of the tunica muscularis (Fig. 1d), which 

separated the lamina propria from the submucosa.  

The tunica muscularis (249.49 ± 29.7 µm) was formed by two bundles of smooth 

muscle fibers, a circular internal bundle and a longitudinal external bundle. 

The serosa (85.62 ± 12.81 µm) was composed of loose connective tissue 

underlying a layer of flat mesothelial cells.  

By this stage of development, abomasal folds were taller and wider. At 64 days 

(43% gestation), a series of irregularities began to display on the surface of abomasal 

folds, together with the formation of abomasal peak areas. These irregularities or 
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depressions corresponded with abomasal villi. By 75 days (50% gestation), the distance 

between peak areas was increased due to the formation of gastric pits in the intervening 

furrows (Fig. 1e). 

 

Group IV (CRL 18 to 32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation) 

 

The abomasal surface was lined by a simple cylindrical epithelium (66.71 ± 4 

µm). Gastric pits were clearly visible in the widening spaces between gastric peak areas. 

At 87 days, rudimentary gastric glands were visible in the form of clumped cells at the 

bottom of gastric pits, but without differentiation of the various types glandular (Fig. 

1f).  The muscularis mucosae comprised 2-3 layers of smooth muscle fibers. 

The lamina propria and submucosa (913.71 ± 47.6 µm) were separated into two 

distinct layers by the muscularis  mucosae. Although both layers comprised connective 

tissue, the lamina propria was more cellular than the submucosa.  

The tunica muscularis (560.03 ± 52 µm) was composed of two bundles of 

smooth muscle fibers: an external longitudinally-arranged bundle and an internal 

circular bundle.  

The serosa (198 ± 25.31 µm) displayed no histological differences with respect 

to earlier stages of development.  

 

Group V (CRL 33 to 47 cm, 113-150 days, 75-100% of gestation) 

 

At 113 days (75% gestation), the abomasal wall was formed by the following 

layers: mucosa, submucosa, tunica muscularis and serosa. 

The abomasal mucosa was lined by a simple cylindrical epithelium (70.77 ± 7.5 

µm) composed of surface mucous cells. Gastric pits, evident in the form of small 

depressions over the whole mucosal surface, contained gastric glands, visible as fully-

organized cell clusters arranged around a central lumen (Fig. 1g). At 113 days, different 

abomasal regions were differentiated with corresponding glandular types: 

- cardial glandular region was located at the junction omasum-abomasum and 

cardial glands were observed  closest to the gastric pits  

- fundic region and abomasal body with oxyntic glands situated more deeply in 

the gastric pits. 
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- pyloric glandular region located in the distal part of abomasums, where the 

pyloric glands were observed.  

The lamina propria (265.23 ± 90.2 µm), composed of dense connective tissue, 

occupied the space between gastric glands. The muscularis mucosae was formed by 

several layers of smooth muscle fibers, separating the mucosa from the submucosa. 

The submucosa (769.94 ± 22.4 µm), underlying the muscularis mucosae, was 

composed of highly-vascularized connective tissue.  

The tunica muscularis (2370 ± 38.22 µm) comprised two well-developed 

bundles of smooth muscle fibers, with occasional interspersed nerve plexuses.  

The serosa (206.86 ± 9.12 µm) was formed by loose connective tissue, blood 

vessels and nerve fibers, with an overlying layer of flat mesothelial cells.  

At 150 days (100% gestation), the abomasal wall consisted of four fully-formed 

layers, and was similar in composition to that of the adult abomasum (Fig. 1h).  

 
 
Morphometric observations 
 
 

Changes in the thickness of abomasal wall tissue layers during prenatal 

development are shown in Table 1. 

The thickness of the epithelial layer was significantly higher in groups I and II 

compared to groups III to V (F= 15.01; P=0.008), but no significant differences were 

found between group I and II, or between group III, IV and V. The lamina propria and 

submucosa showed a thickness significantly higher in group IV and V than group III 

(F=10.86; P=0.016), but there were no significant differences between group IV and V.  

The thickness of tunica muscularis was significant differences between group III with 

group IV and V (F=8.15; P=0.02, but without significant differences between group IV 

and V. The mean value of the serosa of group I, II and III was significant different from 

group IV and V (F=1.57; P= 0.003), but no significant difference were found between 

group I, II and III, or between group IV and V. 

The epithelial growth rate declined from the early embryonic stages until 64 

days (43% gestation; Fig. 2a). The growth rate of the lamina propria and submucosa 

also declined from differentiation until 64 days (43% gestation). Thereafter, both layers 

displayed faster growth (Fig. 2b). The tunica muscularis grew progressively from 
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differentiation until birth (Fig. 2c), as did the serosa, though the growth-rate was less 

marked (Fig. 2d).  

 

 
Immunohistochemical observations 
  

The results of immunohistochemical staining of the abomasum for SPY, GFAP, 

VIM, NPY, VIP and gastrin during prenatal development are shown in Table 2.  

Neuroendocrine cells were first detected by SYP staining at 64 days (43% 

gestation), in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexuses (Fig. 3a, 3b). 

VIM-immunoreactive glial cells were observed at 38 days (25% gestation), in 

pluripotential blastemic tissue and serosa (Fig. 3c). By 64 days (43% gestation), they 

were also detected in myenteric plexuses, and scattered throughout the lamina propria, 

submucosa, tunica muscularis and serosa. Glial cells immunoreactive to GFAP were 

first observed at 64 days (43% gestation), in the lamina propria, submucosa, serosa, 

tunica muscularis and myenteric plexuses (Fig. 3d).  

The peptidergic innervation markers NPY and VIP were first detected at 75 days 

(50% gestation), in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexuses (Fig. 3e, f). 

Gastrin-immunoreactive cells were first detected at 76 days (50% gestation) in 

some areas of the epithelium (Fig. 3g), appearing at a later stage in pyloric glands (Fig. 

3h).  

 

Scanning electron microscopy observations 
 

At 38 days (25% gestation) the mucosal surface of the abomasum appeared 

irregular (Fig. 4a). By 50 days (33% gestation), primitive abomasal folds were visible as 

small elevations of the mucosal surface (Fig. 4b). 

At 64 days (43% gestation), abomasal folds were larger, and were observed over 

the whole surface (Fig. 4c); thereafter, folds grew in both size and number throughout 

development (Fig. 4d). 

By 113 days (75% gestation), incipient peak areas and gastric pits were evident 

as small irregularities on the surface of abomasal folds (Fig. 4e). 
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In the final stage of prenatal development, abomasal folds were abundant, and 

gastric pits were clearly visible as furrow-like depressions on the fold surface, which 

also displayed mucous residue (Fig. 4f).   
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Discussion 
 

Differentiation of the goat abomasum took place at 35 days (23% gestation), as 

also observed by Molinari and Jorquera (1987). Similar findings are reported by Franco 

et al. (1993b) in sheep and Masot et al. (2007a) in red deer. By contrast, differentiation 

occurs slightly earlier, at 30 days (11% gestation) in cattle (Asari et al.,1985; Vivo et 

al., 1990). Differentiation has been reported in goats at 28 days (19% gestation) by 

Mutoh and Wakuri (1988).  

The pseudostratified epithelium observed here at 38 days (25% gestation) has 

also been reported at a similar stage in sheep (Wardrop, 1961; Fath El-Bab et al., 1983). 

Transition from pseudostratified to simple cylindrical epithelium took place at 64 days 

(43% gestation), a finding also noted in goats by Lee et al. (1994), and in sheep by Del 

Rio Ortega (1973) and Franco et al. (1993b). However, this transition was observed in 

goats at an earlier stage (10% gestation) by Mutoh and Wakuri (1988). In cattle, a 

similar transformation has been reported at 32% (Asari et al., 1985) and at 27% 

gestation (Vivo et al., 1990), while in red deer it has been observed by Masot et al. 

(2007) at 97 days (35% gestation). In a study by Fath El-Bab et al. (1983), epithelial 

transformation was not recorded in sheep until 63% gestation.   

At 38 days (25% gestation), primitive abomasal folds were visible as small 

undulations in the abomasal wall; similar findings are reported in sheep by Del Rio 

Ortega (1973) and Franco et al. (1993b), and in red deer by Masot et al. (2007a). 

However, Molinari and Jorquera (1988) and Fath El-Bab et al. (1983) report abomasal 

folds at a later stage in goats and sheep (49% and 40% gestation, respectively), while in 

cattle it occurs earlier, at 14% gestation (Vivo et al. 1990).  

At 64 days (43% gestation), gastric peak areas were observed on the surface of 

abomasal folds, a finding also reported at a similar stage in goats (Molinari and 

Jorquera, 1988) and in sheep (Del Rio Ortega, 1973; Fath El-Bab et al., 1983). By 

contrast, gastric peak areas have been noted at an earlier stage of 35% gestation both in 

sheep (Franco et al., 1993b) and in red deer (Masot et al., 2007a). 

At 75 days (50% gestation), gastric pits were formed in the space between 

gastric peak areas, while gastric glands were observed at 84 days (55% gestation) and 

the differentiation of cardial, oxyntic and pyloric glands took place at 113 days (75% 

gestation). In red deer the gastric glands were reported at similar ages by Masot et al., 

2007a. The present results, however, differ from those of Molinari and Jorquera (1987), 
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who observed gastric pits at 46% gestation and gastric glands at 69% gestation, also in 

goats. In sheep, they have been reported both at earlier stages (Del Rio Ortega, 1973; 

Franco et al.. 1993b) and at a later stage of development (Fath El-Bab et al., 1983).  

Differentiation of the lamina propria and the submucosa from pluripotential 

blastemic tissue took place at 50 days (33% gestation), a finding also reported for the 

goat rumen (Garcia et al. 2012). Both layers were composed of fibroblasts and collagen 

fibers, as also indicated by Age et al. (2007; 2008) in cattle and sheep, respectively. The 

muscularis mucosae appeared at 64 days, separating the lamina propria from the 

submucosa. This layer has been observed at an earlier stage in both sheep (33% 

gestation; Franco et al., 1993b) and red deer (35% gestation; Masot et al., 2007a).  

Differentiation of the tunica muscularis from pluripotential blastemic tissue also 

took place at 50 days (33% gestation), as noted in red deer by Masot et al. (2007a). The 

two muscle-fiber bundles constituting the tunica muscularis were visible at 64 days 

(43% gestation), a finding also reported in the goat rumen (Garcia et al., 2012).   

The serosa was composed of loose connective tissue underlying a layer of flat 

mesothelial cells, as also noted for the goat abomasum by Al-Saffar (2012).   

SPY-immunoreactive neuroendocrine cells were detected at 64 days (43% 

gestation) in the lamina propria and submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexuses, a finding also reported by Masot et al. (2007a).  

VIM-immunoreactive glial cells were observed at 38 days, and GFAP-

immunoreactive glial cells at 64 days, confirming that VIM is an earlier marker, as 

noted by Franco et al. (1997) ) in a study of prenatal pineal-gland development in sheep. 

Glial cells were observed at earlier stages in red deer (Masot et al., 2007a).  

Neuropeptide Y-immunoreactive and VIP-immunoreactive were detected at 75 

days (50% gestation) in the lamina propria, submucosa, tunica muscularis, myenteric 

plexuses and serosa, as also reported in red deer by Masot et al. (2007a). These 

neuropeptides have also been detected in the postnatal sheep abomasum (Groenewald, 

1994).  

Gastrin-immunoreactive cells were first detected at 76 days (50% gestation) in 

the pyloric region, as reported for other ruminant species: they have been detected in 

sheep at 77 days (50% gestation; Franco et al., 1993d), in red deer at 142 days (50% 

gestation; Masot et al., 2007a) and in fallow deer between the 11th and 17th weeks of 

prenatal development (Dall´Aglio et al., 1999).  
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Under the scanning electron microscope, the abomasal mucosa appeared as an 

irregular surface, with small elevations which would subsequently give rise to the 

abomasal folds. As development progressed, small furrow-like depressions observed on 

the surface of these folds developed into gastric pits. Similar findings have been 

reported in the human stomach by Otani et al. (1993), who observed rudimentary gastric 

pits in the form of depressions or furrows between 5 and 8 weeks of fetal life.   

 In summary, the present observations and comparison with findings 

reported for other ruminants suggest that the prenatal development of the abomasum as 

a functional structure with secretional capacity takes place somewhat earlier in goats 

than in sheep or cattle, but at a similar stage to that observed in red deer. The similar 

abomasal growth-rate in goats and deer may reflect similarities in maternal feeding 

patterns due to there is growing appreciation of the influence of diet on the ontogeny of 

the gastrointestinal (Newburg and Walker, 2007), which explains the differences in the 

stomach prenatal development of the different species. Goat and deer have a maternal 

diet similar (Garcia Gonzalez and Cuartas, 1992) based on grazing and particularly on 

more marginal pasturelands. These reasons may explain the coincidence in time of 

prenatal development abomasal between goat and deer.  By contract, the abomasum of 

sheep and cattle has a later prenatal development that goat. This difference may be due 

to sheep and cattle digest low quality forage (Hofmann, 1989) and receive feed 

supplements in adulthood, so they do not need an early development of abomasum to 

adapt to the environment. 
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Legends of figures 
 
Fig. 1. Abomasal histomorphogenesis from 35 days (23% gestation) to 150 days (100% 

gestation). 

a. Photomicrograph of section of the differentiated abomasum (35 days, 23% gestation). 

The wall consisted of three layers: epithelium (E), pluripotential blastemic tissue (PBT) 

and serosa (S). Primitive abomasal folds are visible (Af). H-E. Bar: 25 µm. 

b. Photomicrograph of section of abomasal wall at 52 days (35% gestation). The wall is 

formed by epithelium (E), lamina propria + submucosa (Lp+Sb), tunica muscularis 

(TM) and serosa (S). Abomasal folds (Af) are larger. H-E. Bar: 25 µm. 

c. Photomicrograph of section of abomasal wall at 64 days (43% gestation). Simple 

columnar epithelium visible (E). H-E. Bar: 20 µm. 

d. Photomicrograph of section of abomasal wall at 64 days (43% gestation). The wall is 

formed by epithelium (E), tunica muscularis (TM), serosa (S) and lamina propria (Lp) 

and submucosa (Sb) separated by muscularis mucosae (Mm).  Abomasal villi (Av) 

visible on the surface. H-E. Bar: 30 µm. 

e. Photomicrograph of section of the abomasal wall at 75 days (50% gestation). Gastric 

pits (gp) visible in the spaces between abomasal villi (Av). H-E. Bar: 20µm. 

f. Photomicrograph of section of abomasal wall at 87 days (57% gestation). Outlines of 

gastric glands (gg) visible in the bottom of gastric pits (gp) and numerous abomasal villi 

(Av).  H-E. Bar:30 µm. 

g. Photomicrograph of section of abomasal wall at 113 days (75% gestation). Gastric 

glands (gg) now fully developed in lamina propria (Lp) and submucosa (Sb). H-E. Bar: 

20 µm. 

h. Photomicrograph of section of abomasal wall (150 days, 100% gestation). All wall 

layers visible: epithelium (E), lamina propria (Lp), submucosa (Sb), muscularis 

mucosae (Mm), tunica muscularis (TM) and serosa (S). H-E. Bar: 30 µm. 

 

Fig 2. Mathematical growth models for abomasal tissue layers. 

a. Mathematical model of abomasal growth (epithelium).  

b. Mathematical model of abomasal growth (lamina propria and submucosa).  

c. Mathematical model of abomasal growth (tunica muscularis).  

d. Mathematical model of abomasal growth (serosa). 
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Fig. 3. Immunohistochemical findings in goat abomasum. 

a. Photomicrograph of section of abomasal wall (53 days, 35% gestation). SPY-

immunoreactive neuroendocrine cells in lamina propria + submucosa, tunica 

muscularis, serosa and myenteric plexus (arrows). HRP. Bar: 25 µm. 

b. Photomicrograph of section of abomasal wall (113 days, 75% gestation). SYP-

immunoreactive neuroendocrine cells in lamina propria + submucosa, tunica muscularis 

and myenteric plexus (arrow). HRP. Bar: 25 µm. 

c. Photomicrograph of section of abomasal wall (38 days, 25% gestation). VIM-

immunoreactive glial cells in mesenchymal layer of pluripotential blastemic tissue. 

HRP. Bar: 30 µm. 

d. Photomicrograph of section of abomasal wall (70 days, 46% gestation). GFAP-

immunoreactive glial cells in lamina propria + submucosa, tunica muscularis, myenteric 

plexus (arrow) and serosa. HRP. Bar: 25 µm. 

e. Photomicrograph of section of abomasal wall (75 days, 50% gestation). NPY-

immunoreactivite in lamina propria and submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexus (arrow). HRP. Bar: 25 µm. 

f. Photomicrograph of section of abomasal wall (75 days, 50% gestation). VIP-

immunoreactivite lamina propria + submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexus (arrows). HRP. Bar: 20 µm. 

g. Photomicrograph of section of abomasal wall (150 days, 100% gestation). Gastrin-

immunoreactive cells visible in gastric glands (arrows). HRP. Bar: 20 µm. 

 

Fig. 4. Scanning electron microscopy of the goat abomasum (38 to 150 days, 25-100% 

gestation).  

a. Photomicrograph of section of abomasal wall (38 days, 25% gestation). Abomasal 

mucosa visible as irregular surface. SEM. Bar: 8 µm. 

b. Photomicrograph of section of abomasal wall (52 days, 35% gestation). Primitive 

abomasal folds (Af) visible as small elevations of the mucosal surface (Af). SEM. Bar: 

8 µm. 

c. Photomicrograph of section of abomasal wall (64 days, 43% gestation). Abomasal 

folds have increased in size (Af). SEM. Bar: 6 µm. 

d. Photomicrograph of section of abomasal wall (75 days, 50% gestation). Abomasal 

folds (Af) larger and more numerous. SEM. Bar: 6 µm. 
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e. Photomicrograph of section of abomasal wall (113 days, 75% gestation). Gastric pits 

(arrows) visible as small depressions on the surface of folds. SEM. Bar: 6 µm. 

f. Photomicrograph of section of abomasal wall (150 days, 100% gestation). Abomasal 

mucosa showing fully-developed folds and mucous residue. SEM. Bar: 4µm. 
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during prenatal development (µm).  

 

Table 2. Immunohistochemical findings in the abomasum of goat during prenatal 

development. 
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Table 1. Morphometrical findings of the tissue layer thickness in the abomasum of goat during prenatal development (μm).  

 
 

Group I 

 

Group II 

 

Group III 

 

Group IV 

 

Group V 

E 397.75±5 246.6±8 80.8±13a 68.77±21a 63±33a

Lp + Sb pbt* pbt 751.27±14 1261.41±24b 2811.71±37b 

TM Pbt pbt 441.14±22 1217.06±27b 2242.81±41b 

S 63.65±6 74.21±12 99.09±13 203.71±8ab 215.78±7ab

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation); Group III (9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 25-35% gestation); 

Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). E: Epithelium; Lp + Sb: Lamina propria and 

submucosa; TM: Tunica muscularis; S: Serosa; pbt: pluripotential blastic tissue. * The pluripotential blastic tissue, which will later give rise to the lamina propria-submucosa 

and tunica muscularis; were not statistically compared owing to the fact that one structure will give rise to various others. aP<0.005 vs Group I y II; bP<0.005 vs Group III. 
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Table 2. Immunohistochemical findings in the abomasum of goat during prenatal development. 

 
 

Group I 
 

Group II  
 

Group III 
 

Group IV 
 

Group V 

 E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  E Lp+Sb TM S  

SYP - - - -  - - - -  - ++ ++ +  - ++ ++ +  - +++ +++ +  

GFAP - - - -  - - - -  - + + +  - ++ ++ +  - ++ ++ +  

VIM - + + +  - + + +  - ´+ + +  - ++ ++ ++  - +++ +++ +++  

VIP - - - -  - - - -  -  + + +  -  + + +  - ++ + +  

NPY - - - -  - - - -  - + + +  - + + +  - ++ + +  

GAS - - - -  - - - -  - - - -  + - - -  ++ - - -  

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III (9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 25-35% gestation), 

Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). E: Epithelium, Lp + Sb: Lamina propia and 

submucosa, TM: Tunica muscularis, S: Serosa. SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acid protein, VIM: vimentine, VIP: vasoactive intestinal peptide, NPY: 

neuropeptide Y, GAS: gastrin. -, non immunoreactivity; +, low immunoreactivity; ++, moderate immunoreactivity; +++, high immunoreactivity. 
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Abstract 

This paper reports on the detection and distribution of immunoreactivity to 

synaptophysin (SPY), non-neuronal enolase (NNE), glial fibrillary acidic protein 

(GFAP), vimentin (VIM), neuropeptide Y (NPY) and vasoactive intestinal 

peptide (VIP) in the goat forestomach during prenatal life. A total of 140 

embryos and fetuses were used, from the first stage of prenatal life until birth. 

Synaptophysin  immunoreactivity was detected at 53 days’ gestation in lamina 

propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric plexuses in all 

cases. Immunoreactivity to non-neuronal enolase was observed at 64 days’ 

gestation in the same locations, and additionally in the epithelial layer. Glial 

cells were detected at 64 days by glial fibrillary acidic protein and at 39 days by 

vimentin. Positive staining for neuropeptide Y and vasoactive peptide intestinal 

were observed at 113 days, 75 days and 95 days in the rumen, reticulum and 

omasum, respectively, in both cases in the lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexuses. These findings point to a possible function 

of the fetal goat forestomach in preparation for its postnatal function. 

Compared to other ruminant species, these cell types were detected earlier than 

in sheep, but at around the same stage as in deer.  

 

Keywords: forestomach; goat; immunohistochemistry; prenatal development 
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Introduction 

The ruminant stomach is particularly remarkable for its ability to transform low-

quality forage into products of great nutritional value [22]. It is subdivided into four 

compartments: rumen, reticulum, omasum and abomasum. Each compartment is 

characterized by certain unique gross and histological features [37] reflecting its 

morphological and functional adaption to the ingestion, processing and digestion of 

plant material. Before passing into the abomasum, the last and only truly secretory 

part of the ruminant stomach, ingesta are previously exposed to the actions of the 

other three forestomach compartments [40], which play a major role in the bacterial 

digestion of cellulose, acting as fermentation chambers and at the same time ensuring 

propulsive peristaltic movements, contractions and the separation of fluids and solids 

[41]. These motor functions require not only coordinated control of the central 

nervous system, but also the presence of an elaborate enteric nervous system [34]. 

The enteric nervous system is composed of ganglionate plexuses containing 

neurons and glia, situated between the smooth muscle layers of the digestive wall 

[14]. The functioning of enteric neurons depends on the presence of 

neurotransmitters [4, 21, 24]. Neuropeptides such as acetylcholine, susbstance P, 

neuropeptide Y and vasoactive intestinal peptide act as putative neurotransmitters in 

the enteric neurons [4, 24, 36]. 

Glial cells are the non-neuronal elements of the enteric nervous system. They are 

similar to astrocytes of the central nervous system, and most of them are positive for 

glial fibrillary acidic protein [23, 35, 42] and vimentin [20]. They regulate and 

maintain enteric neuronal function and support intestinal barrier function [41] 
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The enteric nervous system also contains endocrine cells capable of secreting 

hormones. These play a key role in the overall regulation of digestive processes such 

as nutrient absorption and homeostasis of the carbohydrate metabolism [5].  

Immunohistochemical studies have detected neuropeptides [15, 17, 18, 25, 29, 

30, 31, 43], glial cells [40] and endocrine cells [2] in the forestomach of adult 

ruminants. However, there has been little research into the prenatal development of 

these cell types in the stomach of ruminants such as sheep [43] and deer [8, 9, 10, 11, 

32, 33], and virtually none in goats. 

The present study used immunohistochemical techniques to chart the 

presence and distribution of the neuroendocrine cell markers synaptophysin (SPY) 

and non-neuronal enolase (NNE), the glial cell markers glial fibrillary acidic protein 

(GFAP) and vimentin (VIM), and the peptidergic innervation markers neuropeptide 

Y (NPY) and vasoactive intestinal peptide (VIP) in the goat forestomach during 

prenatal development. 
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Material and Methods 

Animals 

A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and fetuses, ranging from the earliest 

prenatal stages to birth, were sampled. Specimens were divided into 5 sequential 

groups, according to major histomorphogenic characteristics: group I (crown-rump 

length[CRL]  1.5-4.3 cm, age 13-38 days, 1-25% gestation), group II (CRL 4.4-8 cm, 

39-52 days, 25-35% gestation), group III (CRL 9-17.5 cm, age 53-75 days, 35-50% 

gestation), group IV (CRL 18-32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation), and group V 

(CRL 33-47 cm, 113-150 days, 75-100% gestation). Embryos and fetuses were all 

obtained at a municipal slaughterhouse in Caceres (Spain), from pregnant goat 

females. These pregnant females were slaughtered by the usual process in the 

slaughterhouse specify. Embryos and fetuses were obtained after opening the 

abdominal cavity uterus and placenta. These actions were carried out in accordance 

with the regulation required for the protection of animals at the time of slaughter in 

slaughterhouses (Spanish Royal Decree 54/1195). Gestational age was estimated 

following age classification methods previously reported for sheep and goats [6, 39]. 

Six specimens were selected from each group for immunohistochemical analysis. In 

group I, 2 fetuses belong to the age of 35 days, 2 in 36 days and 2 for 38 days; in 

group II, 3 fetuses of 39 days, 2 of 46 days and 2 for 50 days were selected; in group 

III, 2 fetuses of 64 days, 3 of 68 days and 2 of 70 were chosen; in group IV, 2 fetuses 

of 75 days, 2 of 87 days and 2 of 95 days were selected; in group V, 2 fetuses of 113 

days, 2 of 120 days and 2 of 150 days were chosen.  
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Sampling and processing 

Forestomach was extracted and small pieces of tissue were dissected for analysis. 

Tissue samples were washed in phosphate-buffered saline (PBS) and fixed with 4% 

buffered formaldehyde for 24 hours, routinely processed and embedded in paraffin; 

sections 5µm thick were cut from the resulting block.   

 

Immunohistochemical  analysis 

The UltraVision One HRP polymer system (polymer conjugated with horseradish 

peroxidase) was performed on tissue from forestomach to detect the neuroendocrine 

cell markers SYP and NNE, glial cell markers GFAP and VIM, and peptidergic 

innervation markers NPY and VIP. Tissue were deparaffinized and hydrated. For 

antigen retrieval, sections were performed in microwave-heated in buffer citrate 

solution 0.01M pH 6, for 5 minutes at 800 watts of power. Endogenous peroxidase 

activity was blocked by 0.5% hydrogen peroxide for 30min. Non-specific tissue 

binding sites were blocked by incubation in 1% normal goat serum for 30 min. 

Samples were incubated for 30 min at room temperature with the following primary 

antibodies: 1:10 mouse monoclonal anti-SPY (Thermo Scientific, MA1-35810); anti-

non neuronal enolase (AbD Serotec, 6880-0410); ready-to-use rabbit polyclonal anti-

GFAP (Thermo Scientific, RB-087-R7); ready-to-use mouse monoclonal anti-VIM 

(Thermo Scientific, MS-129-R7); 1:50 rabbit polyclonal anti-NPY (Thermo Scientific, 

PA1-41576) and 1:50 rabbit polyclonal anti-VIP (AbD Serotec, 9535-0204). Sections 

were then incubated with horseradish peroxidase-conjugated polymer (Thermo 

Scientific, UltraVision ONE HRP Polymer, TL-015-PHJ) for 30 minutes at room 

temperature, without exposure to light.  
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Diaminobenzidine was applied to tissues (Thermo Scientific, DAB Plus 

Chromogen TA-001-HCX and DAB Plus Substrate TA-015-HSX) for 5-15 minutes, 

depending on the desired stain intensity. Finally, sections were contrasted with 

Mayer’s hematoxylin. The specificity of the staining reaction was determined in 

control experiments in which the primary antiserum was replaced by PBS.  

 

Statistical analysis 

Immunolabeled sections were analyzed using the Nis-Element 2.30 software 

package. The immunostaining surface was measured for various tissue strata 

(epithelium, lamina propria and submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexus) and for the whole wall. Optimal intervals were performed statistically and 

four immunoreactivity density categories were established [17]: no 

immunoreactivity: no surface staining; low immunoreactivity: stained surface less 

than 200 μm2; moderate immunoreactivity: stained surface between 200 and 400 

μm2; intense immunoreactivity: stained surface over 400 μm2. 

Measurements, expressed in μm2, are shown as mean ± SE. Data was subjected to 

analysis of variance (ANOVA). Wherever ANOVA revealed significant differences, 

a post-hoc (Tukey) analysis was carried out to test for significant differences 

between tissue strata and groups. A value of P < 0.05 was considered significant. 
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Results 

Forestomach histomorphogenesis 

Group I (CRL 1.5 to 4.3 cm, 13-38 days, 1-25% gestation) 

At 35 days (CRL 3 cm, 23% gestation), rumen, reticulum and omasum became 

separate compartments of the primitive gastric tube. Its wall was comprised of three 

layers: an internal stratified epithelium layer, a middle layer of pluripotencial 

blastemic tissue and an external layer or serosa.  

At 38 days (CRL 4.3 cm, 25% gestation), rudimentary primary omasal laminae 

were visible as small protrusion from the omasal wall.  

 

Group II (4.4 to 8 cm CRL, 39-52 days, 25-35% of gestation) 

The stratified epithelium was divided into two bands: a stratum basal formed by 

2-3 layers of germinal cells with basophilic cytoplasm and a stratum granulosum, 

comprising 5-6 layers globose cells with light cytoplasm. 

At 46 days (CRL 6 cm, 30% gestation), small papilliform projections were 

observed in ruminal wall to from rudimentary pillars. 

At 50 days (CRL 7.7 cm, 33% gestation), the lamina propria and submucosa 

were differentiated from pluripotencial blastemic tissue. By this stage, the tunica 

muscularis was distinguishable from pluripopotencial blastemic tissue, in the form of 

a layer of longitudinal-arranged myoblasts Moreover, secondary omasal laminae 

began to appear as small elevations between primary laminae. Primary omasal 

laminae were larger and more numerous, at this age of gestation. 
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Group III (CRL 9 to 17.5 cm, 53-75 days, 35-50% gestation) 

The wall of three gastric compartments was formed by four layers: mucosa 

(composed by epithelium and lamina propria), submucosa, tunica muscularis and 

serosa.  

At 53 days (CRL 9 cm, 35% gestation) slight evaginations of the epithelium were 

visible to form rudimentary ruminal papillae. 

The lamina propria and submucosa were composed of fibroblast with spare 

ground substance. No separate was apparent between the two layers. The tunica 

muscularis was formed by two layers: an inner circular layer and an outer 

longitudinal layer.  

At 59 days (CRL 10 cm, 38% gestation), primary reticular crests were visible and 

tertiary omasal laminae were apparent in the spaces between primary and secondary 

laminae. The quaternary laminae were also visible at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% 

gestation). At this stage, the muscularis mucosae was observed at the centre of 

omasal laminae, arising from the inner circular layer of smooth muscle fibers of the 

tunica muscularis. At 70 days (CRL 15 cm, 47% gestation), conical papillae started 

to arise from the surface of primary omasal laminae.  

The serosa was comprised a subserosa of fibrous loose connective tissue 

underlying a mesothelial layer of flat cells.  

 

Group IV (75-112) Group IV (CRL 18 to 32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation) 

In this group, the stratified epithelium comprised four layers:  stratum basale was 

formed of strongly-basophilic cells; stratum granulosum comprised polyhedral cell 

with light-staining cytoplasm; stratum spinosum was superficial to the stratum 

granulosum and stratum corneum formed by a single layer of flat cells.  
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At 76 days (CRL 18 cm, 50% gestation), ruminal papillae were more developed 

than in earlier groups, appearing as small elevations of the basal area towards the 

ruminal lumen. At this age gestational, conical papillae were observed in the 

secondary laminae in omasum.  

At 87 days (CRL 22 cm, 61% gestation), the lateral surface of primary reticular 

crest was studded with small corneum papillae. At 101 days (CRL 27.5 cm, 67% 

gestation), secondary reticular crest were visible. At this stage, a layer of smooth 

muscle fibers was observed in the uppermost area of primary reticular crest to form 

the muscularis mucosae.  

 

 Group V (CRL 33 to 47 cm, 113-150 days, 75-100% gestation) 

Ruminal, reticular and omasum mucosa were covered by a plane stratified 

epithelium, which was divided into stratrum basale, granulosum, spinosum and 

corneum.  

The lamina propria and submucosa were composed of fibroblast and collagen 

fibers and among ground substance. There was no clear separation between it and the 

lamina propria. The muscularis mucosa was fully developed and occupied the centre 

of omasal laminea and the top in reticular crests. 

The tunica muscularis comprised two layers of smooth muscle fibers an inner 

circular layer and an outer longitudinal layers.  

Ruminal papillae were both longer and thicker, reaching the apical third of 

the epithelium. Reticular crests displayed two growth patterns in forming reticular 

cells; a longitudinal and transversal growth.  In omasum, four orders of omasal 

laminae of varying thickness were apparent, all studded with numerous conical 

papillae 
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Each compartments gastric was lined by an external serosa formed by a 

subserosa of connective tissue and overlying mesothelium.  

 

Immunohistochemical observations 

Immunoreactivity for synaptophysin, non-neuronal enolase, glial fibrillary acidic 

protein, vimentin, neuropeptide Y and vasoactive intestinal peptide was observed in 

all forestomachs of embryos and fetuses. The total immunostained surface (μm2) in 

the rumen, reticulum and omasum is shown in Tables 1, 2, 3, respectively. The 

staining intensity for each antibody in each stratum of the goat forestomach is 

summarized in Figure 1. Staining distribution is illustrated in Figures 2, 3 and 4 for 

the rumen, reticulum and omasum, respectively. 

 

Synaptophysin (SPY) 

Rumen. SPY immunoreactivity was observed at 53 days (CRL 9 cm, 35% 

gestation) and distributed unevenly, staining being more intense in tunica muscularis 

than lamina propria-submucosa (Fig. 2A).  

Reticulum. Positive staining was observed at 53 days (CRL 9 cm, 35 % 

gestation) in lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexus. The immunostained surface was higher distributed in tunica muscularis than 

lamina propria-submucosa (Fig. 3A). 

Omasum. SPY positivity was detected at 53 days (CRL 9 cm, 35% gestation), in 

the lamina propria and submucosa, tunica muscularis and myenteric plexus (Fig. 

4A). At an advanced stage of prenatal development, small stained areas were 

observed in the connective tissue of omasal laminae. 
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Non-neuronal enolase (NNE) 

Rumen. NNE immunoreactivity was observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% 

gestation) in all strata of the ruminal wall, although the distribution pattern differed 

between strata (Fig. 2B).  

Reticulum. Positive staining for NNE was detected at 64 days (CRL 13.5 cm, 

43% gestation) in lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa, myenteric 

plexuses and epithelium. Epithelium was significantly more intense during the later 

stages of prenatal development (Fig. 3B). 

Omasum. NNE-immunoreactivity was observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% 

gestation) in the lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa, epithelium 

and myenteric plexuses.  The epithelium was the most heavily-stained layer in all 

groups (Fig. 4B).  

 

Glial fibrillary acidic protein (GFAP) 

Rumen. GFAP-immunoreactivity was clearly observed at 68 days (CRL 15 cm, 

45% gestation) in lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexuses. The most intense staining was observed in myenteric plexuses 

(Fig. 2C).  

Reticulum. Positive staining for GFAP was detected from 64 days (CRL 13.5 

cm, 43% gestation), in the lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexuses (Fig. 3C). Staining increased in myenteric plexus as prenatal 

development progressed.  

Omasum. GFAP immunoreactivity was detected at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% 

gestation) in the lamina propria-submucosa, tunica muscularis and myenteric 
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plexuses. The greatest staining intensity was observed in myenteric plexuses (Fig. 

4C). GFAP-Ir was detected occasionally in the connective tissue of omasal laminae. 

Vimentin (VIM) 

Rumen. VIM immunoreactivity was detected at 39 days (CRL 4.4 cm, 25% 

gestation) in mesenchymal cells and serosa (Fig. 2D). At 53 days, immunoreactivity 

was restricted to the lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and 

myenteric plexuses and a decreased in staining intensity was observed in each strata.  

Reticulum. Positive staining for VIM was observed at 39 days (CRL 4.4 cm, 

25% gestation) in mesenchymal cells and serosa (Fig. 3D). In later stages of prenatal 

development, immunoreactivity was observed in the different tissue layers and in the 

myenteric plexus.  

Omasum. VIM positive glial cells were observed at 39 days (CRL 4.4 cm, 25% 

gestation) in pluripotential blastemic tissue and serosa (Fig. 4D). By 53 days (CRL 9 

cm, 35% gestation), a moderate immunoreactivity was observed in lamina propria-

submucosa and serosa and a low in tunica muscularis. Myenteric plexus showed also 

a low inmmunorreactivity.  

 

Neuropeptide Y (NPY) 

Rumen.  NPY positive staining was detected at 113 days (CRL 33 cm, 75% 

gestation). The immunorreactivity was distributed by lamina propia-submucosa and 

tunica muscularis. Myenteric plexus showed a moderate immunoreactivity (Fig. 2E). 

Reticulum. NPY immunoreactivity was first observed at 75 days (CRL 17.5 cm, 

50% gestation), in lamina propria-submucosa and tunica muscularis. A moderate 
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immunorreactivity was observed in myenteric plexus.  Stained areas were observed 

in the connective tissue of crest ribs (Fig. 3E). 

Omasum.  NPY immunoreactivity was detected at 95 days (CRL 20 cm, 63% 

gestation) in all tissue layers of omasal wall, except in epithelium.  There was no 

significant difference in staining intensity between groups IV and V. NPY staining 

was observed in the connective tissue of omasal laminae (Fig. 4E).  

 

Vasoactive intestinal peptide (VIP) 

Rumen. VIP immunoreactivity was detected at 113 days (CRL 33 cm, 75% 

gestation) in lamina propria-submucosa, tunica muscularis and myenteric plexus 

(Fig. 2F). 

Reticulum. VIP positive staining was observed at 75 days (CRL 17.5 cm, 50% 

gestation) in lamina propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexus. Significant differences were found between group IV and V of gestation. 

(Fig. 3F). 

Omasum. VIP immunoreactivity was detected at 95 days (CRL 20 cm, 63% 

gestation) in lamina propia-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric 

plexus. Small stained areas were observed in the connective tissue of omasal laminae 

(Fig. 4F).  
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Discussion 

This study sought to chart the spatial and temporal expression of neuroendocrine 

cell, glial cell and peptidergic innervation markers in the goat forestomach.  

SPY-positive neuroendocrine cells were observed at 53 days of prenatal 

development (35% gestation). The similar finding was noted in the goat rumen and 

omasum [12, 13]. Similar results are reported for other ruminant species; in deer, for 

example, neuroendocrine cells have been detected at 97 days (36% gestation) in the 

rumen and reticulum [8, 9], but at an earlier stage of 67 days (26% gestation) in the 

omasum [32]. In sheep, by contrast, neuroendocrine cells are not reported until 81 

days (54% gestation) [10, 11, 33]. SPY immunoreactivity was observed 

predominantly in the tunica muscularis and myenteric plexuses. However, a less 

immunorreactivity was extent in the lamina propria-submucosa and serosa. Staining 

intensity increased significantly with gestational age, as also reported in sheep [3]. 

NNE-positive neuroendocrine cells were detected at a later stage than SPY-

positive cells. The staining distribution and intensity were similar, except that NNE 

staining was apparent in the epithelium of all forestomach compartments. This 

finding seems to suggest that these neuroendocrine cells belong to the diffuse 

neuroendocrine system, which is located in the gastrointestinal epithelium [38]. 

Diffuse neuroendocrine system cells in the digestive tract are thought to arise from 

the same precursor cell as other epithelial cells [16]; these neuroendocrine cells 

originating in the embryonic neural crest migrate to the gastrointestinal epithelium in 

the course of prenatal development [28]. 

Glial cells were detected by GFAP staining at 68 days (45% gestation) in the 

rumen and at 64 days (43% gestation) in reticulum and omasum. This finding is 
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reported somewhat later in the rumen and reticulum of sheep and deer, at 112 days 

(75% gestation) and 142 days (50% gestation), respectively [10, 11]. However, in the 

omasum of these species glial cells have been observed at earlier stages [32, 33]. 

GFAP-positive staining was visible in the lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and serosa, and was particularly marked in myenteric plexuses. The 

presence of glial cells in myenteric plexuses and submucosa has also been reported in 

sheep [45] and cows [40]. In other species, including rats [27] and cats [19], GFAP-

positive cells have been observed in ganglionate plexuses. Glial cells are similar in 

structure and function to the astrocytes of the central nervous system, and play a key 

role in controlling gastrointestinal function and protecting enteric neurons [1].  

Glial cells were also detected by VIM staining. VIM positivity was observed in 

all forestomach compartments at an early age of gestation. This finding indicated that 

VIM is an earlier glial-cell marker than GFAP, according to the reported in the 

prenatal development of the sheep pineal gland [7] and in the forestomach of sheep 

and deer [10, 11, 33]. At 39 days (25% gestation), VIM immunoreactivity was 

detected in pluripotential blastemic tissue and serosa. In later states of gestation, this 

immunoreactivity was distributed by the different tissue layers, which were already 

differentiated. VIM positivity was observed in the same strata as GFAP staining. 

The peptidergic innervation markers detected in the goat forestomach have also 

been reported in lambs [15]. Here, they were observed earlier in the reticulum and 

omasum but rather later in the rumen. Similar findings are reported for red deer, in 

which these markers are detected at 142 days (50% gestation) in the reticulum [9, 11] 

and omasum [32, 33], but not until perinatal stages in the rumen [8,10]. Positive 

staining for NPY and VIP displayed a similar distribution pattern; in both cases, 
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myenteric plexuses exhibited the greatest staining intensity. In lambs, positive 

staining in the myenteric plexuses is of low to moderate intensity for NPY but more 

intense for VIP [15]. By contrast, immunoreactivity is most marked in the smooth 

muscle layers of the reticular groove, reticulum and rumen of cattle [17] and in sheep 

omasum [45]. Findings for peptide distribution, both here and in earlier studies [17, 

18], indicate that peptide-containing nerve fibers are mainly intrinsic in origin, 

deriving from the intramural ganglia of the forestomach wall.   

In conclusion, glial cell, neuroendocrine cell and peptidergic innervation markers 

were detected during the prenatal development of the goat forestomach. 

Differentiation of these cell types took place concurrently with the differentiation of 

tissue strata. These findings point to a possible function of the fetal goat forestomach 

in preparation for its postnatal function. Compared to other ruminant species, these 

cell types were detected earlier than in sheep, but at around the same stage as in deer.  
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Legends for Figures 

Fig. 1. Immunoreactive density of each antibody the different layer of rumen, 

reticulum and omasum of goat. 

 

Fig. 2.  Distribution of immunoreactivity in the goat rumen.  

(A) Synaptophysin-positive staining in tunica muscularis and myenteric plexus 

(arrow) in a section of the rumen wall at 64 days (43% gestation). Bar: 25 μm 

(B) Non-neuronal enolase immunoreactivity in epithelial layer (arrow), lamina 

propria-submucosa, tunica muscularis and myenteric plexus (arrow) at 64 days (43% 

gestation). Bar: 25 μm 

(C) Glial fibrillary acidic protein staining at 64 days (43% gestation) in lamina 

propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric plexus (arrows) and 

within ruminal papillae. Bar: 30 μm 

(D) Vimentin immunostaining in the mesenchymal cells and serosa of the ruminal 

wall at 39 days (25% gestation). Bar: 20 μm 

(E) Neuropeptide Y-positive staining in lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexus (arrows) at 113 days (75% gestation). Bar: 25 μm 

(F) Vasoactive intestinal peptide staining at 113 days (75% gestation) in lamina 

propria-submucosa, and intense immunostaining in tunica muscularis and myenteric 

plexus (arrows). Bar: 25 μm 

 

Fig. 3. Distribution of immunoreactivity in the goat reticulum 

(A) Synaptophysin-positive staining in lamina propria-submucosa, tunica muscularis, 

serosa and myenteric plexus (arrow) at 64 days (43% gestation). Bar: 25μm 
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(B) Non-neuronal enolase immunoreactivity visible in epithelium (arrow), lamina 

propria-submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric plexus (arrow) at 69 

days (46% gestation). Bar: 20 μm 

(C) Glial fibrillary acidic protein staining in lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexus (arrow) at 64 days (43% gestation). Bar: 25μm 

(D) Vimentin immunostaining in pluripotential blastemic tissue layer and serosa at 

39 days (25% gestation). Bar: 25 μm 

 (E) Neuropeptide Y-positive staining in lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexus (arrow) at 75 days (50% gestation). Bar:25 μm 

(F) Vasoactive intestinal peptide staining in lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexus (arrows) at 75 days (50% gestation).  Bar: 30 μm 

 

Fig. 4. Distribution of immunoreactivity in the goat omasum. 

(A) Synaptophysin-positive staining in lamina propria-submucosa, tunica muscularis 

and myenteric plexus in the omasal wall at 75 days (50% gestation). Bar:25 μm 

(B) Non-neuronal enolase immunoreactivity in epithelial layer, lamina propria-

submucosa and tunica muscularis at 64 days (75% gestation). Bar: 20 μm 

(C) Glial fibrillary acidic protein staining within myenteric plexus (arrow) and in 

lamina propria-submucosa, tunica muscularis and serosa at 69 days (46% gestation). 

Bar: 25μm 

(D) Vimentin immunostaining in pluripotential blastemic tissue layer and serosa at 

39 days (25% gestation). Bar:20 μm 
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 (E) Neuropeptide Y-positive staining in lamina propria-submucosa, tunica 

muscularis and myenteric plexus. Immunostaining surface visible in connective 

tissue of omasal laminae at 95 days (63% gestation). Bar: 25μm 

(F) Vasoactive intestinal peptide staining in the connective tissue and tunica 

muscularis of omasal laminae at 113 days (75% gestation). Bar: 20 μm 

  

Table 1.The total stained surface (μm2) in the goat rumen in the different group of 

gestation 

 

Table 2.The total stained surface (μm2) in the goat reticulum in the different group of 

gestation. 

 

Table 3.The total stained surface (μm2) in the goat omasum in the different group of 

gestation. 
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Table 1.The total stained surface (μm2) in the goat rumen in the different 

group of gestation 

 Group I Group II Group III Group IV Group V 

SPY   838.86 ± 68.39 1044.30 ± 33.01 1530.49 ± 62.48 

NNE   657.39 ± 133.53 855.98 ± 123.40 1143.59 ± 42.76 

GFAP   623.15 ± 23.72 780.65 ± 118.46 1047.72 ± 47.07 

VIM  1160.71 ± 20.54 1040.87 ± 15.69 838.86 ± 56.57 708.75 ± 71.90 

NPY     1037.45 ± 107.24 

VIP     1157.28 ± 65.23 

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III 

(9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 35-50% gestation), Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 

cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acidic protein, VIM: vimentin, NPY: 

neuropeptide Y VIP: vasoactive intestinal peptide. 

 

 

 

 

 

Table 2.The total stained surface (μm2) in the goat reticulum in the different 

group of gestation. 

 Group I Group II Group III Group IV Group V 

SPY   633.43 ± 23.72 941.58 ± 89.74 1133.32 ± 68.39 

NNE   749.84 ± 37.03 869.67 ± 41.51 1164.13 ± 38.88 

GFAP   653.97 ± 42.76 1051.14 ± 216.52 1575± 119.93 

VIM  1119.62 ± 53.37 1047.72 ± 54.35 794.35 ± 104.91 653.97 ± 33.02 

NPY    1006.63 ± 20.54 1355.87 ± 97.98 

VIP    855.98 ± 79.78 1307.94 ± 25.86 

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III 

(9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 35-50% gestation), Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 

cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acid protein, VIM: vimentin, NPY: 

neuropeptide Y VIP: vasoactive intestinal peptide. 
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Table 3.The total stained surface (μm2) in the goat omasum in the different 

group of gestation. 

 Group I Group II Group III Group IV Group V 

SPY   664.24 ± 42.76 931.30 ± 58.40 1194.95 ± 33.01 

NNE   698.48 ± 87.76 849.13 ± 11.86 1078.53 ± 27.17 

GFAP   486.19 ± 48.54 986.09 ± 61.63 
1592.12 ± 

178.20 

VIM  1092.23 ± 33.01 955.27 ± 57.19 722.44 ± 15.69 582.06 ± 68.39 

NPY    808.04 ± 46.32 1393.54 ± 74.31 

VIP    623.15 ± 41.51 999.78 ± 21.38 

Group I (1.5-4.3 cm CRL, 26-38 days: 1-25% gestation); Group II (4.4-8 cm CRL, 39-52 days: 25-35% gestation), Group III 

(9-17.5 cm CRL, 53-75 days: 35-50% gestation), Group IV (18-32 cm CRL, 76-112 days: 50-75% gestation); Group V (33-47 

cm CRL, 113-150 days: 75-100% gestation). SYP: synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acidic protein, VIM: vimentin, NPY: 

neuropeptide Y VIP: vasoactive intestinal peptide. 
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OOTTHHEERR  RREESSUULLTTSS  OOFF  SSTTUUDDYY  IIMMMMUUNNOOHHIISSTTOOCCHHEEMMIICCAALL    
((NNOO  PPUUBBLLIISSHHEEDD))  

 
 

11..  IImmmmuunnoohhiissttoocchheemmiiccaall  ssttuuddyy  ooff  ggooaatt  aabboommaassuumm  dduurriinngg  

pprreennaattaall  ddeevveellooppmmeenntt..    

 

The  total  immunostained  surface  (μm2)  in  abomasum  for  synaptophysin, 

non‐neuroal  enolase,  glial  fibrillary  acidic  protein,  vimentin,  neuropeptide  Y, 

vasoactive intestinal peptide and gastrin is shown in Table 1. The staining intensity 

for each antibody in each stratum of the goat abomasums is summarized in Table 2. 

Staining distribution is illustrated in Figure 3.  

 

Synaptophysin 

SPY positive  staining was detected  at 64 days  (CRL 13.5  cm, 43%  gestation).  The 

immunorreactivity  was  distributed  by  lamina  propria  and  submucosa,  tunica 

muscularis, serosa and myenteric plexus. A  low  immunorreactivity was detected  in 

epithelial layer. 

 

Non neuronal enolase 

Positive staining for NNE was observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 43% gestation)  in 

the same region as SPY. The epithelial  layer showed  immunoreactivity higher than 

SPY. 

 

Glial fibrillary acidic protein 

GFAP  immunoreactivity was detected at 64 days  (CRL 13.5  cm, 43% gestation)  in 

lamina propria and submucosa, tunica muscularis, serosa and myenteric plexus.  

 

Vimentin 

VIM  positive  staining  was  observed  at  38  days  (CRL  4.3  cm,  25%  gestation)  in 

mesenquimal  cells and  serosa.  In  later age gestational,  the  immunoreactivity was 



distributed  in  the  same  as  GFAP.  The  intervascular  and  perivascular  connective 

tissue was also immunostaining.  

 

Neuropeptide Y and vasoactive intestinal peptide 

Positive  staining  for  NPY  and  VIP  was  observed  at  75  days  (CRL  18  cm,  50% 

gestation)  in  lamina  propria  and  submucosa,  tunica muscularis  and  serosa.  The 

myenteric plexus showed a high immunorreactivity. 

 

Gastrin 

Gastrin‐immunoreactive  cells  were  first  detected  at  76  days  (CRL  18  cm,  50% 

gestation)  in  same  epithelial  cells.  In  the  later  gestational  stages,  the 

innmunoreactivity was observed in pyloric glands.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Table 5.The total stained surface (μm2) in the goat abomasum in the 

different groups of gestation 

  Group I  Group II  Group III  Group IV  Group V 

SPY  ‐    838.86 ± 68.39  1044.30 ± 33.01  1530.49 ± 62.48 

NNE  ‐    657.39 ± 133.53  855.98 ± 123.40  1143.59 ± 42.76 

GFAP  ‐    623.15 ± 23.72  780.65 ± 118.46  1047.72 ± 47.07 

VIM  ‐  1160.71 ± 20.54  1040.87 ± 15.69  838.86 ± 56.57  708.75 ± 71.90 

NPY  ‐        1037.45 ± 107.24 

VIP  ‐        1157.28 ± 65.23 

Group I (1.5‐4.3 cm CRL, 26‐38 days: 1‐25% gestation); Group II (4.4‐8 cm CRL, 39‐52 days: 25‐35% gestation), Group III (9‐17.5 

cm CRL, 53‐75 days: 35‐50% gestation), Group IV (18‐32 cm CRL, 76‐112 days: 50‐75% gestation); Group V (33‐47 cm CRL, 113‐

150 days: 75‐100% gestation). SYP:  synaptophysin, GFAP: glial  fibrillary acidic protein, VIM: vimentin, NPY: neuropeptide Y 

VIP: vasoactive intestinal peptide. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Table 6. Immunoreactive density of each antibody the different layer of abomasum 

of goat 

 

 

 

 

E:  Epithelium,  L+  S:  Lamina  propria  and  submucosa,  TM:  Tunica  muscularis,  S:  Serosa,  MP:  Myenteric  plexus.  SYP: 
synaptophysin, GFAP: glial fibrillary acidic protein, VIM: vimentin, NPY: neuropeptide Y, VIP: vasoactive intestinal peptide.  

 

 

  Abomaso 

Antibody Group E L+S TM S MP 

SPY 

I      

II      

III      

IV      

V      

NNE 

I      

II      

III      

IV      

V      

GFAP 

I      

II      

III      

IV      

V      

VIM 

I      

II      

III      

IV      

V      

NPY 

I      

II      

III      

IV      

V      

VIP 

I      

II      

III      

IV      

V      

GAS 

I      

II      

III      

IV      

V      

No inmunoreactivity

Moderate inmunoreactivity (200‐400µm2)

High inmunoreactivity (>400µm2)

Low inmunoreactivity (<200µm2)



 

Imagen 20 

 

 

 

 



Imagen 20. Distribution of immunoreactivity in the goat abomasum. 

(A)  Synaptophysin‐positive  staining  in  lamina  propria‐submucosa,  tunica muscularis  and 

myenteric plexus in the omasal wall at 64 days (43% gestation). Bar:25 μm 

(B) Non‐neuronal enolase  immunoreactivity  in epithelial  layer,  lamina propria‐submucosa 

and tunica muscularis at 64 days (43% gestation). Bar: 20 μm 

(C)  Glial  fibrillary  acidic  protein  staining within myenteric  plexus  (arrow)  and  in  lamina 

propria‐submucosa, tunica muscularis and serosa at 64 days (43% gestation). Bar: 25μm 

(D) Vimentin immunostaining in pluripotential blastemic tissue layer and serosa at 38 days 

(25% gestation). Bar:20 μm 

 (E) Neuropeptide Y‐positive  staining  in  lamina propria‐submucosa,  tunica muscularis and 

myenteric plexus. Immunostaining surface visible in connective tissue of omasal laminae at 

75 days (50% gestation). Bar: 25μm 

(F) Vasoactive  intestinal peptide staining  in the connective tissue and tunica muscularis of 

omasal laminae at 87 days (63% gestation). Bar: 20 μm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

22..  DDoouubbllee  iimmmmuunnoohhiissttoocchheemmiissttrryy  iinn  ggaassttrriicc  ccoommppaarrttmmeenntt  ooff  
ggooaatt    

 

The  study  of  double‐immunohistochemistry was  performed  by  synaptophysin 

and  glial  fibrillary  acidic  protein  in  order  to  stain  neuroendocrine  and  glial  cells, 

together.  

 

This study was conducted in one each of the gastric compartments in stages of 

prenatal developmental close to birth. The double immunostaining was observed in 

each  compartment  and  located  primarily  in  the  myenteric  plexus.  The  results 

obtened are shown in the Imagen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Imagen  21.  Double  immunostaining  with  synaptophysin  and  glial  fibrillar  acidic 

protein. 

A. Ruminal wall  at  113  days  (75%  gestation).  Immunoreactivity  in myenteric  plexus 

(arrow). 

B. Reticular  wall  at  113  days  (75%  gestation).  Immustaining  in  myenteric  plexus 

(arrow). 

C. Omasal wall  at 113 days  (75%  gestation).  Immunoreactivity  located  in myenteric 

plexus (arrow).  

D. Abomasal wall at 113 days (75% gestation). Immunoreactivity in submucosa plexus 

(up arrow) and myenteric plexus (under arrow).  
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ABSTRACT 25 

This study reports on the prenatal growth and development of the four compartments 26 

of the goat stomach. Data obtained by morphometric analysis of the gastric wall as a 27 

whole and of the individual component tissue layers was fitted to mathematical 28 

models and growth curves. A total of 140 embryos and fetuses were used, from the 29 

early stages of prenatal life until birth. The growth-rate of the gastric wall was slower 30 

than that of body length; rumen was the stomach compartment displaying slowest 31 

growth. In the three non-glandular compartments, the epithelial layer grew faster 32 

than the gastric wall itself, whilst the growth-rate of the abomasal epithelium 33 

declined in the early stages of development. A decline in growth-rate was also 34 

observed for the lamina propria and submucosa in rumen and reticulum from the 35 

early embryonic stages, whereas in omasum and abomasum these layers continued to 36 

grow as gestation progressed. The tunica muscularis displayed consistent growth in 37 

all compartments, growing faster than the gastric wall. Serosa thickness increased as 38 

gestation progressed, displaying a decline in growth-rate only in the omasum. In 39 

conclusion, the dynamics of gastric wall growth were governed by the growth-rate of 40 

each of the component tissue layers.  41 

 42 

Keywords: goat; histomorphometry; prenatal; development 43 

 44 
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INTRODUCTION 49 

The ruminant stomach is particularly remarkable for its ability to transform low-50 

quality forage into products of great nutritional value (Lombardi 2005). In order to 51 

meet its functional needs, is has developed four separate compartments, each with its 52 

own morphological particularities: rumen, reticulum, omasum and abomasum. Each 53 

compartment is characterized by certain unique gross and histological features 54 

(Schummer & Nickel 1975) reflecting its morphological and functional adaption to 55 

the ingestion, processing and digestion of plant material. 56 

The primitive digestive tract in ruminant animals is structurally and functionally 57 

similar to that of non-ruminant animals (Relling & Mattioli 2002). During prenatal 58 

life, however, the ruminant stomach undergoes certain morphological changes in 59 

order to meet functional demands in postnatal life. These morphological changes are 60 

linked to the growth and development of gastric viscera. 61 

Growth and development are closely-linked and time-dependent biological 62 

processes, and can therefore be expressed mathematically by a model that is simply 63 

an equation representing the behavior of a system (France & Thornley 1984). Growth 64 

curves reflect the lifetime interrelationships between an individual’s inherent impulse 65 

to grow and mature in all body parts and the environment in which these impulses 66 

are expressed. The term “growth curve” usually evokes a sigmoid curve depicting a 67 

sequence of measures of size over time (Fizthugh 1976). A dynamic model is the 68 

most appropriate, since the time factor accounts for the evolution of the events 69 

occurring in the course of prenatal development.  70 



4 
 

 The choice of curve is dictated by three major factors: biological 71 

interpretation of the parameters, goodness of fit to the actual data, and computational 72 

difficulty, which varies with choice of function.  73 

A common characteristic of growth models is that they each use two 74 

biologically-relevant parameters. The first parameter establishes the position of the 75 

individual (or group) in the general size space at a given reference age (Brinks et al. 76 

1964, Brown et al. 1973, Taylor & Craig 1965). The second parameter is concerned 77 

with growth rate relative to body size. Brody (1945) additionally uses a third 78 

parameter to partition the growth curve into two stages, often referred to as the “self-79 

accelerating” and “self-inhibiting” stages, during which growth-rate velocity 80 

increases or decreases, respectively. 81 

Although morphometric analysis – clearly essential to any study of organic 82 

growth over time – is a valuable tool for charting gastric development from early 83 

embryonic stages until birth, surprisingly few morphometric studies have addressed 84 

stomach growth in ruminants during prenatal life; even fewer have focussed on the 85 

goat stomach, although there has been some research in sheep (Franco et al. 1993d).  86 

The present paper reports on a histomorphometric analysis of the tissue layers 87 

comprising the goat stomach wall. Data were fitted to mathematical models with a 88 

view to obtaining formulas applicable to goat embryonic growth in general and 89 

gastric growth in particular. 90 

 91 

 92 

 93 

 94 
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MATERIAL AND METHODS 95 

Animals 96 

A total of 140 goat (Capra hircus) embryos and fetuses, ranging from the earliest 97 

prenatal stages to birth, were sampled. Specimens were divided into 5 sequential 98 

groups, according to major histomorphogenic characteristics: group I (crown-rump 99 

length[CRL]  1.5-4.3 cm, age 13-38 days, 1-25% gestation), group II (CRL 4.4-8 cm, 100 

39-52 days, 25-35% gestation), group III (CRL 9-17.5 cm, age 53-75 days, 35-50% 101 

gestation), group IV (CRL 18-32 cm, 76-112 days, 50-75% gestation), and group V 102 

(CRL 33-47 cm, 113-150 days, 75-100% gestation). Goat embryos and fetuses were 103 

all obtained at a municipal slaughterhouse in Caceres (Spain), from routinely-104 

slaughtered pregnant females; caesarean sections were performed in accordance with 105 

the provisions of Spanish Royal Decree 54/1995 on the protection of animals at 106 

slaughter. Gestational age was estimated using age-classification methods previously 107 

reported for sheep (Evans & Sack 1973) and goats (Sivachelvan et al. 1996).   108 

 109 

Sampling and processing 110 

Stomach compartments were extracted and small pieces of tissue were dissected. 111 

Tissue samples were fixed in 4% buffered formaldehyde for 24 hours, routinely 112 

processed and embedded in paraffin for histological examination. Sections 5µm thick 113 

were stained with Hematoxylin-Eosin (H-E). 114 

 115 

Morphometric analysis 116 

Eighteen specimens were selected from each group for histomorphometric analysis. 117 

Exact longitude in centimetres of the eighteen specimens in each group were as 118 
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follows, half male and half female : Group I: 6 x 3.5 cm CRL, 6 x 3.8 cm CRL and 6 119 

x 4.3 cm CRL; Group II: 6 x 5 cm CRL, 6 x 6 cm CRL and 6 x 8 cm CRL; Group III, 120 

6 x 13.5 cm CRL, 6 x 15 cm CRL, 6 x 17 cm CRL; Group IV, 6 x 19 cm CRL, 6 x 121 

22 cm, 6 x  27.5 cm CRL; Group V, 6 x 33 cm CRL, 6 x 36 cm CRL and 6 x 42 cm 122 

CRL. Histological sections were viewed through a microscope (NIKON Eclipse 80i) 123 

equipped with a digital video camera (NIKON DXMI200F). Digital images were 124 

analyzed using the Nis-Element 2.30 software package. The variables studied were 125 

height of various tissue layers (epithelium, lamina propia and submucosa, tunica 126 

muscularis and serosa) and total wall thickness. In all selected specimens, one 127 

hundred measurements were made for each tissue layer. 128 

 129 

Statistical analysis 130 

Measurements were expressed in μm and are shown as mean ± SE. Data were 131 

subjected to factorial analysis of variance (ANOVA), with sex and group as factors. 132 

Where ANOVA revealed significant differences for the group factor (p<0.05), a 133 

post-hoc (Tukey) analysis was carried out to test for significant differences between 134 

means.  135 

Tissue growth models were created using four mathematical models: linear (y = 136 

a + bX), quadratic (y = a + bX + cX2), logarithmic (y = a + bLOG (X)), and 137 

exponential (y = a exp(bX)). Graphs for the best models were constructed by plotting 138 

averages of real growth values against embryo body length, together with the 139 

adjusted line of regression. The goodness of fit of each adjustment was measured 140 

using the linear coefficient of correlation, r. In all cases, embryo body length (crown-141 
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rump length, in centimeters) was used as the independent variable; the thickness of 142 

each tissue layer served as dependent variable.  143 

Allometry coefficients were calculated using the equation y = aXb of Huxley 144 

(1932)  in which the independent variable was the thickness of the whole 145 

compartment wall and the dependent variable, the thickness of each tissue layer. The 146 

SPSS.19 statistical software package licensed to Extremadura University was used 147 

for this purpose. 148 

 149 

 150 

 151 

 152 

 153 

 154 

 155 

 156 

 157 

 158 

 159 

 160 

 161 

 162 

 163 
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RESUTLS 164 

The thickness (absolute and relative values) of each tissue layer and total wall 165 

thickness are shown in Tables 1-5. Mathematical growth models adjusted for each 166 

tissue layer and for the gastric wall as a whole are shown in Figures 1-5. 167 

 168 

Epithelial layer 169 

The ruminal epithelium was significantly thicker in groups III, IV and V than in 170 

groups I and II, but no significant differences were also found between groups I and 171 

II.  In the reticulum, the epithelium was significantly thicker in groups IV and V than 172 

in groups I, II and III. The epithelial layer of omasum was significantly thicker in 173 

group V than groups I, II, III and IV, without significant differences between groups 174 

I, II and III. Significant difference in thickness of the abomasal epithelium was 175 

observed between groups I and II with groups III, IV and V, and also between groups 176 

I and II but not between groups III, IV and V. No significant differences in epithelial 177 

thickness between the sexes were observed in any gastric compartments. 178 

Epithelial growth fitted a polynomial model for all four stomach compartments. 179 

In rumen, reticulum and omasum, the growth-rate was slow from differentiation up 180 

to the 13.5-cm stage. Thereafter, a rapid growth was observed to the 30 cm stage in 181 

the rumen and omasum and to the 36 cm stage in the reticulum. However, active 182 

growth did not extend to the end of pregnancy in any of the non-glandular 183 

compartments; some inhibition of growth was observed in later stages in the rumen 184 

and reticulum, while the growth-rate stabilized in the omasum. In the abomasum, the 185 

epithelial growth-rate declined from the earliest stages of embryonic development to 186 

the 15-cm stage, stabilizing thenceforth until the end of gestation.  187 
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Lamina propria and submucosa 188 

In the rumen, significant differences in the thickness of the lamina propria and 189 

submucosa were observed between group I and other groups. In the reticulum, these 190 

layers were significantly thicker in group V than in groups I, II, III and IV, with no 191 

significant difference between groups I, II and III. In the omasum, these tissue layers 192 

were significantly thicker in groups III, IV and V than in groups I and II, though no 193 

significant difference was detected between groups I and II. In the abomasum, both 194 

the lamina propria and the submucosa were significantly thicker in group V than in 195 

the other four groups. The thickness of the lamina propria and submucosa was not 196 

differed significantly between males and females. 197 

Growth of these layers fitted a polynomial model for the rumen, reticulum and 198 

abomasum and a logarithmic model for the omasum.  199 

The growth dynamics of the lamina propria and submucosa of the rumen and 200 

reticulum were characterized by an involutive phase which started in the early 201 

embryonic stages and persisted until the 20-cm and 15-cm stages in the rumen and 202 

reticulum, respectively. Involution was more marked in the rumen. Thereafter, active 203 

growth was observed in both compartments, lasting until birth. In the omasum and 204 

abomasum, the lamina propria and submucosa grew progressively from the early 205 

embryonic stages until birth. 206 

 207 

Tunica muscularis 208 

The tunica muscularis was not observed in the goat embryos and foetuses of group I.  209 

The tunica muscularis of rumen was significantly thicker in group V than in the other 210 

groups, but no significant differences were found between groups II, III and IV. In 211 
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reticulum, this layer was significantly thicker in groups IV and V than in groups II 212 

and III, also significant differences were found between groups IV and V. In 213 

omasum, significant differences were found between group V with groups II, III and 214 

IV. The thickness of tunica muscularis in abomasum was significantly greater in 215 

group IV and V than in the other groups, but no significant differences were 216 

observed between groups II and III. Significant inter-sex differences in tunica 217 

muscularis thickness were not recorded. However, tunica muscularis was thicker in 218 

male than in female.  219 

Tunica muscularis growth in the rumen fitted an exponential model. A slow 220 

growth was recorded from the early embryonic stages to the 13.5-cm stage; thereafter 221 

the growth-rate increased until the end of gestation. Growth of this layer in the 222 

reticulum, omasum and abomasum fitted a polynomial model, progressive growth 223 

being recorded from the earliest stages of gestation until birth; the growth-rate 224 

increased from the 30-cm stage onwards. 225 

 226 

Serosa 227 

The ruminal serosa was significantly thicker in group V than in the other groups. 228 

Significant differences were also observed between groups I, III and IV. In 229 

reticulum, the serosa was also significantly thicker in groups III, IV and V than in the 230 

other four groups, but no significant differences were found between groups I, II and 231 

III. Significant differences were found in the thickness of the omasal serosa between 232 

all groups. In the abomasum, the serosa was significantly less thick in groups I and II 233 

than in groups III, IV and V. However, no significant differences were observed 234 
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between groups I and II. No significant inter-sex differences were observed in serosa 235 

thickness in any of the gastric compartments. 236 

Serosal growth in the rumen fitted an exponential model. Growth was slow from 237 

the early embryonic stages until the 30-cm stage; thereafter, faster growth was 238 

observed until the end of the gestation period. Growth of the serosa in the reticulum 239 

and abomasum fitted a polynomial model. In the reticulum, slow growth was 240 

recorded from the start of pregnancy to the 17-cm stage; thenceforth, the growth-rate 241 

accelerated until the end of gestation. The abomasal serosa displayed rapid growth 242 

from the start of pregnancy to the 20-cm stage, thereafter leveling off and remaining 243 

stable until the end of gestation. The growth of serosa in omasum was adjusted to a 244 

logarithmic model. Its growth dynamics was characterized by an involution in 245 

thickness from the early stages of prenatal development until the end of the 246 

gestational period. 247 

 248 

Total Wall 249 

Total wall thickness in the rumen and reticulum was significantly lower in groups I, 250 

II and III than in groups IV and V. No significant differences were noted between the 251 

first three groups or between groups IV and V. In the omasum, significant 252 

differences were recorded between groups I and II with groups III, IV and V. 253 

Differences were also found between groups III, IV and V, but not between groups I 254 

and II. Total wall thickness in the abomasum was significantly greater in V than in 255 

groups I, II, III and IV; no significant differences were found between groups I, II 256 

and III. The wall thickness of all gastric compartments was no significantly different 257 

between males and females. 258 
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The growth-rate of the ruminal and reticular wall remained stable from early 259 

embryonic stages to about 15 cm. The rapid-growth phase starting thereafter lasted 260 

until the end of pregnancy in the rumen and to the 35-cm stage in the reticulum, 261 

stabilizing in the latter to the end of gestation. The omasal and abomasal walls grew 262 

progressively from the early embryonic stages until birth. 263 

 264 

Allometric findings 265 

Wall-thickness allometric coefficients, which correlate each gastric tissue layer with 266 

body length, is shown in Table 6. 267 

Results showed that the epithelial layer in all compartments grew faster than 268 

gastric wall thickness, the fastest growth-rate being observed for the omasum. The 269 

negative allometric coefficient in abomasum, indicated a dynamic involution of the 270 

epithelial layer. 271 

The lamina propria and submucosa in the rumen and reticulum grew more 272 

slowly than the total gastric wall. Moreover, the negative coefficient confirmed some 273 

inhibition of growth. In the omasum and abomasum, these layers grew faster than the 274 

gastric wall in which they were immersed. 275 

The tunica muscularis in all compartments grew around twice as fast as the total 276 

gastric wall.  277 

The allometric coefficient for the serosa in the rumen and particularly the 278 

reticulum indicated a growth-rate faster than that of the total wall. In the omasum and 279 

abomasum, growth-rates approached those of the gastric wall, tending towards 280 

involution in the omasum. 281 



13 
 

 
 

The gastric wall displayed a slower growth-rate than body length; the slowest 282 

rate was recorded for the rumen, similar rates being observed for the other 283 

compartments. 284 

 285 

 286 

DISCUSSION 287 

The data obtained in this study revealed that the increase in epithelial thickness was 288 

directly proportional to the increase in embryo body length (crown-rump length) in 289 

non-glandular stomach compartments, as also reported in the rumen of buffalo by 290 

Osman and Berg (1981) and in red deer by Franco et al. (2004a). However, the 291 

abomasum decreased in thickness as gestation progressed; a finding also noted in 292 

sheep (Franco et al. 1993d) and in red deer (Masot et al. 2007).  293 

A slow growth phase was observed in the epithelium of non-glandular stomach 294 

compartments in the early embryonic stages, coinciding with the transition from 295 

embryonic epithelium (Warner 1958) to stratified epithelium formed by the first two 296 

strata: basal and granulosum, as reported elsewhere in goats (Garcia et al. 2012, 297 

2013). From 13.5 cm (64 days, 43% gestation) onwards, an active growth phase was 298 

observed, coinciding with an increase in the number of cells to form the stratum 299 

spinosum and the stratum corneum. This increased epithelial thickness may also be 300 

due to changes in the mucosa as a result of the formation of three structures 301 

corresponding to each compartment: rumen papillae have been observed at 9 cm (53 302 

days, 35% gestation) in goats (Garcia et al. 2012), at 12.5 cm (61 days, 42% 303 

gestation) in sheep (Franco et al. 1992), and at 21 cm (142 days, 50% gestation) in 304 

deer (Franco et al. 2004a); reticular crests are reported at 11.5 cm (61 days, 41% 305 
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gestation) in goats (Ramkrishna & Tiwari 1979), at 9.6 cm (56 days, 38% gestation) 306 

in sheep (Franco et al. 1993c), and at 21 cm (142 days, 50% gestation) in red deer 307 

(Franco et al. 2004b); all four orders of omasal laminae have been noted at 4.3 cm 308 

(38 days, 25% gestation), 7.7 cm (50 days, 33% gestation), 12 cm (59 days, 39% 309 

gestation), and 13.5 cm (64 days, 43% gestation), respectively, in goats (Garcia et al. 310 

2013) and also between 3.18 -7.4 cm in another goat study (Molinari & Jorquera 311 

1988). However, epithelial growth inhibition was observed in the rumen and 312 

reticulum in the final stages of gestation. This finding has also been noted in the 313 

buffalo rumen by Osman and Berg (1981), where the number of epithelial layers was 314 

reduced in perinatal stages due to the increased elevation of ruminal papillae into the 315 

luminal surface. In the omasum, epithelial thickness remained constant with 316 

increased fetal size, as described elsewhere in goats (Ramkrishna & Tiwari 1979). A 317 

decrease in thickness or epithelial height was observed in the abomasum, due to the 318 

transition from a pseudostratified epithelium to a simple coinciding with what 319 

reported by previous studies (Age et al. 2007; Masot et al. 2007; Singh et al. 2007).  320 

The growth of the lamina propria and submucosa was characterized by 321 

regression in the early stages of prenatal development in the rumen and reticulum, 322 

marking the differentiation of these two layers from the blastic tissue layer, as 323 

reported in earlier studies (Franco et al. 1992, 1993a, b, c; Franco et al. 2004a,b; 324 

Garcia et al. 2012, 2013). The differentiation of mesenchymal cells into fibroblast 325 

cells and fibrillar elements could account for the progressive decrease in thickness of 326 

these tissue layers in the early embryonic stages, as observed in the study of Kamel 327 

et al. (1987) in the goat stomach. Two additional processes may also be involved in 328 

the involution phase: firstly, active growth of the epithelium and tunica muscularis 329 
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could hinder the expansion of these strata (Osman & Berg 1981); secondly, 330 

involvement of mesenchymal cells in the formation of the tunica muscularis, which 331 

at this stage was also differentiated from pluripotent blastemic tissue according to 332 

what describe in sheep (Franco et al. 1992, 1993a,b,c,), in deer (Franco et al. 2004a, 333 

b) and in goat (Garcia et al. 2012, 2013).  However, after the period of involution, an 334 

active growth phase was observed in the rumen and reticulum, reflecting the 335 

involvement of these layers in the formation of ruminal papillae (Vivo et al. 1990; 336 

Franco et al. 1992; Franco et al. 2004a; Garcia et al. 2012) and reticular crests (Vivo 337 

et al. 1990; Franco et al. 1993c; Franco et al. 2004b). By contrast, the lamina propria 338 

and submucosa grew constantly from the start to the end of gestation. This 339 

progressive growth may reflect their involvement in omasal laminae, reported in 340 

goats from the early stages of pregnancy by Garcia et al. (2013). Moreover, the 341 

increased thickness of these layers in the abomasum may be linked to the progressive 342 

involution observed in the epithelial layer in that compartment, a finding not reported 343 

in sheep by Franco et al. (1993d) and in cows by Vivo et al. (1990).   344 

The growth of the tunica muscularis fitted an exponential model for the rumen, 345 

as also noted in sheep by Franco et al. (1993d), while in the other compartments it 346 

fitted a polynomial model. The fastest growth-rate for this muscle layer was recorded 347 

in the abomasum, followed by the reticulum and finally the rumen and omasum, 348 

which attained similar heights, as also reported in cattle by Vivo et al. (1990). 349 

However, the growth-rate was slow until the 13.5-cm stage (64 days, 43% gestation), 350 

by which point the two bundles making up the tunica muscularis were completely 351 

configured (Garcia et al. 2012). Thereafter, growth-rates increased, possibly 352 

reflecting the growth of the internal bundle, which is involved in the formation of the 353 
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muscular body of ruminal pillars (Panchamuki & Srivastava 1979; Franco et al. 354 

1992; Franco et al. 2004a) and of the muscularis mucosae in reticulum (Franco et al. 355 

1993c, Franco et al. 2004b), omasum (Franco et al. 1993a; Redondo et al. 2005) and 356 

abomasum (Franco et al. 1993b; Masot et al. 2007). 357 

Serosal growth varied depending on the compartment. A bottom-up growth was 358 

observed in the rumen, reticulum and abomasum from the early stages of pregnancy. 359 

These findings differ from those reported in cattle (Vivo et al. 1990) and sheep 360 

(Franco et al. 1993d). By contrast, serosal involution in the omasum has been noted 361 

in both species. This gradual reduction in the thickness of the serosa may result from 362 

tissue differentiation of blast cells in the connective tissue of the subserosal, similar 363 

to what describe in cow by Vivo et al. (1990). 364 

Data for total wall thickness confirmed that growth-rates in the rumen and 365 

reticulum remained stable until the 13.5-cm stage (64 days, 43% gestation), 366 

accelerating thereafter. Similar growth phases are also reported in sheep by Franco et 367 

al. (1993d). Moreover, the growth-rate of the rumen and reticulum coincided in this 368 

study with that of the tunica muscularis. The omasal and abomasal walls displayed 369 

consistent growth-rates from the start of pregnancy, coinciding with the growth 370 

recorded by the lamina propria and submucosa in these compartments. Variations in 371 

the dynamics of overall wall growth, also reported in sheep (Franco et al. 1993d), are 372 

linked to specific characteristics of each of the tissue layers. 373 

Morphometric data for males and females indicated no clear differences in 374 

tissue-layer growth between sexes. However, tunica muscularis was thicker in males 375 

than female in all stomach compartments. This difference may be attributed to the 376 

anabolic effect of testosterone (Bhasin et al. 1997), which prompts an increase in 377 
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muscle fiber diameter, thus favoring an increase in overall muscle size coinciding 378 

with Griggs et al. (1989). 379 

Allometric coefficients obtained for the epithelial layer and the tunica 380 

muscularis were similar to those reported for sheep (Franco et al. 1993d). However, 381 

the regression in serosal growth noted elsewhere was observed here only in rumen. 382 

In conclusion, the mathematical models constructed using growth data for each 383 

of the stomach compartments closely reflected their prenatal development. This 384 

system could thus prove useful for determining fetal age based on the measured 385 

thickness of the wall as a whole and of each component tissue layer. 386 
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FIGURE LEGENDS 495 

Figure 1 Mathematical models of prenatal growth of the epithelial layer: y = 496 

thickness of each tissue layer (micrometers); x = crown-rump length (centimeters). 497 

(A) Mathematical model of epithelium in rumen. y = -3.25+81.21x-1.33x2; r=0.94 498 

(B) Mathematical model of epithelium in reticulum. y = -108.23+93.22x-1.02x2; 499 

r=0.96 500 

(C) Mathematical model of epithelium in omasum. y = 44.85+18.61x-0.13x2; r=0.96 501 

(D) Mathematical model of epithelium in abomasum. y = 559.74-39.96x+0.71x2; 502 

r=0.94 503 

 504 

Figure 2 Mathematical models of prenatal growth of lamina propria and submucosa: 505 

y = thickness of each tissue layer (micrometers); x = crown-rump length 506 

(centimeters). 507 

(A) Mathematical model of lamina propria and submucosa in rumen. y = 776.34-508 

43.88x+0.99x2; r=0.88 509 

(B) Mathematical model of lamina propria and submucosa in reticulum. y = 510 

499.25+13.27x+0.13x2; r=0.88 511 

(C) Mathematical model of lamina propria and submucosa in omasum. y = -512 

1529.47+4040.63log (x); r=0.98 513 

(D) Mathematical model of lamina propria and submucosa in abomasums. y = 514 

521.64-21.22x+1.95x2; r=0.99 515 

 516 

Figure 3 Mathematical models of prenatal growth of tunica muscularis: y = 517 

thickness of each tissue layer (micrometers); x = crown-rump length (centimeters). 518 
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(A) Mathematical model of tunica muscularis in rumen. y = 113.38 exp(0.0565x); 519 

r=0.96 520 

(B) Mathematical model of tunica muscularis in reticulum. y = -521 

69.49+33.11x+0.28x2; r=0.99 522 

(C) Mathematical model of tunica muscularis in omasum. y = 137.97+9.28x+0.60x2; 523 

r=0.98 524 

(D) Mathematical model of tunica muscularis in abomasum. y = -525 

124.27+33.75x+0.63x2; r=0.97 526 

 527 

Figure 4 Mathematical models of prenatal growth of serosa: y = thickness of each 528 

tissue layer (micrometers); x = crown-rump length (centimeters). 529 

(A) Mathematical model of serosa in rumen.  y = 67.46 exp(0.04x); r=0.96 530 

(B) Mathematical model of serosa in reticulum. y = 19.29+10.81x+0.0005x2; r=0.98 531 

(C) Mathematical model of serosa in omasum. y = 477.49+200.07log (x); r=0.96 532 

(D) Mathematical model of serosa in abomasums. y = 23.06+14.26x-0.23x2; r=0.95 533 

 534 

Figure 5 Mathematical models of prenatal growth of parietal wall: y = thickness of 535 

each tissue layer (micrometers); x = crown-rump length (centimeters). 536 

(A) Mathematical model of ruminal wall. y = 931.97+42.55x+0.36x2; r=0.94 537 

(B) Mathematical model of reticular wall. y = 344.27+152.11x-0.85x2; r=0.97 538 

(C) Mathematical model of omasum wall. y = 726.13+254.46x-1.98x2; r=0.99 539 

(D) Mathematical model of abomasal wall. y = 987.4-11.57x+3.01x2; r=0.99 540 
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Table 1. Thickness of epithelial layer in goat stomach during prenatal development (μm).  

  Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

  Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) 

Group 

(***) 

I 374.35a ± 21.85 31.49 332.73a ± 3.65 28.67 155.12a ± 2.17 9.02 471.21c ± 12.57 43.07 

II 408.74a ± 29.32 32.67 455.45a ± 13.13 39.03 171.35a ± 4.71 8.10 277.94b ± 44.79 28.98 

III 714.29b ± 85.98 56.44 777.11a ± 81.89 37.76 237.21a ± 21.31 5.66 75.16a ± 2.87 5.69 

IV 1401.17d ± 109.36 57 1603.61b ± 130.08 43.20 597.98b ± 93.51 10.49 70.03a ± 1.53 3.10 

V 1074.54c ± 60.08 37.07 1826.01b ± 183.32 39.02 910.12c ± 15.76 12.56 59.80a ± 3.63 1.23 

Sex 

(n.s) 

M 777.42 ± 103.73 42.44 1012.40 ± 178.18 37.63 406.99 ± 83.89 8.76 190.10 ± 45.40 16.37 

F 811.82 ± 122.08 43.43 985.56 ± 170.13 37.45 421.72 ± 82.44 9.57 191.55 ± 44.76 16.46 

***: significant differences (p< 0.05); n.s.: no significant differences; letters (a, b, c, d): group means significantly different. 
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Table 2. Thickness of lamina propria and submucosa in goat stomach during prenatal development (μm).  

  Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

  Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) 

Group 

(***) 

I *697c ± 52.92 58.56 *691.83ab ± 8.22 28.67 *1093.77a ± 32.68 63.45 *508.31a ± 20.49 46.22 

II 450.05ab ± 30.82 36.65 453.60a ± 16.73 39.03 1425.04a ± 101.73 66.03 409.71a ± 37.57 40.45 

III 291.02a ± 30.69 24.18 649.04a ± 68.33 37.76 3137.34b ± 75.13 74.62 700.97ab ± 8.28 52.71 

IV 340.04ab ± 31.91 13.68 908.26b ± 48.59 43.20 4019.70c ± 74.34 72.28 1027.72b ± 105.12 43.90 

V 488.53b ± 57.48 16.38 1189.70c ± 96.13 39.02 4866.55d ± 211.94 66.65 2450.98c ± 218.19 50.34 

Sex 

(n.s.) 

M 446.46 ± 42.75 29.36 754.07 ± 63.65 35.27 3006.66 ± 402.49 69.47 1057.86 ± 225.91 46.98 

F 469.19 ± 48 30.43 802.90 ± 85.19 36.84 2810.29 ± 386.72 67.75 981.21 ± 192.20 46.48 

*:  corresponded to means value of pluripotential blastemic tissue layer; (***): significant differences (p< 0.05); n.s.: no significant differences;  
letters (a, b, c, d): group means significantly different. 
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Table 3. Thickness of tunica muscularis in goat stomach during prenatal development (μm).  

  Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

  Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) 

Group 

(***) 

I  pbt - pbt - pbt - pbt - 

II 150.96a ± 14.47 12.05 157.95a ± 30.43 13.21 184.23a ± 28.24 8.41 194.79a ± 46.61 18.60 

III 294.41a ± 29.82 23.69 472.52a ± 57.34 22.71 496.75ab ± 22.51 11.78 386.28a ± 61.28 27.90 

IV 474.44a ± 50.36 19.03 882.62b ± 67.94 23.83 653.42b ± 45.47 11.65 954.21b ± 67.68 41.25 

V 884.04b ± 161.25 29.35 1509.43c ± 124.03 31.81 1288.65c ± 144.05 17.42 2089.11c ± 73.09 43.59 

Sex 

(n.s) 

M 453.44 ± 104.68 20.59 773.10 ± 162.75 23.39 677.47 ± 137.06 12.38 934.99 ± 232.31 33.03 

F 448.48 ± 97.62 21.47 738.15 ± 159.37 22.38 634.55 ± 126.61 12.25 877.21 ± 220.19 32.64 

pbt: pluripotential blastimic tissue; ***: significant differences (p< 0.05); n.s.: no significant differences; letters (a, b, c): group means significantly different. 
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Table 4. Thickness of serosa in goat stomach during prenatal development (μm).  

  Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

  Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) Absolute Relative (%) 

Group 

(***) 

I 65.28a ± 5.17 5.55 72.99a ± 0.68 6.29 383.63e ± 4.21 22.37 68.49a ± 7.29 6.21 

II 98.93ab ± 6.67 7.95 86.59a ± 2 7.43 287.83d ± 5.23 13.59 114.84a ± 8.16 11.40 

III 137.74bc ± 7.63 11.27 146.17b ± 17.26 7.04 238.72c ± 6.98 5.71 180.19b ± 8.86 13.42 

IV 171.76c ± 2.80 7 296.44c ± 8.63 8.12 209.38b ± 4.11 3.78 263.33c ± 21.53 11.34 

V 289.64d ± 33.33 9.76 418.55d ± 14.27 8.87 169.16a ± 4.25 2.35 229.95bc ± 3.54 4.82 

Sex 

(n.s) 

M 154.49 ± 18.61 8.71 204.91 ± 36.15 7.55 255.73 ± 20.23 9.34 168.71 ± 20.53 9.13 

F 150.84 ± 26.16 7.91 203.38 ± 36.26 7.54 259.73 ± 19.71 9.78 174.01 ± 20.24 9.75 

***: significant differences (p< 0.05); n.s.: no significant differences; letters (a, b, c, d, e): group means significantly different. 
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Table 5. Thickness of parietal wall in goat stomach during prenatal development (μm).  

  Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

Group (***) 

I 1188.22a ± 27.84 1160.14a ± 2.92 1723.14a ± 47.91 1097.77a ± 18.54 

II 1245.86a ± 50.24 1167.76ab ± 37.03 2154.14a ± 111.53 1003.28a ± 48.61 

III 1252.54a ± 79.32 2062.07b ± 222.05 4204.68b ± 101.14 1346.15a ± 75.45 

IV 2478.03b ± 111.74 3694.93c ± 248.68 5580.93c ± 204.01 2323.95b ± 184.18 

V 2937.83c ± 129.35 4729.53d ±1 44.01 7310.54d ± 352.24 4828.86c ± 238.68 

Sex 

(n.s) 

M 1810.29 ± 205.18 2568.86 ± 387.88 4299.87 ± 586.14 2177.64 ± 412.79 

F 1830.70 ± 203.78 2556.91 ± 397.89 4089.89 ± 554.87 2062.36 ± 369.80 

***: significant differences (p< 0.05); n.s.: no significant differences; letters (a, b, c, d): group means significantly different. 
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Table 6. Coefficient of allometry in each tissue layer of goat stomach during prenatal development. 

 
 Rumen Reticulum Omasum Abomasum 

E/W 1.15 1.12 1.17 -1.04 

Lp + Sb/W -0.09 -0.51 1.05 1.07 

TM/W 1.93 1.94 1.80 1.95 

S/W 1.11 1.16 -0.49 0.63 

W/C-R 0.40 0.68 0.67 0.63 

   E: epithelium; Lp+Sb: Lamina propria and Submucosa; TM: tunica muscularis; S: serosa; W: wall; C-R: crown-rump (cm) 
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Imagen 22. Mean values of thickness of the epithelial layer in five groups of 

gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 

 
 
 
 
 
 
 



 

 
 
 
Imagen 23. Mean values of thickness of the lamina propria and submucosa in five 

groups of gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 

 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
Imagen 24. Mean values of thickness of the tunica muscularis in five groups of 

gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
 
Imagen 25. Mean values of thickness of the serosa in five groups of gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
 
Imagen 26. Mean values of thickness of the total wall in five groups of gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
Imagen 27. Thickness (%) of tissue layers with respect to total wall in five groups of 
gestation. 

A. Rumen 

B. Reticulum 

C. Omasum 

D. Abomasum 
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1. La  diferenciación  histológica  del  rumen,  retículo,  omaso  y  abomaso  como 

compartimentos  individuales  a  partir  del  tubo  gástrico  primitivo  fue 

observada  a  los  35  días  (3  cm  CRL,  23%  de  gestación).  Su  pared  estaba 

constituida  por  tres  capas:  una  interna  o  lámina  epitelial,  una media  de 

tejido blástico pluripotencial y una externa o serosa.  

 

2. El  rumen,  retículo  y  omaso  se  configuraron  como  compartimentos  no 

glandulares y mostraron una mucosa  tapizada por un epitelio estratificado 

plano queratinizado.  La histogénesis  secuenciada de  la  lámina  epitelial de 

estos compartimentos  fue acompañada de  la diferenciación de estructuras 

específicas en su superficie (papilas ruminales, crestas reticulares y  láminas 

omasales),  representando  una  adaptación  morfológica  prenatal  a  la 

funcionalidad postnatal definitiva.  

 
3. El  abomaso,  se  conformó  como  compartimento  glandular  con  la 

diferenciación de un epitelio  simple cilíndrico y  la aparición de estructuras 

glandulares en su mucosa a  los 84 días (20 cm CRL, 55% de gestación). Las 

células   productoras de gastrina  fueron  inmunodetectadas por primera vez 

en el epitelio a  los 75 días (17,5 cm CRL, 50%) y  localizadas posteriormente 

en las glándulas pilóricas. 

 

4. La  lámina propia y submucosa se diferenciaron a partir de  la capa de tejido 

blástico pluripotencial a los 50 días (7,7 cm CRL, 33% gestación). Submucosa 

y  lámina propia, en mayor proporción esa última, participaron activamente 

en  la  conformación  del  esqueleto  de  las  papilas  ruminales,  crestas 

reticulares y láminas omasales.   

   
5. La túnica muscular, diferenciada también a partir de la capa media de tejido 

blástico  pluripotencial,  estaba  conformada  por  dos  fascículos  de  fibras 

musculares  lisas: uno  interno circular y otro externo  longitudinal. Esta capa 

tomó  parte  en  la  formación  de  los  pilares  ruminales  y  actuó  de  soporte 
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mecánico esquelético de  la mucosa mediante derivaciones de  su  fascículo 

interno en la configuración de la muscular de la mucosa. 

 

6. Las células neuroendocrinas positivas a sinaptofisina  fueron observadas en 

lámina propia y submucosa, túnica muscular, plexos mientéricos y serosa, en 

todos  los  compartimentos  gástricos,  excepto  en  rumen,  donde  no  fueron 

detectadas  en  serosa.  Estas mismas  células  fueron  inmunomarcadas  con 

enolasa  no  neuronal  en  las mismas  localizaciones  y  adicionalmente  en  la 

lámina epitelial.  

 
7. Las células gliales fueron detectadas mediante vimentina en edades fetales 

más  tempranas  que  la  proteína  ácida  glial  fibrilar.  La  immunorreactividad 

para ambos marcadores  se distribuyó en  las mismas  localizaciones,  siendo 

los  plexos  mientéricos  las  regiones  de  mayor  intensidad  de  la 

inmunorreacción.  

 
8. Los  marcadores  de  inervación  peptidérgica,  neuropeptido  Y  y  péptido 

intestinal vasoactivo fueron inmunodetectados en edades de gestación más 

tempranas en retículo y abomaso, seguidamente en el omaso y  finalmente 

en el rumen. La  inmunorreactividad para ambos marcadores  fue  localizada 

en lamina propia y submucosa, túnica muscular, plexos mientéricos y serosa, 

en  todos  los  compartimentos,  excepto  en  rumen,  donde  no  fueron 

detectados en serosa.  

 

9.  La pared gástrica mostró un  ritmo de  crecimiento más  lento que el de  la 

longitud  corporal,  siendo  el  rumen  el  que  más  lento  crecía.  Además,  la 

dinámica de crecimiento de  la pared estaba supeditada a  las características 

propias de crecimiento, bien de aumento o de involución, de cada uno de los 

estratos tisulares en los distintos compartimentos. La túnica muscular fue el 

único  estrato  tisular  que  creció  más  rápidamente  que  la  propia  pared 

parietal de todos los compartimentos.  
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1. The  histological  differentiation  of  rumen,  reticulum,  omasum  and 

abomasum as individual compartments from the primitive gastric tube was 

observed at 35 days (CRL 3 cm, 23% of gestation). Its wall was composed of 

three  layers:  an  internal  or  epithelial  layer,  a  middle  of  pluripotential 

blastemic tissue and an external layer or serosa.  

 

2. Rumen,  reticulum  and  omasum  were  configured  as  no  glandular 

compartments and  showed a mucosa  covered by a  squamous keratizated 

stratified  epithelium.  The  histogenesis  sequenced  of  their  epithelial  layer 

was  accompanied  by  differentiation  of  specific  structures  on  its  surface 

(ruminal papillae, reticular crest and omasal laminae), which represented a 

prenatal morphological adaptation to the postnatal functionality. 

 

3. The  abomasum  was  formed  as  a  glandular  compartment  by  the 

differentiation  of  a  simple  cylindrical  epithelium  and  the  appearance  of 

glandular  structures  at  84  days  (CRL  20  cm,  55%  gestation).  The  gastrin‐

producing cells were first immunodetected in epithelial cells at 75 days (CRL 

17.5 cm, 50% gestation) and later in pyloric gastric. 

 
4. The  lamina  propria  and  submucosa were  differentiated  from  pluripotent 

blastic  tissue  layer.  Both  layers,  lamina  propria  and  submucosa,  in  lesser 

proportion  this  last  one,  participated  in  the  formation  of  the  skeleton  of 

ruminal papillae, reticular crest and omasal laminae.  

 
5. The  tunica muscularis,  differentiated  from  pluripotent  blastic  tissue, was 

composed of two bundles of smooth muscle fibers: an inner circular and an 

outer  longitudinal. This  layer  took part  in  the  formation of  ruminal pillars 

and  acted  as  a  mechanical  skeletal  support  of  mucosa  by  means  of 

derivations  of  its  internal  fascicle  in  the  configuration  of  the muscularis 

mucosae. 
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6. Neuroendocrine  cells were  detected  by  synaptophysin  in  lamina  propria 

and submucosa,  tunica muscularis, myenteric plexus and serosa,  in all  the 

gastric compartments, except  in the serosa rumen. These same cells were 

immunolabelled  by  non‐neuronal  enolase  in  the  same  locations  and 

additionally in the epithelial layer. 

 
7. Glial cells positive to vimentin were detected at earlier fetal ages than with 

glial  fibrillar  acidic  protein.  Immunoreactivity  for  both  markers  was 

distributed  in the same  locations, being myenteric plexus the regions with 

the highest intensity. 

 
8. Peptidergic  innervation markers, neuropeptide Y and vasoactive  intestinal 

peptide  were  immunodetected  at  earlier  fetal  ages  in  reticulum  and 

abomasum, followed in omasum and by final stages of gestation in rumen. 

Immunoreactivity  for  both markers  was  observed  in  lamina  propria  and 

submucosa,  tunica muscularis, myenteric  plexus  and  serosa,  in  all  gastric 

compartments except in the serosa rumen. 

 

9. The gastric wall showed a slower growth rate than the body  length, being 

rumen  the  slowest  compartment  in growing.  In addition,  the dynamics of 

wall growth was  related  to  the proper characteristics, either  increasing or 

involution  growth,  of  each  one  of  the  tissue  layers  in  the  different 

compartments. The  tunica muscularis was  the only  tissue  layer  that grew 

faster than the parietal wall itself of all the compartments. 
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La finalidad de este trabajo ha sido estudiar el estómago de la cabra durante 

la  vida prenatal mediante  análisis macroscópico, histomorfológico  y estructurales 

con microscopía  electrónica  de  barrido  y  análisis  inmunohistoquímicos.  Además, 

fueron  realizados  estudios  histomorfométricos  en  la  pared  compartimental  y  en 

cada  uno  de  los  estratos  tisulares  constituyentes  de  dicha  pared  para 

posteriormente ajustar su crecimiento a modelos matemáticos. 

Un total de 140 embriones y fetos caprinos, en distintas fases de desarrollo, 

desde  las primeras etapas embrionarias hasta el nacimiento fueron utilizados para 

este trabajo de  investigación. Los especímenes fueron clasificados en cinco grupos 

de  gestación  de  acuerdo  a  su  longitud  corporal  (cabeza‐nacimiento  de  la  cola)  y 

edad de gestación: grupo I (crown‐rump length[CRL]  1.5‐4.3 cm, 13‐38 días, 1‐25% 

de gestación), grupo  II  (CRL 4.4‐8  cm, 39‐52 días, 25‐35% de gestación), grupo  III 

(CRL 9‐17.5 cm, 53‐75 días, 35‐50% de gestación), grupo  IV (CRL 18‐32 cm, 76‐112 

días,  50‐75%  de  gestación)  y  grupo  V  (CRL  33‐42  cm,  113‐150  días,  75‐100%  de 

gestación).  

El  rumen,  retículo,  omaso  y  abomaso  aparecieron  diferenciados  

histológicamente  como  compartimentos  individuales del  tubo gástrico primitivo a 

los 35 días (23% de gestación). Sus paredes estuvieron conformadas por tres capas: 

una  interna  o  lámina  epitelial,  una media  de  tejido  blástico  pluripotencial  y  una 

externa o serosa.  

La  estratificación  de  la  lámina  epitelial  en  los  cuatro  estratos  (basal, 

espinoso,  granuloso  y  córneo)  en  los  compartimentos  no  glandulares  (rumen, 

retículo  y  omaso)  fue  acompañada  por modificaciones  en  su  estructura,  con  la 

aparición de los pilares y papilas ruminales, crestas reticulares y láminas omasales.  

En el rumen,  los pilares ruminales fueron observados por primera vez a  los 

46  días  (30%  gestación)  y  los  esbozos  de  las  papilas  ruminales  comenzaron  a 

insinuarse  a  los  53  días  (35%  gestación).  A  los  76  días  (50%  gestación),  dichas 

papilas  aparecían  completamente  desarrolladas  como  evaginaciones  del  estrato 
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basal hacia  la  luz  ruminal y arrastrando en su configuración  la  lámina propria y  la 

submucosa.  

En retículo, la primera diferenciación de las celdillas reticulares fue marcada 

por  la aparición de  las  crestas  reticulares primarias a  los 59 días  (38% gestación) 

como  pequeñas  evaginaciones  del  estrato  basal  del  epitelio.  A  los  87  días  (61% 

gestación)  fueron  observadas  unas  expansiones  laterales  en  la  superficie  de  las 

crestas  reticulares  primarias,  que  se  correspondían  con  las  papilas  córneas.  Las 

crestas reticulares secundarias  fueron visibles por primera vez a  los 101 días  (67% 

gestación), nunca  sin alcanzar  la altura de  las primarias. Para  la  formación de  las 

celdas del retículo fue necesario la combinación de dos tipos de crecimiento de las 

crestas: un crecimiento  longitudinal, desde  la superficie epitelial y responsable del 

crecimiento en  longitud de  las crestas y, un crecimiento transversal para  la  fusión 

de unas crestas con otras y formar las celdillas.  

Las  láminas  omasales  de  primer,  segundo,  tercer  y  cuarto  orden  fueron 

observadas  a  los  38  días  (25%),  50  días  (33%),  59  días  (38%)  y  64  días  (43%), 

respectivamente. A los 70 días (47% gestación), fueron visibles las primeras papilas 

córneas en  la  superficie de  las  láminas omasales de primer orden. A partir de  los 

113  días  (75%  gestación),  las  papilas  córneas  estuvieron  presentes  en  los  cuatro 

órdenes laminares. 

En  abomaso,  la  lámina  epitelial  sufrió  una  transición  de  epitelio 

pseudoestratificado a epitelio simple cilíndrico, acompañada de la diferenciación de 

las   fosas gástricas y  las glándulas gástricas a  los 75 días (50% gestación) y a  los 84 

días (55% gestación), respectivamente.  

La  capa  media  de  tejido  blástico  pluripotencial  constituida  por  células 

mesenquimales,  mostró  a  la  edad  de  50  días  (33%  de  gestación)  signos  de 

diferenciación  hacia  células  fibroblásticas  para  conformar  la  lámina  propia  y 

submucosa. Ambas capas estuvieron constituidas por un tejido conjuntivo  fibroso, 

siendo  la  lámina propia más celular que  la submucosa. No existió una delimitación 

histológica entre ambas capas, debido a  la ausencia completa de  la muscular de  la 



RESUMEN 

287 
 

mucosa  en  el  rumen  y  parcialmente  en  el  retículo.  Sin  embargo,  existió  una 

separación espacial  (no de  génesis)  como  consecuencia del  arrastre de  la  lámina 

propia para participar en la formación de las papilas ruminales y crestas reticulares.  

A  partir  del  tejido  blástico  pluripotencial  se  produjo  también  la 

diferenciación de  la  túnica muscular,  formada en  las primeras  fases embrionarias 

por una capa de mioblastos, para conformarse posteriormente por dos fascículos de 

fibras musculares  lisos: un  interno circular y otro externo  longitudinal. A partir del 

fascículo interno de fibras musculares lisas se configuró la muscular de la mucosa, la 

cual apareció a  los 101 días  (67% gestación) en  la porción  superior de  las crestas 

reticulares primarias; a  los 64 días (43% gestación) en  las  láminas omasales y a  los 

64 días (43% gestación) en el abomaso.  

Externamente, cada uno de los compartimentos gástricos se cubrió por una 

serosa,  formada  por  una  subserosa  de  tejido  conjunto  laxo  y  tapizado  por  un 

mesotelio.  

El estudio  inmunohistoquímico fue realizado para detectar  la presencia y  la 

distribución de  células neuroendocrinas,  células gliales, marcadores de  inervación 

peptidérgicas  en  todos  los  compartimentos  gástricos,  así  como  la  detección  de 

células productoras de gastrina exclusivamente en el compartimento abomasal.  

La  inmunodetección de células neuroendocrinas mediante sinaptofisina fue 

observada en rumen, retículo y omaso a los 53 días (35% gestación) y en  abomaso 

a  los 64 días  (43% de gestación).  Inmunorreactividad La  frente a sinaptofisina  fue 

detectada  en  la  lámina  propia  y  submucosa,  túnica  muscular,  serosa  y  plexos 

mientéricos,  en  todos  los  compartimentos  gástricos,  excepto  en  la  serosa  del 

rumen,  donde  no  fue  detectada  inmunorreacción.  Estas  células  fueron 

inmunodetectadas  mediante  enolasa  no  neuronal  (NNE)  a  los  64  días  (43%  de 

gestación) en  todos  los compartimentos gástricos. La  inmunorreactividad  frente a 

NNE fue observada en las mismas localizaciones que para SPY y de forma adicional 

en la lámina epitelial. 
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Las  células  gliales  positivas  a GFAP  fueron  observadas  a  los  64  días  (43% 

gestación) de gestación en el retículo, omaso y abomaso y a los 68 días (15 cm CRL, 

45%  gestación)  en  rumen.  Fueron  distribuidas  por  lámina  propia  y  submucosa, 

túnica  muscular,  serosa  y  plexos  mientéricos.  La  superficie  inmunomarcada 

aumentó  a  medida  que  avanzaba  la  edad  fetal  y  las  localizaciones  con  mayor 

inmunorreactividad  fueron  los  plexos  mientéricos.  Immunorreactividad  para 

vimentina fue observa a los 39 días (25% gestación) en rumen, retículo, omaso y 38 

días (25%) en abomaso en el tejido blástico pluripotencial y serosa de cada uno de 

los  compartimentos.  En  edades  fetales más  tardías,  esta  inmunorreactividad  fue 

distribuida en las mismas capas tisulares que para GFAP.  

Los marcadores de inervación peptidérgicos, NPY y VIP fueron detectados en 

rumen a los 113 días (75% gestación) y 120 días (80% gestación) respectivamente, a 

los 95 días (63% gestación) en omaso y a  los 75 días (50% gestación) en retículo y 

abomaso.  Las  áreas  inmunorreactivas  fueron  distribuidas  por  lámina  propia  y 

submucosa, túnica muscular, serosa y plexos mientéricos. 

Las  células  immunorreactivas  frente  a  gastrina  fueron  detectadas  por 

primera vez a los 76 días (50% de gestación), en algunas áreas de la lámina epitelial 

y  posteriormente  fueron  detectadas  en  las  glándulas  pilóricas  en  edades  de 

gestación más avanzada.  

El estudio histomorfométrico de cada una de  las capas constituyentes de  la 

pared  parietal,  reveló  que  la  lámina  epitelial mostraba  un  ritmo  de  crecimiento 

activo  desde  las  primeras  etapas  embrionarias  y  llegó  a  valores  estables  en  el 

momento del nacimiento en los compartimentos no glandulares. Por el contrario, la 

lámina epitelial del abomaso  inicia un proceso  involutivo desde  las primeras  fases 

embrionarias  hasta  el  nacimiento.    La  lámina  propia  y  submucosa  en  rumen  y 

retículo  evidenciaron  una  involución  del  crecimiento  desde  etapas  iniciales.  Sin 

embargo,  su  participación  en  las  papilas  ruminales  y  crestas  reticulares  hizo  que 

esta  involución  se  transformara  en  una  fase  de  crecimiento  activo.  En  omaso  y 

abomaso,  la  lámina propia y submucosa siguieron un crecimiento acelerado desde 

las  primeras  fases  de  la  gestación.  La  túnica  muscular  mostró  un  ritmo  de 
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crecimiento  constante  desde  las  primeras  fases  embrionarias.  En  todos  los 

compartimentos gástricos esta capa tuvo un crecimiento más rápido que  la propia 

pared parietal.  La serosa aumentó su grosor a medida que avanzaba la gestación en 

el rumen, retículo y abomaso, mientras que en el omaso mostró una involución de 

su crecimiento. La dinámica de crecimiento de la pared parietal estuvo relacionada 

con las características propias de crecimiento, bien de aumento o de involución, de 

cada uno de los estratos tisulares en los distintos compartimentos.  
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The aim of this work was to study the goat´s stomach during its prenatal life 

by macroscopic analysis, histomorphological and a structural analysis with scanning 

electronic  microscopy  and  immunohistochemical  analysis.  Furthermore, 

histomorphometric studies were performed on the wall compartment and each of 

the  tissue  layers  of  said  wall  constituents  to  adjust  their  growth  subsequently 

applied mathematical models. 

A  total of 140 goat embryos and  fetuses at various stages of development 

from  early  embryonic  stages  to  birth  were  used  for  this  research  study.  The 

specimens were classified into five sequential groups according to their size (crown‐

rump length‐CRL) and gestational age: group I (CRL 1.5‐4.3 cm, 13‐38 days gestation 

1‐25%), group  II  (CRL 4.4‐8 cm, 39‐52 days, 25‐35% of gestation), group  III  (CRL 9‐

17.5 cm, 53‐75 days, 35‐50% of gestation), group  IV  (18‐32 cm CRL, 76  ‐112 days, 

50‐75% of gestation) and group V (CRL 33‐42 cm, 113‐150 days gestation 75‐100%). 

The  rumen,  reticulum,  omasum  and  abomasum  appeared  as  individual 

compartments  histologically  differentiated  from  primitive  gastric  tube  at  35  days 

(23% of gestation). Its walls were composed of three layers: an internal or epithelial 

layer, a middle layer or pluripotent blastic tissue and an external or serosa.  

The stratification of  the epithelial  layer  in  the  four strata  (basal, spinosum, 

granulosum  and  corneum)  in no‐glandulars  compartments  (rumen,  reticulum  and 

omasum) was  accompanied  by  changes  in  its  structure, with  the  appearance  of 

ruminal pillars and papillae, reticular ridges and omasal laminae.  

Ruminal  pillars were  visible  at  46  days  (30%  gestation).  The  rudimentary 

ruminal papillae  started  to become visible at 53 days  (35% gestation). At 76 days 

(50% gestation),  these  ruminal papillae were more developed, appearing as  small 

elevations  of  the  basal  area  towards  the  ruminal  lumen,  involving  the  lamina 

propria and submucosa.  

In  reticulum,  the  histological  differentiation  of  future  reticular  cells  was 

marked by the appearance of primary reticular crests at 59 days (38% gestation). At 

87  days  (61%  gestation),  lateral  expansions  on  the  surface  of  primary  reticular 
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crests were observed, corresponding  to  the corneum papillae. Secondary reticular 

crests were visible at 101 days  (67% gestation),  though never attaining  the  same 

height  as  primary  crests.  To  form  reticular  cells,  reticular  crests  displayed  two 

growth  patterns:  a  longitudinal  growth  from  the  stratum  basale  towards  the 

epithelial  surface  in  order  to  lengthen  crests  and  a  transversally  growth  to  fuse 

adjacent crest.  

Omasal laminae of first, second, third and fourth orders were observed at 38 

days (25% gestation), 50 days (33%), 59 days (38%) and 64 days (43%) respectively. 

At  70  days  (47%  gestation),  conical  papillae  started  to  arise  from  the  surface  of 

primary  omasal  laminae.  From  113  days  (75%  gestation),  conical  papillae  were 

present in the four orders of omasal laminae.  

The histogenesis of  the epithelial  layer of abomasum  suffered a  transition 

from a pseudoestratified epithelium to simple cylindrical epithelium, accompanied 

by  the differentiation of gastric pits and gastric glands at 75 days  (50% gestation) 

and 84 days (55% gestation) respectively. 

The middle  layer  of  blastic  pluripotent  tissue  composed  of mesenchymal 

cells, showed signs of differentiation into fibroblast cells to form the lamina propria 

and submucosa at 50 days  (33% gestation). Both  layers were  formed by a  fibrous 

connective  tissue,  being  the  lamina  propria more  cellular  than  the  submucosa. 

There was  no  histological  separation  between  both  layers  due  to  the  complete 

absence  of  the  muscularis  mucosae  into  the  rumen  and  reticulum  partially. 

However,  there  was  a  spatial  separation  (but  no  genesis)  because  of  the 

participation of the lamina propria in the formation of rumen papillae and reticular 

crest. 

From pluripotent blastic  tissue and at also 50 days  (33% gestation),  it was 

also produced the differentiation of tunica muscular, formed by a myoblastic layer. 

As the gestation progress, this layer became formed by two fiber bundles of smooth 

muscle  fibers, a  circular  internal bundle and a  longitudinal external bundle. From 

the inner bundle, it was formed the muscularis mucosae which was observed in the 
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upper portion of reticular crest at 101 days (67% gestation), in omasal laminae at 64 

days (43% gestation), and also in abomasum at 64 days (43% gestation). 

Each of the gastric compartments was covered externally by a serosa formed 

by a subserosa of loose connective tissue which was covered by a mesothelium. 

Immunohistochemistry  study  was  performed  to  detect  the  presence  and 

distribution of neuroendocrine cells, glial cells, peptidergic  innervations markers  in 

all  the  compartments  and  the  detection  of  gastrin‐producing  cells  exclusively  in 

abomasum. 

Neuroendocrine cells were first detected by synaptophysin (SPY) at 53 days 

(35% gestation) in rumen, reticulum and omasum and at 64 days (43% gestation) in 

abomasum. Immunoreactivity‐SPY was observed in lamina propria and submucosa, 

tunica muscularis,  serosa  and myenteric  plexus  in  all  the  gastric  compartments, 

except  in  the  serosa  rumen.  These  cells  were  immudetected  by  non‐neuronal 

enolase  (NNE)  at  64  days  (43%  gestation)  in  all  the  gastric  compartments. 

Immunoreactivity‐NNE was distributed  in the same  locations as synaptophysin and 

in additional way in the epithelial layer.  

Glial cells immunoreactive to GFAP were observed at 64 days (CRL 13.5 cm, 

43% gestation) in the reticulum, omasum and abomasum and at 68 days (CRL 13.5 

cm,  43%  gestation)  in  rumen.  Immunoreactivity‐GFAP  was  distributed  in  lamina 

propria  and  submucosa,  tunica  muscularis,  serosa  and  myenteric  plexus.  VIM‐

positive  cells  was  detected  at  39  days  (CRL  4.4  cm,  25%  gestation)  in  rumen, 

reticulum,  omasum  and  in  abomasum  at  38  days  (25%  gestation)  in  the  blastic 

pluripotent  tissue  and  serosa  of  each  one  of  the  compartments.  In  the  late 

gestational ages, this immunoreactivity was distributed in the same tissue layers as 

GFAP. 

The  peptidergic  innervation markers  NPY  and  VIP  were  first  detected  in 

rumen at 113 days  (75% gestation) and 120 days  (80% gestation)  respectively;  in 

omasum at 95 days and  in  reticulum and abomasum at 75 days  (50% gestation).  
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Immunolabeling  surface  was  located  in  lamina  propria  and  submucosa,  tunica 

muscularis, serosa and myenteric plexus. 

Gastrin‐immunoreactive cells first appeared  in abomasums at 76 days (50% 

gestation) in some areas of the epithelium and appearing in pyloric glands at a later 

stage.  

The histomorphometric study revealed the epithelial layer showed an active 

growth from early embryonic stages and reached stable values at the time of birth 

in  the  non‐glandular  compartments.  By  contrast,  the  epithelial  layer  of  the 

abomasum started a regression from early embryonic stages until birth. The lamina 

propria  and  submucosa  in  rumen  and  reticulum  showed  a  regression  of  growth 

from early stages. However, their participation  in the rumen papillae and reticular 

crests made this involution lattice be transformed into a phase of active growth. In 

omasum  and  abomasum,  both  the  lamina  propria  and  submucosa  continued  an 

accelerated growth from the early stages of pregnancy. The tunica muscularis layer 

showed  a  steady  growth  since  the  early  embryonic  stages.  In  all  gastric 

compartments, this layer grew than the parietal wall itself. The serosa thickness was 

increased  as  gestation  progressed  in  rumen,  reticulum  and  abomasum,  while 

omasum showed a  regression of  its growth. The dynamics of parietal wall growth 

was related to the proper characteristics either of  increasing or  involution growth, 

of each one of the tissue layers in the different compartments. 
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AANNEEXXOO  11..  LLiissttaaddoo  ddee  aabbrreevviiaattuurraass  
 
CALB: calbidina 

ChAT: Acetilcolintransferasa 

CRL: crown‐rump length (longitud desde la cabeza hasta la base de la cola) 

CU: Catedrático de Universidad 

ENK: Encefalina 

FP: Formación profesional 

GFAP: Proteína ácida fibrilar glial 

GRP: Polipéptido liberador de gastrina 

H‐E: Hematoxilina‐Eosina 

IFI: Inmunofluorescencia indirecta 

LENK: Leucina encefalina 

mAc: Anticuerpo monoclonal 

NNE: Enolasa no neuronal 

NOS: Óxido nitico 

NPY: Neuropéptido Y 

NSE: Enolasa neuronal específica 

pAc: Anticuerpo policlona 

PAP: Técnica inmunohistoquímica de peroxidasa‐antiperoxidasa 

PBS: Tampón fosfato salino 

RIA: Análisis radioinmunoensayo 

SNED: Sistema Neuroendocrino Difuso 

SP: Sustancia P 

SOM: Somatostatina 
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TU: Profesor Titular de Univerisdad 

VIM: Vimentina 

VIP: Péptido intestinal vasoactivo 
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