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A pesar del interés que ha suscitado el desarrollo del ojS—.. ~

de los vertebrados en la Embriología causal, las investigaciones

referentes a la morfogénesis del iris y del cuerpo ciliar son

sorprendentemente escasas (STROEVA, 1967).

Años después, BEEBE (1986) opina que este vacío no ha sido

corregido.

Uno de los profesores del Departamento en colaboración con

investigadores del Iinstítut d’Ernbryoloqie Gellulaire et

Moleculaire du CNRS(Paris) sintetizaron un anticuerpo monoclonal

denominado 13F4. El 13F4 marca selectivamente patrones de

diferenciación muscular, así como musculatura adulta y se liga

a una proteína citoplasmática de 54 Kd de peso molecular (RONO

y col., 1987>.

Por otro lado, ORTS LLORCA (1975) nos recuerda

anecdóticamente la necesidad de revisar la Embriología

descriptiva cuando parece una ciencia concluida. “Hechos que

parecen definitivamente adquiridos, son modificados, pero siempre

para sugerir o plantear nuevos problemas que se someten a

análisis experimental”. A su parecer, “la inmunoquimica ha

influido como una de las técnicas más importantes en la evolución

de la Embriología moderna

Así, la exigencia constante de revisión, la insuficiencia

bibliográfica y la disponibilidad del 13F4 nos decidió a iniciar

un estudio sobre la ontogenia de la musculatura intrinseca

ocular, basándonos siempre en la alta especificidad del

anticuerpo.
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It - ronIMlA.cItOn DElL ESF3OZO OCZUILA.JR

En la organogénesis ocular asistimos a la obtención de una

excepcional complejidad estructural y multiplicidad citológica

a partir de pocos tipos celulares.

Dice COlIJLOMBRE (1961): “Pocos órganos son iguales al ojo de

vertebrados en la diversidad de tipos celulares o en el alto

qrado de diferenciación que alcanzan las células”.

Sabemos hoy que la mayoría de los componentes del ojo

provienen del ectoblasto del embrión en sus tres aspectos:

ectodermo de superficie, neuroectodermo y cresta neural. La

contribución del mesodermo es relativamente escasa.
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La primera información referente a la aparición de las

vesículas ópticas en aves, es atribuida a PANDER (1817), que

describió su formación a partir del tubo neural en embriones de

pollo.

El territorio prospectivo de la placa neural destinado a la

formación de los ojos, territorio ocular, es inicialmente único

y está situado en la línea media, próximo al borde rostral del

territorio prosencefálico; este territorio único ha de dividirse

en dos campos para poder dar lugar a la formación de los esbozos

oculares. Ello parece deberse a la acción del mesodermo cefálico

subyacente y en anfibios también al endodermo del intestino

anterior. El fallo de este mecanismo produce una ciclopía (NODEN

y DE LAHUNTA, 1990).

Mediante la técnica de quimeras codorniz-pollo (LE DOIJARIN,

1973), COULY y LE DODARIN (1985, 1987 y 1988) mapearon la región

rostral del primordio neural e identificaron la región presuntiva

de las vesículas ópticas en embriones de 3 a 4 somitos. Las áreas

neuroepiteliales que originan los esbozos oculares se encuentran

laterales a la futura neurohipófisis, la cual es caudal a la

presuntiva región adenohipófisis—hipotálamo.

La formación del esbozo ocular comienza muy pronto.

ALEXANDER(1937), describe la aparición de las vesículas ópticas

en el estadio de 5 somitos como dos expansiones laterales de la

pared del prosencéfalo. Sin embargo, su morfoloqía no es

claramente distinguible hasta el estadIo 9 de HAMBURGER—HAMILTON

—8--



(HH) (HAMBURGER y HAMILTON, 1951; ORAHILLY y MEVER, 1959;

ROMANOFF, 196a).

Las vesículas ópticas continúan con su crecimiento lateral

hasta contactar con el ectodermo de superficie en el estadio 10

HH (O’RAIIILLY y MEYER, 1959; HILFER, 1983). En este momento se

inicia la inducción de las placodas cristalinianas.

Este fue el primer ejemplo de inducción puesto en evidencia

por SPEMANN (1901) y ratificado por LEWIS en (1904).

No obstante, JACOBSON(1958 y 1966), MIZUNO (1970 y 1972),

KARKINEN-JAASKELAINEN (1978), GRAINGER y col. (1988) y HENRY y

GRAINGER (1990), creen que la inducción del cristalino es un

proceso multifásico, donde la vesícula óptica juega un papel

esencial, aunque no suficiente, para la determinación del

cristalino.

En el estadio 12 HH, el ectodermo con el que ha contactado

la vesícula óptica comienza a engrosarse y constituye el

primordio del cristalino o placoda cristaliniana. Más tarde,

entre los estadios 14 al 17 HH, la placoda comienza a invaginarse

formando la fosa cristaliniana. Esta invaginación es simultánea

a la que experimenta la vesícula óptica, momento en que pasa a

denominarse copa óptica. La fosa cristaliniana terminará

cerrándose por fusión de sus bordes y se separa de su ectodermo

matriz. Este constituye desde entonces el epitelio corneal

(TELLO, 1923; O’RAIIILLY y MEVER, 1959).

Los mecanismos implicados en la invaginación y posterior

separación del esbozo del cristalino han sido estudiados por

numerosos autores (O’RAI{ILLY y MEYER, 1959; GARCIA—PORREROy

col., 1979; SCHOOK, 1980a, 1980b y 1980d; HILFER, 1983).

Además, se han descrito factores involucrados en la

—9—



invaginación de la vesícula óptica (SCHOOK, 198Db; BRADY y

HILFER, 1982; YANG y HILFER, 1982; MALONEY y WAKELY, 1982a;

HILFER, 1983; GARCIA—PORREROy col.., 1987).

WAKELY (1977) y HILFER (1983) han mostrado con microscopia

electrónica la existencia de matriz extracelular entre la placoda

cristaliniana y la vesícula óptica y proponen que esta matriz es

responsable de la cohesión y del sincronismo de los movimientos

morfogenéticos que tienen lugar en ambas estructuras durante la

invaqinación. Pero, para COtILOMBRE (1965a>, MALONEY y WAXELY

(1982a y 1982b), YANG y HILFER (1982), GARCíA-POBRERO y col.

(1987), los dos procesos de invaginación estarían regulados por

factores diferentes.

Finalmente, se oblitera la cavidad de la vesícula

cristaliniana. Las células de la vesícula próximas a la copa

óptica, y que constituyen el epitelio posterior del cristalino,

comienzan a elongarse transformándose en las fibras primarias del

cristalino (rnRAHILLY y MEYER, 1959; COULOMBRE, 196514. Este

proceso transcurre entre los estadios 18 al 21 HH (O’RAHILLY y

MEYER, 1959).

GIROUD (1957) y CLAVERT (1972), experimentalmente en los

mamíferos, demostraron la influencia de la copa óptica en el

inicio de la diferenciación de las fibras del cristalino.

LOPASHOV<1960) en anfibios, y COULOMBREY COULOMBRE(1963) y

GENIS GALVEZ (1965) en aves, llegaron a idénticas conclusiones.

Estudios más recientes (BEEBE y col-, 1980; BEEBE y col.,

1987) indican que la leutropina, presente en el humor vítreo,

estimula la diferenciación de las células del cristalino en

fibras.

En cuanto a la invaginación de la vesícula óptica, se

— 10 —



traduce en la formación de la copa óptica. Tiene dos capas, una

externa, futuro epitelio pigmentado de la retina y otra interna

más gruesa, esbozo de la retina neurosensorial (o retina

propiamente dicha).

Los territorios prospectivos del epitelio pigmentado y de

la retina no están determinados en los primeros estadios de la

copa óptica. Constituyen un sistema equipotencial capaz de

experimentar reversibilidad morfogenética en un sentido u otro.

Este hecho fue demostrado en anfibios por DRAGOMIROV (1932 y

1933). En embriones de pollo, ALEXANDER (1937) afirmó la

posibilidad de esta mutua transformación hasta el estadio de 36

somitos (estadio 18 HH).

El contacto entre vesícula óptica y epiblasto cefálico es

condición previa para delimitar la región que se ha de

diferenciar en retina. Así, LOPASHOV (1960) mostró que en

anfibios, la ausencia de ectodermo superficial provoca una

disminución del número de células de la retina y su

transformación en epitelio pigmentado.

LOPASHOV (1960) en anfibios, ORTS LLORCA y GENIS GALVEZ

(1960) y MURILLO FERROL (1964) en aves y STROEVA (1956) en

mamíferos, comprobaron que la presencia de mesénquima periocular

es fundamental para que la capa externa de la copa óptica, en

contacto con el mesénquima, se diferencia en epitelio pigmentado.

La capa interna, que queda aislada de dicho mesénquima se

transforma en retina.

Por otra parte, la capa interna ejerce una acción inhibidora

sobre la hoja externa, impidiendo que se transdiferencie en

retina (ORTS LLORCA y GENIS GALVEZ, 1960; COULOMBREy COULOMBRE,

1965)

— 11 —



A continuación referiremos algunos aspectos relevantes de

la diferenciación histológica.

Al comenzar la invaginación de la vesícula óptica, la futura

capa neurosensorial aumenta su espesor de manera no uniforme. El

mayor espesor corresponde a la región central y disminuye hacia

la periferia (WEYSSE y BIJRGESS, 1906; COULOMBRE, 1955).

Durante los días 4 a 8 de incubación las mitosis que tienen

lugar en el margen de la copa óptica contribuyen a aumentar el

área de la capa sensorial. El incremento de su espesor se debe

a la división de las células subyacentes al epitelio pigmentado.

Las células recién formadas migran hacia las capas más profundas

y el estrato más superficial constituye temporalmente, una capa

germinativa. Al cesar las mitosis, la proliferación celular queda

confinada al margen de la copa óptica (COULOMBRE, 1955 y 1961).

En esta región la actividad mitótica finaliza, aparentemente, en

el día 15 de incubación (COXJLOMBRE, 1955 y 1956).

La diferenciación de los neuroblastos en los diferentes

elementos celulares de la capa sensorial ocurre de manera

centrífuga, desde la región central hacia la zona marginal. Así,

durante el desarrollo, el borde de la copa óptica retrasa su

diferenciación respecto a la porción central de la retina.

También es característico que la maduración progrese desde el

vítreo hacia la esclera. Las primeras células que aparecen son

las ganglionares y las últimas los fotorreceptores (COtILOMBRE,

1955 y 1961)

SHENycoL (1956), LAYER (1983), LAYERy col. (1987), SPIRA

y col. (1987), afirmaron que tanto la diferenciación neuronal

como química procede según se ha descrito anteriormente.

— 12 —



La capa externa de la copa óptica da lugar al epitelio

pigmentado de la retina. Desde los primeros estadios del

desarrollo es mucho más delgada que la capa neurosensorial. Está

integrada por una hilera de células salvo, en la región marginal,

donde existen dos capas celulares con una alta capacidad de

division que se mantiene hasta que finaliza el crecimiento del

globo ocular (WEYSSE y BIJRGESS, 1906).

Para COULOMBRE(1955) la proliferación celular cesa en el

día 8 de incubación. Observó que cuatro días antes ya había un

marcado descenso de la actividad mitótica. Las células cambiaban

de forma (de columnares a hexagonales) y aparecían gránulos de

melanina.

No obstante, existen diferencias sobre el momento en que se

inicia la pigmentación. Así, WEYsSE y BDRGESS (1906) consideran

el período comprendido entre las 64 - 65 horas de incubación.

HAMBLJRGERy HAMILTON (1951) en el estadio 20 HH, O’RAHILLY y

MEYER(1955) en el estadio 23 ml y EL—HIFNAWI y HINRICHSEN (1975)

en el día 4 de incubación.

LEPLAT (1914) y EL—HIFNAWI y HINRICIISEN (1975) en polio,

RIANO (1991) en codorniz, determinaron que el pigmento se

localiza en las células del polo posterior y después se extiende

hacia la zona marginal. Contrariamente SLONAKER(1921) en Passer

domesticus y COIJLOMBRE (1955) en poíío, detectaron los primeros

gránulos de pigmento en la región periférica.

La copa óptica después de concluir las mitosis continúa

creciendo hasta alcanzar su tamaño definitivo. COULOMBRE(1955>

analizó la densidad y modificaciones celulares en relación con

la edad del embrión. El epitelio pigmentado sufre una disminución

en el número de células por unidad de área, paralela a

— 13 —



hipertrofia celular. Matizó que las primeras células en

experimentar este proceso son las de la región central. En la

retina neurosensorial la expansión lleva consigo la pérdida de

espesor de algunos de sus estratos (ganglionar y nuclear interno)

así como el distanciamiento de los fotorreceptores.

COIILOMBRE (1956) demostraría experimentalmente que la fuerza

necesaria para la expansión de la copa óptica era la presión

intraocular generada por el cuerpo vitreo. Este crecimiento es

contrarrestado en parte por el cartílago escleral. Su aparición

disminuye la velocidad de expansión del globo ocular.

— 14 —



2 - — ContriLnaciC>n Cte la cresta

netira It yXo ¿le 1 mes ociflermo -

Las vesículas ópticas desde su constitución están asociadas

a una población celular mesenquimatosa. Este mesénquima deriva

de dos fuentes: mesodermo paraxial y cresta neural (JOIINSTON y

col., 1979; ¡jODEN, 1978a, 1982, 1984a y 1984b; METER, 1982; LE

DOUAPIN, 1982; GANS y NORTHCUTT, 1983).

Mediante el uso de timidina tritiada (WESTON, 1963;

JOHNSTON, 1966>, de quimeras codorniz-pollo (LE DOLTARIN, 1973>

o de microscopia electrónica de barrido (AI4DERSON y MEIER, 1981),

puede seguirse la migración de las células de cresta neural.

o
Las vesículas ópticas, salvo en la superficie caudal (futuro

0 borde dorsotemporal) donde se localiza el mesodermo paraxial, van

o
m siendo circundadas por células procedentes de cresta neural
0

mesencefálica y prosencefálica quedando acumuladas en el ángulo

formado por la evaqinación del prosencéfalo y el ectodermo de

superficie (JOHNSTON, 1966; JOIINSTON y col., 1979; ¡jODEN, 1975,

1982 y 1984b; ANDERSONy MEJER, 1981).

El mesénquima del borde de la copa óptica se dirige hacia

el poío anterior del ojo. La invasión del espacio entre el

cristalino y el epitelio corneal, tiene lugar en dos oleadas

sucesivas. La primera comienza en el estadio 22 HH (O9lAHILLY y

MEYER, 1955) para formar el endotelio corneal. La segunda, a

partir de la cual se genera el estroma de la córnea, en el día

6 de incubación (BRINI y col., 1965).

La coroides se diferencia en el día 5 de incubación (LEPLAT,

1912) inducida por el epitelio pigmentado de la retina (WEISS y

AMPRINO, 1940; GIROUD, 1957).
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El cartílago escleral comienza a desarrollarse entre los

días 1 a 8 de incubación (WEISS y AMPRINO, 1940) y necesita la

presencia del epitelio pigmentado de la retina (WEISS y AMPRIIlO,

1940; AJ4PRINO, 1949; NEWSOME,1972). La formación definitiva del

cartílago está mediada por la matriz extracelular elaborada por

el neuroepitelio (NEWSOME, 1916; SMITH y THOROGOOD, 1983;

THOROGOOD,1988).

MIJRRAY (1943> estudió los huesos esclerales, su aparición

era precedida por las papilas esclerales. HALL (1981) examinó

fenómenos sobre la inducción. COULOMBREy col. (1962) encuentran

que las papilas surgen durante el día 8 de incubación. Primero

las del lado temporal respecto a la fisura coroidea, y después

las del lado nasal.

BALAZS y col. (1965) describieron la entrada de células

mesenquimatosas en la cavidad vítrea. Esta invasión fue

confirmada por JOHNSTONy col. (1979) en el estadio 17 HH.

El posterior acúmulo de material vítreo genera presión

intraocular. Esta presión es fundamental para el crecimiento y

morfogénesis de la mayoría de las estructuras del globo ocular

(COULOI4BRE, 1956 y 1965b; COULOMBREy COIJLOMBRE, 1957, 1963 Y

1964; COULOMBREy col., 1963).

La técnica de quimeras ha permitido identificar la

contribución del mesodermo y/o de la cresta neural en la

formación de los tejidos oculares.

La musculatura extrínseca proviene de mesodermo paraxial

pero el tejido conjuntivo asociado a los músculos es de cresta

neural (JOHNSTON y col., 1979; ¡jODEN, 1983).

El esqueleto de la órbita derivaría de cresta neural (LE

LIEVRE, 1978; NODEN, 1978a) aunque algunos huesos cuentan con la
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participación del mesodermo (JOHNSTON y col., 1979).

Las células que se internan en el cuerpo vítreo provienen

tanto de cresta neural como de mesodermo. El endotelio y estroma

corneal, coroides, la mayor parte de la esclera y de los huesos

esclerales tienen su origen en la cresta neural (JOHNSTON y col.,

1979).
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y ¿leí tris~

En la justificación de esta Tesis hemos comentado la escasa

literatura relacionada con la morfogénesis del cuerpo ciliar y

del iris. Añadimos ahora que también ha sido poco precisa o

incluso confusa puesto que en opinión de REICHMANy BEEBE <1990)

se identifica como “retina anterior~~ o iris” lo que

presumiblemente corresponde al prospectivo cuerpo ciliar.

Inexplicablemente, estas deficiencias, persisten en la

actualidad.

Cuerpo ciliar e iris se van a desarrollar a expensas de la

copa óptica y del mesénquima periocular.

Antes de revisar su formación abordaremos el fenómeno de

inducción del cuerpo ciliar y del iris. Esto implica que el

margen de la copa óptica no se diferencie en retina y que genere

dos estructuras morfológica y fisiológicamente diferentes.

Recordemos que la diferenciación de la retina discurre desde

el poío posterior del ojo hacia la zona marginal (COULOMBRE, 1955

y 1961).

El borde no comprometido de la copa óptica se adhiere al

ecuador del cristalino en el día 4 de incubación (LENHOSSEK,

1911; COUL,OMBRE, 1957).

GIROIJD (1957), en su trabajo sobre teratogénesis en

mamíferos, fue el primero en señalar al cristalino como

responsable de la formación del iris. GENIS GALVEZ (1966) en

poíío y DABAGIAN y col. <1966) en anfibios, concluyeron de igual

manera. STROEVA (1963), en rata, matizó que el epitelio del

cristalino es el inductor del rudimento común iris-cuerpo ciliar.

— 18 —



CLAVERT (1972), en conejo, también constata la necesidad de que

exista contacto entre el reborde de la copa y el cristalino para

que el primero, se diferencie en iris y procesos ciliares.

Además, es la única región que puede experimentar la acción

inductora del cristalino; no así la retina. Pero en este punto,

discrepa con los resultados obtenidos por STROEVA (1963).

Sin embargo, parece que existe acuerdo en que si se extirpa

el cristalino, el esbozo del iris (MoREEHAN, 1961) en el pollo,

o el reborde de la copa óptica <CLAVERT, 1972; STROEVA, 1967> en

mamíferos, se transforma en retina.

STROEVA (1967) explicaría que el papel del epitelio

cristaliniano es inhibir la proliferación y las potencialidades

de los neuroblastos que han entrado en contacto con él.

YAMADAy col. (1973) afirman que en los anfibios el borde

de la vesícula óptica puede regenerar un cristalino.

En cuanto a la formación del cuerpo ciliar y del iris, BEEBE

(1986) considera que una vez constituida la copa óptica, el

anillo marginal representa las dos capas del presuntivo epitelio

ciliar. El iris en esta época todavía no está presente. Se forma

más tarde por el crecimiento del borde de la copa óptica. Así,

las capas externa e interna del iris, son derivadas y continuas

con las capas externa e interna del epitelio ciliar.

Un hecho diferencial de la morfogénesis del cuerpo ciliar

es la formación de los procesos ciliares. KESSLER (1877) describe

su aparición entre los días 9 y 10 de incubación.

Para COULOMBREy COULOHBRE(1957) los procesos surgen en el

día 8 de incubación, aunque el primer indicio de diferenciación

del cuerpo ciliar puede apreciarse en el día 5 de incubación.

Mediante examen macroscópico de ojos disecados observaron que la
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retina presenta una línea oscura muy tenue concéntrica al

cristalino.

BARD y ROSS (1982a), coinciden en señalar este hecho, sin

embargo, la ora serrata es más nítida en el estadio 29 HH.

Explican que el cuerpo ciliar aparece más marcado porque su

epitelio interno tiene menor espesor que el neuroepitelio de la

ret~na. Para estos autores los procesos ciliares se inician en

el estadio 29 EH en el lado temporal y en el estadio 33 EH han

cubierto la circunferencia del cuerpo ciliar.

Mediante el empleo de acetilcolinesterasa REICHMANy BEEBE

(1990) detectaron el prospectivo epitelio ciliar en el estadio

25 HE. El marcaje fue más intenso en el tramo nasal que en el

temporal.

COULOMBREy COULOMBRE(1957) determinan que la formación de

los procesos ciliares y la asimetría del cuerpo ciliar están

relacionadas con la aparición de las placas esclerales.

Observaron que entre los días 4 a 8 de incubación el cuerpo

ciliar crece simétrico al eje del cristalino. A partir de esta

fecha se expande más rápido en la zona posterior que en la

anterior. (Queremos entender temporal y nasal respectivamente.

Téngase en cuenta la posición de los globos oculares en este

estadio del desarrollo). El cuadrante inferoanterior es el más

reducido y el superoposterior el más extenso, condición que se

mantiene durante toda la vida. Los procesos ciliares comienzan

su diferenciación en el día 8 de incubación en el cuadrante

anteroinferior donde también aparecen los primeros cartílagos

esclerales. Cuando experimentalmente eliminan la presión

intraocular generada por el vítreo, el cuerpo ciliar permanece

simétrico y el número de procesos ciliares se reduce. Por tanto,
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allí donde van apareciendo las placas, el cuerpo ciliar se

expande más lentamente y se pliega.

Esta sugerente hipótesis es discutida por BARD y ROSS <1982a

y iL982b) en base a que los pliegues surgen antes que las placas

esclerales. Proponen un mecanismo distinto para la formación de

los procesos ciliares, donde no niegan el papel de la presión

intraocular enfatizado tantas veces por COULOMBRE-

Este mecanismo está sustentado en las siguientes

observaciones:

— Unas horas antes de iniciarse la formación de los

pliegues, el mesénquima ciliar cuenta con vasos sanguíneos

distanciados regularmente y localizados junto al epitelio. Más

tarde, cada pliegue ciliar tiene un vaso.

- En el estadio 24 HH comienza un proceso de separación

celular que afecta a las superficies laterales del epitelio

interno. En el estadio 36 Mil se reestructura y en el estadio 38

HM no existen vestigios de disgregacion.

La presión intraocular produce la expansión en el ojo salvo

en el borde de la retina que está adosado al cristalino, lo cual

crea tensión. El resultado es el crecimiento y plegamiento de una

zona que ha sido preparada para ello. La pérdida de uniones la

hace más susceptible a las fuerzas resultantes que cualquier otra

zona de la retina y los vasos proporcionan un armazón rígido

debido a la presión sanguínea. El epitelio, que es más flexible,

se pliega.

PORTE y col. (1968), BEEBE y col. (1983), BEEBE (1986),

puntualizan que la presión intraocular involucrada en la

morfogénesis de muchos tejidos oculares, incluido el cuerpo
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ciliar, podría ser generada por el propio epitelio ciliar, puesto

que su maduración funcional es previa al desarrollo de los

procesos ciliares. En este sentido, SCOTTy col. (1984) en ratón,

y LINSER y PLIINKETT (1989) en pollo, obtuvieron microftalmías

mediante el empleo de inhibidores para la anhidrasa carbónica

(enzima relacionada con la secreción de humor acuoso)

REICHMANy BEEBE (1992) mostraron un aumento de volumen en

las células del epitelio ciliar antes y durante la formación de

pliegues. Sugieren que ello es un reflejo de la actividad

secretora de las células. La presión intraocular creada,

proporciona parte de la fuerza necesaria para la formación de los

pliegues y por otro lado estimularía la división celular del

epitelio interno en el estadio 30 Hl.

La región de la retina que se convierte en cuerpo ciliar es

histológicamente una bicapa. La capa externa constituye el

epitelio pigmentado y la interna el epitelio no pigmentado

continuo con el neuroepitelio de la retina. Ambos epitelios son

monoestratificados salvo el interno que en su tramo posterior es

pseudoestratificado en el estadio 27 Hl (BAED y ROSS, 1982a).

Una descripción de la citodiferenciación del epitelio

externo puede encontrarse en PORTE y col. (1968) y EL—HIFNAWTy

HINRISCHEN <1975). La del epitelio no pigmentado en PORTE y col.

(1968) y EL—HIFNAWI (1978).

Suprayacente al epitelio, el mesénquima periocular

proveniente de cresta neural (JOHNSTON y col., 1979; NODEN, 1982)

origina el estroma. Muchas veces se ha puesto de manifiesto la

necesidad de una interacción mesénquima-.epitelio para el normal

desarrollo de algunas estructuras oculares y no oculares (GOLOSOW

y GROBSTEIN, 1962; BARD y HAY, 1975; CUTLER y CIIAUDIIRY, 1973;

— 22 —



HARDIN y McCLAY, 1990; SPIEGEL y SPTEGEL, 1992).

Según EL—HIFNAWI <1978) las células del epitelio interno del

cuerpo ciliar pueden requerir la interacción con las

mesenquimatosas para la citodiferenciación de las primeras. Este

autor observó contactos entre las células que han migrado durante

la formación del vítreo y las células del epitelio no pigmentado

del cuerpo ciliar. Dicho contacto se establece en el día 8 de

incubación. En el espacio intercelular (110 A) se interponen

fibras de colágeno. GROBSTEINy COHEN(1965) y METERy HAY (1974)

atribuyen al colágeno un papel mediador en los sucesos de

inducción entre mesénquima y epitelio.

BEEBE (1986) piensa que la interacción del epitelio con el

mesénquima suprayacente induce la diferenciación del músculo

ciliar y del estroma.

El esbozo del iris se forma por la elongación del borde de

la copa óptica que va cubriendo la región ecuatorial del

cristalino. El mesénquima sigue este desplazamiento, pero el

extremo del iris es exclusivamente epitelial. Este proceso ocurre

entre los días 7 y 8 de incubación (LEPLAT, 1912; LINDAHL, 1915;

ROMANOFF, 1960), en el día 6 de incubación (BRINI y col., 1965),

o en el estadio 30 Hl FERRARI y KOCH (1984a),

NODEN (1978a y 1982) duda de que en su totalidad el

mesénquima provenga de cresta neural. Las experiencias de

YAMASHITA y SOHAL (1987) apuntan la participación del mesodermo

en la formación del estroma.

COULOMBREy COULOMBRE(1957) aseguran que el iris aparece

sobre el día 9 ó 10 de incubación. El borde libre de la zona

ciliar se extiende rápidamente hasta el día 17 de incubación,

después su tamaño es constante. GABELLA y CLARKE (1983)

— 23 —



encuentran que el incremento más acusado ocurre entre los días

12 a 17 de incubación, dos días antes de la eclosión el tamaño

no varía y vuelve a aumentar después del nacimiento.

BARO y ROSS (1982a) comprobaron que los procesos ciliares

no llegan hasta el margen de la copa óptica. Queda un anillo de

100 gm sin plegarse, el anillo pupilar, que crece para formar el

iris. El primordio del iris queda salvaguardado del plegamiento

que sufre el cuerpo ciliar ya que, presumiblemente, sus células

no se separan. De hecho, es una región particularmente rígida.

BAED y ROSS (1982b) determinaron que el diámetro del iris

permanece virtualmente constante durante la morfogénesis del

cuerpo ciliar. Experimentalmente el iris no se expande por acción

de la presión intraocular.

EL—HIFNAWI y HINRICUSEN (1975) estudiaron detalladamente la

melanogénesis y ultraestructura de las dos capas del epitelio del

iris. Ambas son continuas en el borde pupilar. El epitelio

pigmentado de la retina, pseudoestratificado, evoluciona hacia

epitelio monoestratificado cúbico (día 10 de incubación> y se

convierte en plano (día 15 de incubación). El neuroepitelio de

la retina también en el día 10 de incubación ha pasado a ser una

capa celular.

Estos autores encontraron que la pigmentación no alcanza el

margen pupilar hasta el día 5 de incubación y sólo entonces

comienza a pigmentarse el epitelio posterior; tal evento coincide

con la pérdida de espesor de esta capa. La adquisición de

melanina en la capa interna avanza hacia el cuerpo ciliar.

Contrariamente, para GABELLA y CLARKE (1983) y FERRARI y KOCH

<1984a) la pigmentación comienza en la raíz del iris.

Ambas capas están pigmentadas en el día 10 de incubación
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(EL-HIFNAWI y HINRICHSEN, 1915; FERRARI y ROCH, 1984a) o en el

día 12 de incubación (GABELLA y CLARKE, 1983).

EL—HIFNAWI y HTNRTCHSEI4 (1975) sostienen que en el epitelio

externo del iris existen células con escaso contenido de

melanosomas, incluso completamente desprovistas de ellos. Sin

embargo, en todas evidenciaron la presencia de tirosinasa

mediante la técnica para Dopa.

EL—RIENANI (1977) observó interacciones entre células

meseriquimatosas y el epitelio interno del iris. Estas células y

las fibras de colágeno interpuestas entre ambos tipos celulares

desaparecen cuando el epitelio interno del iris está

completamente pigmentado. Sugiere, como haría un año después

(1978) con el cuerpo ciliar, alguna implicación por parte de

estas interacciones en la diferenciación del epitelio interno del

iris.
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En ningún momento se ha pretendido realizar un exhaustivo

examen de la musculatura intrínseca ocular en la escala

filogenética. Sólo nos referiremos a aquellos aspectos

morfológicos y embriológicos que creemos relacionados con este

trabajo de investigación.

La musculatura intrínseca ocular es lisa salvo en los

reptiles y en las aves que es estriada (GEBERG, 1884).

En el estroma del cuerpo ciliar se localizan fibras

musculares que en su conjunto se denominan músculo ciliar. En

anfibios y en algunos reptiles existen otras fibras musculares

(músculo protractor del cristalino) que guardan relación con el

cuerpo ciliar pero que no están completamente incluidas en él.

Una característica constante en los anfibios> reptiles, aves

y mamíferos es la asimetría del cuerpo ciliar (DUKE—ELDER, 1958).

En los anfibios está mucho más desarrollado ventral y

dorsalmente. En los anuros, el músculo ciliar y el músculo

protactor del cristalino se localizan en estas dos regiones. Los

urodelos únicamente tienen un protactor cristaliniano en la

porción ventral (PRINCE, 1956; DUKE—ELDER,1958; TRIPATHI, 1914).

Aunque con notables diferencias, el músculo ciliar (fibras

meridionales) de los reptiles consta de una porción anterior o

músculo de Crampton y otra posterior o músculo de Brticke. Con

relativa frecuencia hay fibras circulares en la mitad temporal.

En muchas especies también suele existir un músculo adicional,

el músculo transversal, situado ventralmente y análogo al músculo

protactor del cristalino de los anfibios (LEPLAT, 1921; WALLS,
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1942)

En determinados mamíferos el músculo ciliar puede estar

ausente o como en los primates, ocupar la práctica totalidad del

cuerpo ciliar (DUKE—ELDER, 1958; TRIPATHI, 1974).

Convencionalmente el músculo ciliar suele dividirse en tres

porciones, pero ROHEN (1964) lo considera como un único músculo

con una arquitectura especial.

Desde LEWIS (1903), no se discute la procedencia del músculo

ciliar, se admite que su origen es mesenquimatoso.

Durante la embriogénesis del músculo ciliar de los

mamíferos, WOLF (1956) observó diferencias con el desarrollo de

otros músculos lisos. En algunas especies se asemejaba al

miocardio embrionario, otras al músculo ciliar de pollo en

formación.

PRINCE (1956) y DUKE—ELDER(1958) afirman que los anfibios

poseen los dos músculos del iris: esfínter y dilatador. En Rana

esculenta y Rana temporaria el dilatador consiste en unas cuantas

fibras dispersas (GLAUS—MOST, 1969). Pero en Rana pipens (NOLTE

y POINTNER, 1975), Tarícha torosa (TONOSAKI y KELLY, 1971) y Bufo

marinus (AIRMSTRONG y BELL, 1968) no hay dilatador. También el

dilatador está ausente en algunos reptiles (PRINCE, 1956) y en

ciertos mamíferos (DUXE—ELDER, 1958).

A pesar de que en los reptiles la musculatura es estriada,

REGERy col. (1960> encontraron células lisas en el esfínter de

Alligator mississippiensis y algunas de ellas presentaban

determinadas características de las fibras estriadas.

Posteriormente, REGER (1966), constató que las fibras estriadas

diferían estructuralmente de la de los músculos esqueléticos

típicos y especula con la posibilidad de que se trate de fibras
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de contracción lenta más que de contracción rápida.

Ocasionalmente, en el conejillo de Indias (Cavia porcellus)

unas cuantas células lisas recuerdan a las estriadas (GABELLA,

1974a y 1974b).

Esfínter y dilatador del iris derivarían del neuroectodermo

(NUSSBAUM, 1901; SZILLT, 1901; HERZOG, 1902). La región pupilar

del epitelio externo de los mamíferos genera el esfínter; el

dilatador, procede de la transformación de algunas células del

epitelio externo en células ¡nioepiteliales (IMAIZUMI y KUWARA,

1971; LAI, 1972a y 1972b; TAMTJRA y SMELSER, 1973).

TONOSAKY y KELLY (1911) proponen que en los anfibios el

esfínter deriva de la porción de la capa interna del iris que

está evertída sobre el epitelio externo, pero NOLTE y POINTNER

(1975) no pudieron ratificarlo.
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1— t4flscnlo ciliar.

LEPLAT <1912) realizó una descripción del músculo ciliar.

Está dividido en tres porciones:

1) Músculo de Crampton o tensor de la córnea, es el más

rostral.

2) Músculo de ¡Atiller o tensor anterior de la coroides es el

más profundo.

3) Músculo de Erticke o tensor posterior de la coroides.

Los dos últimos pueden ser denominados conjuntamente como

protactor corporís cilíarís puesto que ejercen un papel más

activo sobre el cuerpo ciliar que sobre la coroides.

La parte fibrosa de la esclera (transición esclera-córnea)

da inserción a los músculos de Crampton y de Brticke. Ciertas

fibras del músculo de Crampton finalizan en el borde periférico

interno de la córnea y otras, las más posteriores, sobre las

paredes del canal de Schlemm. Sobre esta última zona, pero en un

tramo más occipital, se insertan las fibras del músculo de t4Uller

que convergen con las de Brticke para insertarse en el ligamento

anular de la coroides.

PRINCE <1956) reconoce en las aves la existencia de los

músculos de Crampton y de BrUcke y ocasionalmente este último se

divide en dos partes, la más anterior, es conocida como músculo

de MUller.

TRTPATHI <1974) precisa que el músculo de ¡Atiller, cuando
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existe, es la porción más interna. Sus fibras son circulares y

se insertan en el limbo esclerocorneal por una extensión

aponeurótica

DUKE—ELDER<1958) sólo admite la presencia de dos músculos.

El de Crampton, es el más anterior y el de Erticke forma el

anclaje del ligamento pectinado. STAFLOVA (1969) corrobora esta

idea.
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El músculo ciliar se forma in situ a partir de células

mesenquimatosas (LEWIS, 1903) - Estas células son de cresta neural

cefálica (JOHNSTON y col., 1979; ¡jODEN, 1984b).

El esbozo del músculo ciliar, en el día 8½, de incubación

está constituido por una agrupación celular a modo de banda que

se extiende desde la periferia de la córnea hasta la ora serrata.

Estas células se van a orientar siguiendo los meridianos del

globo ocular y en el día 10 de incubación tienen aspecto de

mioblastos (LEPLAT, 1912). Un día antes, muestran actividad

acetilcolinesterasa (LUCCEI y col., 1914).

En el día 11 de incubación las células tienen varios

núcleos, aparecen miofibrillas y los primeros signos de

estriación transversal (LEPLAT, 1912; LUCCHI y col., 1974).

LEWIS <1903) y LEPLAT <1912) observaron que el epitelio

externo de la retina ciliar produce brotes celulares pigmentados.

A partir del día 9½ de incubación se independizan y forman

células migratorias pigmentadas. Para LEPLAT (1912) desde el día

13 de incubación los brotes dejan de ser visibles.

Ocasionalmente, en embriones más jóvenes, LEWIS (1903)

también describe este hecho en los incipientes procesos ciliares.

LEPLAT <1912) considera que el músculo ciliar de 16 días de

incubación está dividido en sus tres porciones y completamente

diferenciado. Hasta el momento de la eclosión los cambios van

a ser de escasa importancia, únicamente aumentará de tamaño.
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OrJRAND <1893a) examinó la musculatura del iris en las aves.

En el pollo reconoció tres estratos musculares:

1) El más externo, esfínter pupilar, integrado por fibras

circulares que se extienden desde el borde pupilar hasta el

cuerpo ciliar.

2> Un estrato intermedio de fibras oblicuas. Se localiza en

los 2/3 periféricos del iris y llegan hasta el esfínter.

3) La capa muscular interna, suprayacente al epitelio, son

fibras delgadas de disposición radial, cubren toda la longitud

del iris y en el extremo pupilar están en relación con el

esfínter.

Estos dos últimos estratos constituyen el dilatador pupilar

y se insertan en el tejido conjuntivo del cuerpo ciliar.

Frecuentemente observó anastomosis entre las fibras de un

mismo estrato y entre fibras de estratos diferentes. Algunas

uniones celulares recuerdan a las del músculo cardíaco.
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El primero en investigar el desarrollo del esfínter o

constrictor fue DURANO(1893a y 1893b). Encontró que las fibras

del esfínter aparecen en el día 9 de incubación. Se sitúan cerca

de la pupila y hasta el día 13 de incubación no son visibles en

la raíz del iris.

LEWIS (1903) y COLLIN (1903a y 190314 atribuyeron al

esfínter un origen ectodérmico, o más preciso, neuroectodérmico,

de la copa óptica. Sin embargo, discrepan al precisar su

procedencia. LEWIS propone que deriva del epitelio externo del

iris. COLLIIIN del epitelio interno.

LEWIS <1903) asegura que durante el dra Y de incubación la

zona pupilar del epitelio externo pierde el pigmento, aumenta de

tamaño y genera un brote celular que se introduce en el estroma.

Esta estructura en el ángulo pupilar contacta con el epitelio

interno. Tal proceso no ocurre simultáneamente en todo el ojo,

pero en el día 10 de incubación hay una banda continua alrededor

de la pupila.

Al mismo tiempo, observó en la capa externa y a cierta

distancia de la pupila, acúmulos celulares protuyendo en el

mesénquima (día 8 de incubación). Algunas de estas masas

celulares se despigmentan antes de separarse del epitelio y

contribuyen a la formación de la porción periférica del esfínter.

Otras, aún con pigmento cuando se rompe la conexión, permanecen

como tales y son las células pigmentadas del estroma.

De igual manera, COLLIN <1903a y 1903b) encuentra una masa

epitelial en el estroma, próxima a la pupila (día 8 de
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incubación). Pero, a diferencia de LEWIS, interpreta que es

consecuencia del crecimiento asincrónico de las dos hojas

epiteliales. La interna crece más rápida, se incurva y sobrepasa

a la hoja externa.

COLLIN <1903a) manifiesta que el esbozo muscular está

desprovisto de pigmento, como también lo está, en esta época, su

epitelio matriz (epitelio interno). En los días siguientes a su

inicio, el rudimento del esfínter se elonga hacia el cuerpo

ciliar por división de sus células y por las del epitelio

interno. La maduración muscular procede desde el borde ciliar o

raíz del iris hacia la pupila.

LEPLAT <1912) concilia ambas teorías. En concordancia con

COLLIN, describe la eversión del epitelio posterior (día 7 de

incubación) para formar el esbozo muscular. Pero a veces, este

primordio tiene células pigmentadas que pudieron ser arrastradas

del epitelio externo al incurvarse el interno. Las células

epiteliales se transforman en mioblastos (día 10 de incubación).

En el día 12 de incubación se han formado fibras musculares y un

día después, las fibras musculares presentan estrías. También

localizó, en el día 9 de incubación, los grupos pigmentados

provenientes del epitelio externo, hallados por LEWIS. Se

transforman en mioblastos y se incorporan a la estructura

muscular a la vez que va disminuyendo su grado de pigmentación.

Hacia el día 12 de incubación hay un menor número de estos brotes

y los mioblastos con gránulos de pigmento son extremadamente

escasos. En estadios posteriores (días 14 a 20 de incubación) los

grupos celulares que se separan del epitelio son pocos y

voluminosos, no se diferencian en mioblastos, sino que dan lugar

a las células pigmentadas.
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El siguiente estudio que se realizó sobre el desarrollo del

constrictor en las aves es debido a BRINI y col. (1964). Con

microscopia electrónica de transmisión, observaron que las

células epiteliales externas (salvo las de la región pupilar) se

transforman en fibras musculares estriadas (día 12 a 13 de

incubación) pasando previamente por un estado intermedio de

células mioepiteliales (día 11 de incubación).

MIJSSINI y col. <1976) notaron que durante el desarrollo, las

células musculares tienen características ultraestructurales

semejantes al músculo liso en formación. Únicamente en los

estadios finales adquieren la apariencia de músculo estriado.

Interpretan que en la misma célula muscular existen dos

generaciones de miofilamentos sintetizados en dos momentos

sucesivos.

Para LUCCHT y col. <1974) la diferenciación de las células

evertidas del epitelio interno en fibras estriadas (día 11 de

incubación) ocurre, en términos generales, como en los músculos

esqueléticos de origen mesodérmico.

Mediante microscopia electrónica de barrido FERRARI y KOCH

<1984a) confirmaron que la porción próxima a la pupila del

epitelio externo genera brotes celulares que se asientan en el

mesénquima. Por medio de inmunohistoquimica contra miosina

detectaron las primeras células musculares diferenciadas (día 11

de incubación) en la mitad periférica del iris. Algunas poseían

organización sarcomérica. En fases más avanzadas del desarrollo>

las células positivas para el anticuerpo pueblan el estroma

excepto en la zona precursora del esfínter que sigue emitiendo

brotes hasta el día 17 de incubación. Precisan que el músculo

inicia su formación y diferenciación histológica en el cuadrante
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inferotemporal y progresa alrededor del ojo.

Desde que GABELLA y CLARKE (1983) mostraron células lisas

en el esfínter de pollo, tanto en el embrión como en el adulto,

la teoría acerca del origen epitelial de las fibras estriadas fue

abandonada

Estos autores describen cómo la eversión del epitelio

interno constituye unos discretos brotes para modelar en el día

10 de incubación una lamela epitelial, estructurada en monocapa,

carente de pigmento y donde no hay mitosis; su máximo desarrollo

lo alcanza en el día 11 de incubación. La lamela es el origen de

la musculatura lisa. Las células del borde libre adquieren

características musculares lisas, y se van separando para

acumularse en la región pupilar y central del iris donde suelen

asociarse con miotubos y células indiferenciadas; en algunas

áreas están en aposición con fibras estrías.

Los resultados de YAMASHITA y SOHAL <1986) difieren en

algunos aspectos. La larnela se forma por brotes del epitelio

externo, posee pigmento y antes de coalescer como una banda

(estadio 35 fIl) pueden identificarse células lisas (estadio 34

HH) -

PETRONEy col. (1990) entienden que si bien las células de

la lamela (epitelio interno) se transforman en células lisas, son

fundamentalmente las del epitelio externo durante los estadios

35 al 40 ml. las que contribuyen a la formación de la musculatura

lisa.

Para GABELLA y CLARKE (1983) la lamela deja de ser visible

como tal estructura en el día 14 de incubación. Observan que en

el lugar que antes ocupaba hay gránulos de pigmento, e igualmente

las células lisas adquieren gránulos de melanina. Proponen que
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la musculatura lisa detiene su crecimiento en el día 15 de

incubación y sólo entonces las fibras estriadas son

predominantes. Las células musculares lisas quedan confinadas al

margen pupilar y aunque su volumen disminuye, no encontraron

células en proceso de degeneración. Descartan la posibilidad de

transformación de células lisas en estriadas, fusión entre ambos

tipos o células con áreas lisas y estriadas.

YAMASHITA y SOHAL <1986) manifiestan que en el estadio 41

HE el 80% de las células son estriadas.

NAKANO y NAKAMURA<1985) mediante formación de quimeras

pollo—codorniz sostienen que la estirpe estriada procede de

cresta neural. El habitual brote celular del margen pupilar

(estadio 35 HE) es del receptor. En el día 19 de incubación cerca

de la pupila, en el estroma, hay células de pollo y creen que

pueden ser descendientes del brote observado en el estadio 35 Hl.

YM4ASHITA y SOHAL (1987) con la misma técnica, pero usando

como receptor el pato, concluyeron que si bien las células

esqueléticas de la porción dorsal del iris provienen de cresta

neural, en la porción ventral, además, participa el mesodermo

craneal -

PETRONE y coL (1990) sugieren que algunas células

epiteliales en el transcurso de su evolución hacia células

musculares lisas, especialmente las de la zona pupilar, se

fusionan con miotubos y dan lugar en esta región a elementos

celulares compartimentalizados. Esto es, parte de su citoplasma

tiene apariencia de músculo estriado, mientras otra parte posee

una estructuración típica de músculo liso. Así, el epitelio toma

parte en la formación del músculo estriado.

También GABELLAy CLARKE (1983) y YAMASHITAy SOHAL <1986)
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observaron grupos celulares que desde el estadio 38 Hl! se

independizan del epitelio externo y se adentran en el estroma,

pero para ellos la musculatura estriada deriva de células

mesenquimatosas.

PEIRONE y col. (1990) sitúan el comienzo de la histogénesis

del músculo estriado en el cuadrante inferotemporal del iris. En

el estadio 25 HH catalogaron a ciertas células mesenquimatosas

como mioblastos presuntivos basándose en la presencia de

filamentos de desmina, actividad acetilcolinesterasa y

características ultraestructurales. La actividad

acetilcolinesterasa no fue encontrada por LLJCCHI y col. (1974)

hasta el día 9 de incubación. NARAYAHANy NARAYANAN(1981) la

detectaron en el estadio 31 Hl.

NARAYANAN y NARAYANAN (1981) y PEIRONE y col. (1990)

observan el estadio 35 1111 miotubos con miofilamentos.

Sin embargo, en el estadio 36 Hl y también con microscopia

electrónica de transmisión YAMASHITAy SOIIAL <1986) no apreciaron

miofilamentos. Sólo admiten la presencia de musculatura estriada

un día después.

GABELLA y CLARKE (1983) la identificaron al final del día

10 de incubación.

Los precursores de las bandas Z son visibles en el estadio

37 Hl (LUCCilI y col., 1914; NARAYAINAN y NARAYANAN, 1981) y

ocasionalmente en este estadio, alguna fibra muscular presenta

organización sarcoméríca (Llicdilí y col., 1974; NARAYANAN y

NARAYANAN, 1981; FERRARI y KOCH, 1984a).

Las investigaciones llevadas a cabo in vitro a fin de

determinar la capacidad del iris intacto, de su mesénquima y de

su epitelio para organizar músculo son bastante dispares.
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FERRARI y KOCB <1984b) siempre obtuvieron diferenciación

muscular esquelética aunque en el caso del epitelio fuese muy

limitada. La proporción de explantes de iris intactos que

desarrollaron músculo incrementó con la edad del embrión y

consideran que está correlacionado con la incidencia de células

epiteliales en el estroma. Por ello, sugieren la necesidad de

interacciones recíprocas epitelio—mesénquima para la normal

formación del músculo.

YAMASIIITA y SOHAL <1986) al analizar el cultivo de epitelio

observaron que origina musculatura lisa.

PEIRONE y col. (1990) no identificaron ningún tipo muscular,

tan sólo células epiteliales.
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El origen del dilatador ha suscitado menor controversia. Se

admite que proviene del epitelio externo del iris (LEPLAT, 1912;

BRUJí y col., 1964; GABELLA y CLARXE, 1983; FERRARI Y KOCH,

1984a). Sólo ¡jARANO y NAXAI4IJRA (1985) opinan que su origen es

mesenquimatoso a partir de la cresta neural.

DURAND (1893a y 1893b) observa la aparición de fibras

oblicuas en el iris hacia el día 13 de incubación. Las radiales

en el día 19 de incubación.

GABELLA y CLARKE (1983), FERRARI y ROCE (1984a) admiten que

las células del epitelio externo emiten procesos radiales de

naturaleza muscular comenzando en la raíz del iris y progresando

hacia la pupila. Refieren con fechas diferentes, una secuencia,

según la cual el dilatador se ha formado en la raíz> mitad

periférica y región pupilar del iris.. GABELLA y CLARXE (1983)

proponen los días 15> 17 y 19 a 21 de incubación. FERRARI y KOCH

(1984a) establecen los días 13, 15 y un día posteclosión.

BRINI y col. (1964) establecen que la morfogénesis de las

fibras estriadas del dilatador implica un estado mioepitelial

antes de independizarse del epitelio.

Para FERRARI y XOCH (1984a) sólo algunas células del

epitelio anterior se separan y forman miotubos en el estadio 40

HE.

GABELLA y CLARKE <1983) sostienen que se trata de un

mioepitelio incluso en adultos.
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r a i n -U r II n s e ca oc ti llar -

La musculatura intrínseca ocular recibe inervación

postganglionar de los ganglios ciliar y cervical superior.

El ganglio ciliar aparece hacia las 70 — 72 horas de

incubación (34 - 36 somitos o estadio 18 HH) (CARPENTER, 1906;

TELLO> 1923; LEVI-MONTALCINI y AMPRINO, 1947; AI4PRINO, 1949).

El primer estudio experimental que señala el origen del

ganglio ciliar en la cresta neural cefálica se debe a HAMMONDe

YNTEMA (1958). ¡jODEN <1975) y NARAYANAN y NARAYANAN (1978)

indican que procede de la cresta neural mesencefálica. N O D E N

(197810 y DAMICO-MARTEL y NODEN (1983), proponen que es la

porción más caudal mesencefálica y la más rostral metencefálica.

BARALD (1988), utilizando anticuerpos monoclonales detectó

la presencia de un antígeno en una subpoblación de cresta neural

mesencefálica. Este antígeno aparece después, en las neuronas del

ganglio ciliar.

La mayoría de las neuronas alcanzan la posición en el

ganglio en el estadio 25 Hl (LANDMESSERy PILAR, 1974).

El ganglio ciliar está integrado por dos poblaciones

anatómicamente diferentes (CAEPENTER, 1906; HESS, 1965). Estas

dos poblaciones son también fisiológicamente independientes

(MARWTT y col., 1971).

Los axones de estos dos tipos celulares forman distintos

nervios postganglionares. Los denominados ciliares inervan el

iris y el cuerpo ciliar. Un segundo grupo de nervios más

delgados, los coroideos, se distribuyen en el músculo liso de los

vasos de la coroides (MARWIT y col., 1971; LANDMESSERy PILAR,

— 41 —



1974) -

PILAR y col. (1980) mediante la estimulación eléctrica de

los nervios ciliares manifestaron la existencia de subpoblaciones

en el ganglio ciliar, cada una de las cuales inerva una parte

diferente. Encontraron que las tres ramas principales de los

nervios ciliares inervan el músculo ciliar. La rama 1, la porción

lateral de este músculo, la rama II áreas intermedias y la rama

III la porción medial. El constrictor pupilar recibe eferencias

por las ramas 1 y II. Finalmente una pequeña bifurcación de la

rama II está destinada al dilatador.

RODRíGUEZPEREZ <1964) aprecia el crecimiento de los axones

postganglionares cuando el embrión tiene 90 horas.

MARCHI y col. <1980a) afirman que las fibras nerviosas están

presentes en el mesénquima periocular en el estadio 25 1-11-1.

PEIRONE y col. (1990) lo ratifican e indican que se localizan en

el cuadrante inferotemporal.

Para LANDMESSER y PILAR (1972) los axones llegan a su

prospectivo territorio diana en el estadio 26 HE. GABELLA y

CLARRE (1983> describen ocasionalmente en el iris fibras

amielinicas en el estadio 35 HH. En esta fecha LUCCHI y col..

(1914), NARAYANANy NARAYAINAN (1981), YAMASHITA y SOHAL <1986)

consideran que son perfectamente visibles en el territorio

muscular del iris y LUCCHI y col. (1974) también los describen

en el cuerpo ciliar.

En este estadio el cuerpo ciliar y el iris muestran

actividad acetilcolinesterasa en las presuntivas células

musculares y en los axones, los cuales cuentan ya con botones

terminales y vesículas sinápticas. En las uniones neuromusculares

el enzima comienza a detectarse en el día 11 de incubación
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(LUCCHT y col-, 1974), o entre los días 13 a 15 de incubación

(NARAYANAN y NARAYANAN, 1981) en la musculatura del iris.

PILAR y col. <1981) estudiaron las transformaciones

ultraestructurales que acontecen durante el desarrollo de las

uniones neuromusculares en el iris de pollo. Estas, no son

sincrónicas. Los contactos se inician aproximadamente en el

estadio 35 HE y logran su madurez entre los días 9 a 10

posteclosión.

Los axones adquieren sus vainas de mielina en los últimos

días anteriores al nacimiento (NARAYANAN y NARAYAHAN, 1981).

Se han realizado exhaustivos análisis enzimáticos. Así,

MARCh y col. (1979) y MA.RCHI y GIACOBINI (1980) han analizado

las variaciones de los niveles de acetilcolinesterasa y colina

en el iris y ganglio ciliar de embriones de pollo y adultos

respectivamente, así como la recaptura de colina durante el

desarrollo (MARCHI y col., 1980a) y después del nacimiento

(MAIRCHI y col.> 198Db). También se determinó las fluctuaciones

en la actividad de acetilcolinesterasa y acetiltransferasa en

embriones (CHIAPPINELLI y col., 1976) o tras la eclosión (MAECHI

y col., 1980c) y el metabolismo colinérgico en el iris adulto

(MARCHI y col., 1981).

El ganglio cervical superior proviene de cresta neural

truncal y las neuronas probablemente llegan a su enclave en el

estadio 26 Hl (día 5 de incubación) (KIRBY y GILMORE, 1976).

Con histoquimica KIRBY y col. <1978) observaron que en el

estadio 39 HE una banda axonal adrenérgica circunscribía el

dilatador en la zona ciliar. Un día más tarde, estadio 40 II, las

fibras nerviosas se adentran en el músculo. Progresivamente, el

número de fibras va aumentando y en el estadio 42 HE, los 2/3 del
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dilatador están inervados. Tras el nacimiento, durante las dos

primeras semanas, los axones antes al azar, se orientan

radialmente, aumentan su diámetro y sus ramificaciones.

STAFLOVA <1969) afirmó que el músculo ciliar y especialmente

el músculo de Brticke recibe inervación adrenérgica.
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Las investigaciones acerca de la morfogénesis del músculo

liso, han avanzado menos que las del músculo esquelético.

Las razones a juicio de HIRA.I e HIRABAYASHI (1983) son la

falta de una típica estructura visible a microscopio óptico y la

complejidad para aislar el tejido.

Según los anteriores autores,el primer paso en la

diferenciación de la musculatura, la determinación, es poco

conocida; el segundo, la expresión de genes específicos, ha sido

más estudiado.

El mesénquima es el precursor de una gran variedad de

células estromales, incluyendo fibrobíastos y células musculares

lisas (PATTEN, 1953).

La molleja del pollo ha sido utilizada como modelo

experimental para la investigación del músculo liso. GABELLA

(1989), asegura que a pesar de la inmadurez, fibroblastos,

células musculares e intersticiales son perfectamente

distinguibles unas de otras.

Sin embargo, las células musculares lisas comparten

características funcionales con los fibroblastos: sintetizan

proteínas de la matriz extracelular. Así, ROSSy KLEBAHOFF (1911)

en rata detectaron síntesis de fibras de colágeno y elásticas in

vivo. JONES y col. (1979), in vitro, comprobaron que además

producían glucoproteinas. También GERSTENFELDy coL (1984) en

pollo, GRAflAM y col. (1987) y PEER y col- (1992) en intestino

humano adulto y fetal respectivamente, obtuvieron colágeno.

DARBY y col. (1990) establecieron que los fibroblastos se
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diferenciaban en los denominados miofibroblastos los cuales,

durante un corto espacio de tiempo expresan un marcador

específico del músculo liso.

Es aceptado que los mioblastos esqueléticos comprometidos

en la fusión no responden a un estímulo mitogénico (LIM y

HAUSCHKA, 1984).

BENNETT y COBB (1969) y GABELLA (1989) indican que el

período de máxima actividad mitótica en el músculo liso es

anterior a la diferenciación pero sus células, a pesar de un alto

grado de diferenciación son susceptibles de sufrir división.

Para CIIAMLEY y CA!4PBELL (1974) y CHAMLEYy col. (1974) en

los conductos deferentes de mamíferos plantean que previamente

debe existir una desdiferenciación celular.

YAMAIJCHI y BURNSTOCK(1969) exponen una detallada secuencia

del desarrollo de la musculatura lisa en los conductos deferentes

de ratón. Esta secuencia coincide con la hallada por BENNETT y

COBB <1969), GABELLA (1989) in vivo en la molleja de pollo y por

CAI4PBELL y col. (1974) .in vitro. Sería la siquiente:

1) Elongación de los mioblastos que adquieren forma de huso.

2) Aparición de miofilamentos. Se agrupan paralelos al eje

longitudinal de la célula y están asociados con los cuerpos

densos -

3) Al final del desarrollo incrementan considerablemente las

vesículas de pinocitosis, las uniones en hendidura (nexus), las

placas densas de la membrana plasmática y la lámina basal.

Las isoformas de las proteínas contráctiles y sus

variaciones a lo largo del desarrollo han sido estudiadas por

IZANT y LAZARIDES <1977), IIUIATT y col. (1980), RUBENSTEIN

— 46 —



(1981), SOBUE y col. (1981), STIJEWER y GROSCHEL-STEWART(1985),

PARANKOy PELLINIEMI (1992), FRID y col. (1992), o su relación

con sus mensajeros correspondientes SABORIO y col. <1979).

La presencia de unidades contráctiles en el músculo liso de

vertebrados fue demostrada por microscopia de luz polarizada y

electrónica (HOIS, 1973; SMALL, 1974). Estas unidades están

compuestas por filamentos gruesos de miosina, filamentos finos

de actina y cuerpos densos (BOIS, 1973; ASHTON y col., 1975;

BAGBY, 1980). Los cuerpos densos, son funcionalmente análogos a

las líneas Z del músculo esquelético (BOND y SOMLYO, 1982; FAY

y col.., 1983; 15H11 y TAKAHASHI, 1983; TSIJKITA y col., 1983).

uRAl e HIRABAYASHI (1986) observaron que la síntesis y

acumulación de las proteínas contráctiles va seguida de su

inmediata organización en miofibrillas. Sugieren que los

filamentos de actina podrían ser utilizados como un molde donde

se organizan los filamentos gruesos y la desmina contribuye al

ensamblaje de los miofilamentos.

La observación de que fibras con fenotipos diversos se

yuxtaponen en los músculos estriados de vertebrados fue

demostrado fisiológicamente y mediante histoquimica para la

ATPasa. Las diferencias han sido confirmadas usando pruebas

inmunológicas y genética molecular (STOCRDALE, 1992).

La formación del músculo esquelético se lleva a cabo en

oleadas o fases. KELLY y ZACKS (1969) mostraron que durante la

miogénesis se forma una primera generación de fibras, después,

una segunda generación de miotubos se agrega a las fibras ya

formadas.

IQHITE y HAUSCHKA (1911). HAuSCHRA, (1914), MUTE y col.

(1975), HAUSCIIKA y col. (1979), describen dos tipos de
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mioblastos, primarios y secundarios. Difieren en la edad en que

se aíslan para ser cultivados, en el requerimiento del medio de

cultivo y en la morfología de las fibras que originan.

STOCKDALE y MILLER <1987) modifican la terminología y

denominan a los mioblastos primarios y secundarios, así como a

las fibras que forman, embrionarios y fetales respectivamente.

Las células satélite descritas por MAURO(1961), serían otro

tipo de mioblastos, mioblastos adultos, que contribuyen al

crecimiento y reparación del músculo adulto (STOCKDALE, 1989).

SEED y HAUSCIIKA <1984), MILLER y STOCKDALE <1986a), indican

que los mioblastos embrionarios no son los precursores de los

fetales, por tanto, los tipos de mioblastos no son descendientes

lineales unos de otros.

MILLER y col.. (1985) marcaron los mioblastos embrionarios

de pollo con anticuerpos monoclonales para las isoformas rápida

y lenta de la cadena pesada de miosina (MHC). Sus resultados

ponen de manifiesto la existencia de tres subtipos: rápidos,

lentos y rápidos-lentos.

Sus hallazgos fueron corroborados y los análisis extendidos

a los demás tipos de mioblastos tanto en aves como en mamíferos

donde también se encontraron múltiples subtipos (MILLER y

STOCKDALE, 1986a, 1986k, y 1989; CROWy STOCKDAIJE, 1986a y 1986k,;

SCHAFER y col., 1987; VIVARELLI y col., 1988; CONDONy col.,

1990; STOCKDALE, 1990; FELDMANy STOCRDALE, 1990; PAGE y col.,

1992)..

Según FISCEMAN (1967), la formación del músculo esquelético

puede dividirse en una serie de etapas que se superponen.

— Transformación de células mesenquimatosas indiferenciadas

en mioblastos mononucleados.
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- Agregación y fusión de los mioblastos en miotubos.

- Iniciación y continua regulación de la síntesis de

proteínas miofibrilares.

- Organización de las proteínas miofibrilares en

miofibrillas estriadas..

— Formación del retículo sarcoplásmico y sistema de túbulos

transversales.

- Inervación e integración funcional de la actividad

contráctil

El primer paso en la miogénesis puede situarse en los

presuntivos mioblastos en división. Expresan fenotipos musculares

tales como la desmina (BIGNAMI y DAIIL, 1984; HILL y col., 1986;

FURST y col., 1989a), proteína intrínseca de membrana 1136

(KAUFMAN y FOSTER, 1988; KATJFMAIN y col., 1991) o proteínas de

superficie (SASSE y col., 1984; GEORGE—WEINSTEINy col., 1988).

Cuando los presuntivos mioblastos dejan el ciclo mitótico

hay un cambio notable en su forma celular y en sus propiedades

funcionales. Tiene lugar entonces la elaboración del patrón

proteínico (HOLTZER, 1970). Los mioblastos diferenciados,

postmitóticos, sintetizan otras proteínas musculares específicas

del sarcómero (HOLTZER y col., 1957; CIII y col.., 1975; GROEVEy

col., 1985; HILL y col., 1986; FIJRST y col., 1989a) así como del

sistema de endomembranas (JORGENSEN y col., 1977).

Los mioblastos con su característica forma de huso, se

fusionan, y dan lugar a los miotubos (HOLTZER y cal., 1957;

BISCHOFF, 1978). Antes, los mioblastos deben alinearse,

reconocerse y adherirse. La fibronectina podría desempeñar una

acción importante (CRIQUET y col., 1981).

— 49 —



WAKELAM(1985) propone que la fusión lleva consigo cambios

en las proteínas y lípidos de membrana y examina algunos factores

(AMPc, neuropéptidos) implicados en la regulación del proceso.

Al mismo tiempo hay un aumento de mRNAs para biosintetizar

proteínas contráctiles (VABLONRAy rAFEE, 1977; DELVIN y EMERSON,

1979) y de proteínas contráctiles (HOLTZER y col., 1957; DELVIN

y EMERSON, 1978; OBINATAy col., 1984; RAHLERyCoT.., 1985; GROVE

y col., 1985; HILL y col., 1986).

Sin embargo, la fusión no es indispensable para que las

células sigan expresando proteínas, alcancen cierto grado de

organización sarcomérica (ORAZAXI y HOLTZER, 1965; SHAINBERG y

col., 1971) o aparezcan receptores para acetilcolina (HARTZELL

y FAMBRODON, 1973).

Antes de que la fusión se lleva a cabo, las miofibrillas

comienzan a ensamblarse (DLIJGOSZ y col., 1984; WANG y col.,

1988)

La asociación ocurre predominantemente en la periferia del

miotubo y en relación con la membrana plasmática. Los

miotilamentos se disponen paralelos al eje longitudinal del

miotubo y se empaquetan en una estructura hexagonal, un filamento

grueso de miosina interacciona con seis filamentos finos de

actina (HUXLEY, 1957; ALLEN y PEPE, 1965; FISCHMAN, 1967; PENG

y col., 1981).

Las miofibrillas recién formadas van siendo trasladadas

hacia el centro durante el transcurso del desarrollo (FISCHMAN,

1967; PENO y coli, 1981).

Posteriormente, las miofibrillas adquieren su característica

estriación transversal. La línea Z es el primer signo de

estriación (WEED, 1936; Van BREEMAN, 1952; HIBBS, 1956; AISLEN y
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PEPE, 1965) . Se organiza así, primero el complejo I—Z—I y después

la banda A (PENG y col., 1981; FURST y col., 1989a; SCHIIJLTEISS

y col., 1990; FLUCHER, 1992; FISTJCHER y col., 1992).

Hoy se conocen algunos de los factores que intervienen en

la organización de los elementos contráctiles.

Así, DLUGOSZy col.. <1984) proponen que los microfilamentos

forman un armazón sobre el cual se edifican las miofibrillas.

ANTIN y col. <1981), TOYAMAy col. (1982), FURST y col.

<1989a), sugieren la independencia en el ensamblaje de los

filamentos gruesos en bandas A y los tinos en las I—Z-I.

Recientes investigaciones, atribuyen a dos proteínas, titina

(WANG, 1985; HILL y col., 1986; MAR¡JYANA, 1986; TOKUYASUy MAHER,

198la y 1981k,; WANGy col., 1988; EURST y col., 1989a y 1989k,)

y nebulina (WANG y WRIGHT, 1988; KRUGERy col., 1991) el papel

de organizar la estructura sarcomérica.

La titina organizaría la banda A (WANG y col., 1988) y

además relaciona esta banda con el complejo I-Z-I (FURST y col.,

1989k,). Esta interacción tiene lugar al final de la vida

embrionaria (FURST y col., 1989a).

La nebulina proporcionaria longitud uniforme a los

filamentos finos (WANG y WRIGHT, 1988; KRUGELy col., 1991).

Finalmente los núcleos migran hasta alcanzar una posición

periférica y la estructura se denomina entonces miofibra

(FLUCHER, 1992).

Por otra parte, CHEVALLIER y KIENY (1982) sugieren que el

mesénquima ejerce una influencia sobre la formación del patrón

muscular. GRIM y WACHTLER<1991) comprobaron que el patrón no

depende de la presencia de células miogénicas ya que puede

construirse en su ausencia..
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Uno de los problemas que en la actualidad se debaten con

gran expectación es el papel de la inervación motora en la

diferenciación del músculo.

En opinión de SURAL y HOLT (1980), el músculo esquelético

de las aves es capaz de un desarrollo limitado en ausencia de

inervación. No obstante los factores tráficos del nervio y la

actividad muscular son esenciales para la ejecución del programa

de desarrollo. En cierto modo> cuantificaron el alcance de la

regulación por parte de los nervios motores en el oblicuo

superior de embriones de pato. En el músculo aneural observaron

una desorganización y consiguiente desaparición de las bandas Z

y material contráctil. El tejido muscular, finalmente fue

sustituido por tejido conjuntivo. El efecto causado en el músculo

paralizado no resultó tan drástico.

lEn vitro se requiere tejido o extractos neurales para la

progresión y supervivencia de los miotubos (PETERSON y CRAIN,

1970; OH, 1975 y 1976).

SORAL <1983) sugiere que la formación de los elementos

postsinápticos están programados por el músculo.

SURAL y WREHN (1984) comprobaron que la presencia de

acetilcolinesterasa en el músculo no depende de la actividad

muscular ni de contactos con neuronas motoras.

INESTROSA y col. (1982> y SILBERSThIN y col. (1982) en

mamíferos ratificaron dicha independencia.

En ausencia de elementos neurales se forman receptores para

acetilcolinesterasa in vivo <BRAITIIWAITE y HARIRIS, 1979; CREAZZO

y SOHAL, 1983) e in vitro (WELDON y coL, 1981), aunque los

extractos neurales pueden incrementar el número de estos

receptores en los miotubos (CHRISTIAN y col., 1978; PODISESRI y
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coL, 1978; JESSELL y col-, 1979).

RONG y col. (1990 y 1992) precisan que la morfogénesis de

los músculos vertebrales requieren la presencia del tubo neural

y de la notocorda, no así los músculos de los miembros. En fases

posteriores el desarrollo del músculo esquelético depende de la

inervación. Contrariamente, la ablación del tubo neural y

notocorda no afectó a los músculos liso y cardiaco..

Se han planteado otras investigaciones a fin de determinar

el momento en que el sistema nervioso es crucial para la

diferenciación muscular.

GONZALEZ SANTANDERy col. (1990) estudiaron en el miotomo

de embriones de poílo la aparición de los denominados “filamentos

iniciales”. Resultó ser independiente de la inervación.

La primera fase de formación de fibras, tanto en aves como

en mamíferos, a partir de los mioblastos primarios> es

independiente de las motoneuronas. En contraste, la

diferenciación de la segunda generación de mioblastos (fetales)

está bajo el control nervioso (¡¡ABRíS, 1981; McLENAN, 1983;

PHILLIPS y BENNETT, 1984; MILLER y STOCRDALE, 1986a y 1986b; ROSS

y col., 1987).

Actualmente se admite que la determinación de los fenotipos

de fibras (lentos o rápidos) no está regido por la inervación

(BUTISER y col., 1982; LAING y LAMB, 1983; PHILLIPS y BENNETT,

1984; CRONy STOCKDALE, 1986a; PHILLIPS y col., 1986; VOGEL y

LANDMESSER, 1987; WEYDERTy col., 1987; ROBSON, 1993)..

No obstante FREDETTE y LANDMESSER (1991) demuestran en

embriones de poíío que algunos miotubos primarios lentos son

neurodependientes y los miotubos secundarios rápidos no son en
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su totalidad dependientes de la inervación.

De forma específica en el iris, ALOISI y MUSSINI (1979)

proponen que los nervios son determinantes para la constitución

de la musculatura.

Los cambios morfológicos y bioquímicos en el músculo

coinciden con el incremento de terminales axónicos (NARAYANANy

NARAYANAN, 1981).

PILAR y col. (1980) analizaron la musculatura del iris tras

realizar axotomía parcial de los nervios ciliares. En aquellos

embriones que reciben algunos axones de la rama intacta, rama III

(destinada exclusivamente al músculo ciliar), el números de

células diferenciadas y sus precursores descendían casi hasta una

cuarta parte. Sin embargo, en los iris completamente denervados

sólo encontraron precursores musculares (células mioepiteliales) -

Confirman que la diferenciación del músculo, o al menos su

mantenimiento requiere cierta influencia nerviosa.

Los estudios de PEIRONE y col. <1990) in vivo e in vitro

corroboran la idea de que las fibras nerviosas están involucradas

en la miogénesis.

Contrariamente en los cultivos realizados por FERRARI y KOCH

(1984k,> y YAMASHITA y SOHAL (1986), en ausencia de inervación,

se desarrolló músculo esquelético.

CHIAPPINELLI y col. (1976) opinan que entre el músculo y los

nervios existen interacciones recíprocas que provocan la

inducción de acetilcolixiesterasa en los elementos pre y

postsinápticos. Esto es posterior a la formación de las uniones

neuromusculares.

NARAYANANy NARAYANAiN <1981) plantean que la síntesis del

enzima es inducida por los contactos iniciales ya que la
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maduración de las uniones ocurre despues.

La axotomía de los nervios ciliares no altera en exceso la

actividad de la acetilcolinesterasa. El análisis electroforético

reveló que cierta isoformas del enzima son neurodependientes,

pero estas, podrían relacionarse con la maduración posteclosión

o con las isoformas de las uniones neuromusculares <SCAIRSELLA y

col., 1978),

MTJSSINI y col.. (1984) denervaron iris de pollo adulto. Sus

resultados concuerdan con los de SCAIRSELLA y col- (1978). La

acetilcolinesterasa del músculo no depende de la inervación, pero

sí la de las uniones neuromusculares.

En mamíferos LAI <1972a y 1976), IMAIZUMI y KUWABARA<1971),

TAM¡JRA y SMELSER (1973), descartaron la influencia del factor

nervioso en la morfogénesis de la musculatura del iris puesto que

esfínter y dilatador están diferenciados antes de ser invadidos

por fibras nerviosas.
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Para la realización de este trabajo se han utilizado

embriones de ave de la especie Gallus gallus domesticus

pertenecientes a la raza Shaver blanca.

Los huevos fecundados fueron limpiados con una solución

alcohol—éter al 50%. Se incubaron en posición horizontal en una

estufa MEMMERT—UVa 370 C de temperatura y 80% de humedad..

Los embriones fueron obtenidos según la técnica habitual y

datados según los criterios morfológicos de HAMBURGERy HAMILTON

<1951). Estuvieron comprendidos entre los estadios 25 a 45 HE y

se emplearon de dos a cuatro embriones por estadio.

Las cabezas fueron fijadas en líquido de Bouin durante un

período de tiempo variable, dependiendo del estadio.

Desde el estadio 35 Hl en adelante se guitaron las plumas

o sus esbozos para evitar que se desgarren los cortes

histológicos.

A continuación fueron procesados para su inclusión en

parafina mediante el proceder habitual de Feterfy.

Las piezas fueron cortadas de manera seriada según un plano

transversal, frontal o sagital. El espesor de los cortes fue de

5 ó 7 ~Im. Los cortes se efectuaron con un microtomo de rotación

tipo Minot de la casa LEITZ.

Posteriormente, los cortes fueron desparafinados e

hidratados:

— 2 baños de 15 minutos en xilol.

— 2 baños de 10 minutos en alcohol de 960.

- 2 baños de 10 minutos en alcohol de 700 -

— Agua (hasta la hidratación).
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Se llevó a cabo una técnica inmunohistoquimica y algunos

portaobjetos fueron reservados para ser teñidos con 1-lematoxila-

Eosina o con Hematoxilina de Mallory.

EL - — 9? ~ c ni ca i nmnnola 1 s tocin iimi ca -

En este caso, el último baño en alcohol de 700 se prolongó

por espacio de varias horas hasta eliminar completamente el

fijador a fin de que no interfiera en el marcaje.

- 2 baños de 15 minutos en agua destilada..

— 2 baños de 15 minutos en PBS (Phosphate Buffer SalineS

— Los cortes se incubaron con el sobrenadante, sin diluir>

procedente del clon 13F4 durante 2 horas a temperatura ambiente

en cámara húmeda.

- Lavado en PBS (2 baños de 15 minutos).

— Reincubación con una inmunoglobulina biotinada antiratón

durante 30 minutos.

(Dilución 1:50 en 2% - new bron calf serum — NCS/PBS).

- Lavado en PES (2 baños de 15 minutos).

— Los cortes se cubren con el complejo Streptavidin-biotina-

peroxidasa durante 30 minutos Dilución 1:200 en 2% NCS/PBS.

- Lavado en PES (2 baños de 15 minutos).

— Se procede al revelado del marcaje con diaminobencidina

(DAB). 25 mg de DAS en 100 ml de PBS y en presencia de 0.03% de

peróxido de hidrógeno.

— Se deshidratan y montan de forma convencional.
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2 - — minción con Hematcnci lina—

E os i n a -

- Tinción con Hematoxilina de Carazzi (8 minutos).

- Lavado en agua corriente al chorro (15 minutos).

— Se limpian los portas.

— Eosina amarillenta al 1% (1 minutos).

— Lavado ligero en agua.

— Deshidratar y montar.

3 - — Hemato~ci lina ¿te t4a1 lorr -

- Fijación en Zenker (10 minutos)..

— Lavado en agua corriente.

— Lavado en alcohol de 90 iodado (10 a 15 minutos).

- Lavado en alcohol de 960 (poco tiempo).

— Lavado en abundante agua corriente.

- Inmersión en permanganato potásico al 0.25% (5 minutos).

- Lavado en abundante agua corriente.

— Inmersión en ácido oxálico al 5% (10 minutos).

— Lavado en abundante agua corriente.

- Tinción con Hematoxilina de Mallory (24 horas mínimo).

- Alcoholes de 96 (poco tiempo).

- Deshidratar y montar.

Las preparaciones se estudiaron con un microscopio NIKON

OPTIPHOT y se fotografiaron con una cámara NIKON FX-35A.
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fkTh xv es..> i a-U viras viti EL 5 2~ a cias en EL os

resn itacios -

c: cornea.

cc: cuerpo ciliar.

ce: capa externa de la porción óptica de la retina.

ci: capa interna de la porción óptica de la retina.

e: esclera.

eí: epitelio interno del esbozo cuerpo ciliar—iris.

H—E: 1-lematoxilina—Eosina -

1: segmento inferior del globo ocular.

ir: iris.

N: segmento nasal del globo ocular.

oc: orbículo ciliar.

os: ora serrata.

pc: procesos ciliares.

pi: porción interna del músculo ciliar.

po: porción occipital del músculo ciliar.

pr: porción rostral del músculo ciliar.

rc: región ciliar del iris.

rm: región media del iris.

rp: región pupilar del iris.

5: segmento superior del globo ocular.

T: segmento temporal del globo ocular.

Tr: trabeculum.
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En la descripción de los cortes, siempre que en ellos sea

visible la abertura de la copa óptica o pupilar, utilizaremos la

siguiente terminología:

— Segmentos nasal y temporal si los cortes fueron

transversales para la cabeza.

— Segmentos superior e inferior para los cortes frontales

y sagitales para la cabeza, teniendo en cuenta que los cortes

sagitales resultan los más oblicuos de todos dada la disposición

de los globos oculares.
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Desde el inicio de este estudio, estadio 25 1111, puede

apreciarse el diferente grado de espesor y diferenciación entre

la región central y marginal de la porción nerviosa de la retina

<Lámina 1: foto 1) - La diferencia va siendo más acusada en

estadios posteriores (Lámina 1: fotos 2; Lámina 2: foto 1).

En todos los especímenes la capa externa de la copa óptica

está pigmentada y su extremo más rostral en continuidad con la

capa interna (Lámina 1: Lotos 1 y 3; Lámina 2: foto 2). Puede

apreciarse que la pigmentación de la capa externa disminuye

rostralmente (Lámina 2: foto 2).
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XLAJYI EL r4A. EL -

Foto EL - — Corte transversal ojo derecho (E 25 HE).

11-E. Región central de la retina (asterisco). Región marginal o

rostral de la retina (flecha). ce: capa externa de la porción

óptica de la retina; ci: capa interna de la porción óptica de la

retina. 20x.

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo (E 27 HE).

1-1-E. Región central de la retina (asterisco). Región marginal o

rostral de la retina (flechas). N: segmento nasal del globo

ocular; Tz segmento temporal del globo ocular. lOx.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal (E 27 1-E-!). LI-E. Continuidad de las capas externa e interna

de la copa óptica en su extremo rostral (flecha), ce: capa

externa de la porción óptica de la retina; ci: capa interna de

la porción óptica de la retina. 20x.





XLfl4TflAt 2 -

Foto EL - — Corte transversal ojo derecho (E 28 HH).

11-E. Región central de la retina (asterisco). Región marginal o

rostral de la retina (flechas). N: segmento nasal. lOx..

Foto 2 - — Detalle del segmento nasal de la foto 1.

Continuidad de las capas externa e interna de la copa óptica en

su extremo rostral (flecha), ce: capa externa de la porción

óptica de la retina; ci: capa interna de la porción óptica de la

retina. 20x..





ES9?A~0IO 29 flfl

En este estadio encontramos el primer indicio del esbozo

cuerpo ciliar—iris. El extremo de la copa óptica comienza a

crecer junto con el mesénquima suprayacente hacia el polo

anterior del globo ocular. Sin embargo, el crecimiento no es

uniforme. El primordio es únicamente visible en el segmento nasal

del ojo (Lámina 3: fotos 1, 2 y 3) y queda delimitado por el

ángulo formado entre la córnea y la región elongada. Los

segmentos restantes del globo ocular no han crecido (Lámina 3:

fotos 1 y 4)..

Puede apreciarse que en el extremo rostral del esbozo cuerpo

ciliar-iris, el epitelio interno está evertido sobre el epitelio

externo y constituye el borde pupilar <Lámina 3: foto 2). Este

tramo evertido carece prácticamente de pigmento (Lámina 3: fotos

2 y 3).

Contrariamente en las zonas de la copa óptica que no han

experimentado elongación, puede observarse la presencia de

gránulos de melanina en el borde pupilar y en las células del

epitelio posterior adyacentes al borde pupilar (Lámina 3: foto

4).. Nótese el gradiente de melanina entre las células del

epitelio posterior, borde pupilar, extremo rostral del epitelio

externo y resto del epitelio externo..

— 68 —



XLP~YMXEIETSJZX 3 -

Foto 1 - — Corte transversal ojo izquierdo (E 29 HE).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.. Segmento nasal de la

copa óptica elongado (flecha) frente al segmento temporal

(asterisco), o: córnea. lOx..

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

nasal (E 29 aH). 11—E. Eversión (flechas).. ei: epitelio interno

del esbozo cuerpo ciliar—iris. 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal (E 29 Ha). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Elongación del extremo rostral de la copa óptica (flecha). lOx.

Foto 4 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior (E 29 Ha). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

El tamaño de las flechas refleja la cantidad de melanina

(flechas). 40x.





ES9?A~OTO 30 Fn!

El primordio del cuerpo ciliar—iris es ahora visible en los

segmentos inferior (Lámina 4: fotos 1 y 2) y temporal (Lámina 4:

foto 3) del ojo. El tramo superior de la copa óptica no ha

progresado y la diferencia es patente con el tramo inferior

(Lámina 4: foto 1).

Puede observarse el menor grado de pigmentación del borde

pupilar entre la porción nasal (Lámina 4: foto 4) y las porciones

recién elongadas inferior (Lámina 4: foto 2) y temporal (Lámina

4: foto 3).

En este estadio del desarrollo tiene lugar la formación de

los procesos ciliares en la región nasal del globo ocular (Lámina

5: fotos 1 y 3). La temporal no presenta indicios de plegamiento

<Lámina 5: fotos 1 y 2).

Poco después, al final del estadio 30 HH (Estadio 30± lIB)

los procesos ciliares aparecen en la región inferior (Lámina 5:

foto 4), la dorsal permanece sin modificar.
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Fo-Lo EL - — Corte sagital ojo izquierdo (E 30 1111).. U-E.

Segmento inferior de la copa óptica elongado (flecha) frente al

segmento superior (asterisco). 1: segmento inferior del globo

ocular; 5: segmento superior del globo ocular.. lOx.

roto 2 - — Detalle del segmento inferior del globo

ocular de la foto 1. Pigmentación del borde pupilar (flecha).

20x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho> segmento

temporal (E 30 Ha). a-E.. Pigmentación del borde pupilar (flecha).

40X.

roto 4 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal (E 30 aH). 11-E. Pigmentación del borde pupilar (flecha)..

4EV.





flAi4 EL flA~ 5 -

Foto EL - — Corte transversal ojo izquierdo (E 30 aa).

a-E. Inicio de la formación de los procesos ciliares en el

segmento nasal del cuerpo ciliar (puntas de flecha). CC: cuerpo

ciliar; ir: iris; T: segmento temporal del globo ocular. lOx.

Foto 2 - — Detalle del segmento temporal del globo

ocular de la foto 1. lOx..

Fo-Lo 3 - — Detalle del segmento nasal del globo ocular

de la foto 1. lOx.

Fot~o 4 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior (E 30 Hl-O. E-E. Inicio de la formación de los procesos

ciliares (puntas de flecha). 20x.





ESThDELO 3EL HH

Los procesos ciliares se forman en la región temporal y

puede apreciarse que su plegamiento es menos acusado que los del

tramo nasal (Lámina 6: foto 1).

El epitelio externo del cuerpo ciliar y del iris se

encuentra intensamente pigmentado, sin embargo, las células del

extremo rostral de este epitelio parece que están ligeramente

menos pigmentadas (Lámina 6: fotos 2 y 3).

En el segmento temporal, la eversión del epitelio interno

contiene algunos gránulos de melanina (Lámina 6: foto 3). En el

segmento nasal la melanina es prácticamente inexistente (Lámina

6: foto 2).
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Foto EL - — Corte transversal ojo izquierdo (E 31 aa).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Inicio de la formación

de los procesos ciliares en el segmento temporal (puntas de

flecha). N: segmento nasal del globo ocular; T: segemento

temporal del globo ocular. lOx.

roto 2 — Detalle del segmento nasal del globo ocular

de la foto 1. cc: cuerpo ciliar, ir: iris. 20x.

Foto 3 - — Detalle del segmento temporal del globo

ocular de la foto 1. Gránulos de melanina en la región evertida

(flecha). 20x.





ES9?A~OELO 32 HI¶

Los procesos ciliares cubren toda la circunferencia del

cuerpo ciliar pero puede notarse que los de la porción superior

están más retrasados en su desarrollo (Lámina 1: foto 1).

En el cuerpo ciliar se detecta el inicio de una condensación

mesenquimatosa; en el ángulo iridocorneal la densidad nuclear es

más elevada y corresponde al esbozo del trabeculum (Lámina 7:

foto 1).

En el mesénquima del cuerpo ciliar se observan por primera

vez, células positivas para el anticuerpo monoclonal 13F4 (Lámina

7: foto 2). Estos mioblastos aunque escasos, se localizan en el

seno de la incipiente condensación mesenquimatosa salvo en el

segmento superior del cuerpo ciliar.

La región evertida del epitelio interno comienza a

introducirse en el estroma del iris pero sin perder la conexión

con su epitelio matriz (Lámina 7: fotos 3 y 4). Esta estructura

epitelial inmersa en el estroma a veces presenta pigmento.

Aparentemente el pigmento es menos frecuente en los lados nasal

(Lámina 1: foto 3) e inferior que en las zonas temporal <Lámina

7: loto 4) o superior (Lámina 8: foto 1).

El borde pupilar carece de pigmento en los tramos nasal

(Lámina 8: foto 2) e inferior; pero aún los segmentos superior

(Lámina 8: foto 1) y temporal (Lámina 8: foto 3) contienen

algunos gránulos..

De forma ocasional, la región ciliar del epitelio interno

del iris en su segmento nasal contiene pequeños gránulos de

melanina (Lámina 8: foto 2).
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Foto 1— Corte sagital ojo derecho <E 32 HE).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Condensación

mesenquimatosa (flecha). 1: segmento inferior del globo ocular;

S: segmento superior del globo ocular; It: trabeculun. 4x.

Foto 2 - — Detalle de la porción interior del cuerpo

ciliar de la foto 1. Célula positiva para el 13F4 (flecha). 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal (E 32 aH). 11-E. La parte evertida del epitelio interno se

introduce en el estroma del iris (flecha).. 40x.

Foto 4 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal <E 32 III-!). U—E. La masa celular que se introduce en el

estroma del iris contiene pigmento (flechas). 40x..





L~PJY4 JI ISlA. 8

Foto EL - — Corte sagital ojo derecho> segmento

superior (E 32 aa). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Células con melanina introduciéndose en el estroma del iris

(flecha). Melanina en el borde pupilar (punta de flecha).. 40x.

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

nasal(E 32 1111). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Borde

pupilar (flecha). Región ciliar del epitelio interno del iris con

melanina (puntas de flecha). 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal (E 32 HE). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4..

Pigmento en el borde pupilar (flecha). 40x.





FS9?A.OIO 33 I¶H

En el cuerpo ciliar se aprecia una morfología diferente

entre el tramo superior e inferior (Lámina 9: Loto 1).

La condensación mesenquimatosa del cuerpo ciliar constituye

una banda continua desde el trabeoulum hasta la ora serrata, sin

embargo, en el tramo superior no aparece tan marcada como en el

tramo inferior (Lámina 9: foto 1).

Aunque en escasa cantidad, las células positivas para el

13F4 ahora también están presentes en la región superior del

cuerpo ciliar.

En el segmento inferior del iris, algunas células de la

porción ciliar del epitelio interno contienen pequeños gránulos

de pigmento (latina 9: foto 2).
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Foto 1 - — Corte sagital ojo derecho <E 33 aH).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Condensación

mesenquimatosa del segmento superior del cuerpo ciliar (flecha).

c: córnea; cc: cuerpo ciliar; It segmento inferior; os: ora

serrata; S: segmento superior; Tr: trabecuilum. 4x..

Foto 2 - — Corte sagital ojo derecho, segmento

inferior (E 33 Ha). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Células con pigmento en la región ciliar del epitelio interno del

iris (flechas). 40x.





ES9?P&OIOS 34 ‘Y 35 ¡rIn

Existe una clara asimetría entre la región superior e

inferior del cuerpo ciliar (Lámina 10: foto 1).

La condensación mesenquimatosa se ha acentuado en el tramo

superior, pero sigue contrastando con la del lado contralateral

(Lámina la: foto 1).

Desde este momento, es habitual la presencia de células

positivas para el 13F4 en el segmento superior del cuerpo ciliar

y en la cara profunda del trabeculum (Lámina 10: foto 2)..

También, a partir del estadio 34 aa el epitelio externo del

cuerpo ciliar emite brotes de células pigmentadas y son más

frecuentes en el orbículo ciliar que en los procesos ciliares

(Lámina 10: Loto 3). Sin embargo, la formación de estos brotes

en el tramo superior es muy limitada y no se generaliza hasta el

estadio 35 HE.

En el estroma del iris se detectan células que han adquirido

el epítope que reconoce el 13F4, pero se aprecia que hay dos

intensidades de marcaje en localizaciones diferentes:

- En la mitad periférica del estroma del iris (Lámina 10:

foto 4), un número muy escaso de células exhiben un marcaje igual

al de los mioblastos del cuerpo ciliar.. Estas células, están

ausentes en el tramo superior del iris incluso en el estadio 35

aa.

— En el estroma de la región pupilar un considerable número

de células muestran un marcaje más tenue (Lámina 10: foto 5)..

Algunas de ellas, contienen gránulos de melanina, especialmente

las del segmento superior del iris (Lámina 10: foto 6). Nótese

que estas células están más distanciadas del epitelio externo que
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en los estadios precedentes.

Los mioblastos de la región pupilar los vemos en el estadio

35 Ha como una estructura alejada del epitelio externo y en

continuidad con el epitelio interno (Lámina 11: fotos 1, 2 y 3).

El extremo distal a la pupila de esta estructura asentada

en el estroma parece que se ha fragmentado en pequeños grupos

celulares. También puede observarse que en el segmento temporal

de esta estructura hay pigmento (Lámina 11: foto 1).

El epitelio externo del iris en su porción media, forma

brotes celulares que se dirigen hacia el estroma donde es

evidente la presencia de células con pigmento (Lámina 11: fotos

1 y 2)..

En el epitelio interno del iris la existencia de melanina

comienza a ser frecuente en la región ciliar (Lámina 10: fotos

4 y 5) y a extenderse hacia la zona pupilar (Lámina 11: fotos 1,

2 y 3). Puede notarse que la pigmentación es más intensa en el

lado nasal del epitelio (Lámina 11: foto 3) respecto al lado

temporal (Lámina 11: fotos 1 y 2).
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Foto EL - — Corte sagital ojo izquierdo (E 34 Ha).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Condensación

mesenquimatosa (flechas). 1: segmento inferior; oc: orbículo

ciliar; pc: procesos ciliares; S: segmento superior; Tr:

trabeculum. 4x.

roto 2 - — Detalle del segmento superior del globo

ocular de la foto 1. células positivas para el 13F4 (flechas>.

Tr: trabeculum. lOx.

Fo-Lo 3 - — Detalle del segmento inferior del orbiculo

ciliar de la foto 1. Brotes de células pigmentadas (flechas).

20x.

Foto 4 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del iris (E 34 aH).. Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Célula positiva para el 13F4 (flecha).. Melanina en el

epitelio interno de la región ciliar del iris (puntas de flecha).

Tr: trabecudlum. 20x.

Foto 5 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

interior del iris (E 34 aa). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Células positivas para el 13F4 (flecha). Melanina en el

epitelio interno de la región ciliar del iris (puntas de flecha).

40x.

Foto 6 - — Corte sagital ojo derecho, segmento

superior del iris (E 34 aH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Células marcadas positivamente con gránulos de melanina

en su interior (flecha). 40x.





]LZklY4I ISlA. EL EL -

Fo-Lo EL - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal (E 35 Ha). a-E. Células en el estroma del iris, en

continuidad con el epitelio interno (flecha). Brote de células

pigmentadas (punta de flecha). 40x.

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal (E 35 HE). LI—E. Células en el estroma del iris en

continuidad con el epitelio interno (flecha)- Brotes de células

pigmentadas (puntas de flecha blancas). Pigmento en la zona media

del estroma del iris (puntas de flecha negras). 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

nasal (E 35 EH). E-E. Células en el estroma del iris en

continuidad con el epitelio interno (flecha). 40x.





ESThOTO 36 L¶}{

En este momento hay un destacado incremento de células

marcadas tanto en el cuerpo ciliar como en el iris (Lámina 12:

foto 1).

En el cuerpo ciliar puede observarse la asimetría

morfológica entre los tramos superior e inferior (Lámina 12: foto

1), así como el mayor número de células positivas en el lado

inferior (Lámina 12: foto 3) respecto al superior (Lámina 12:

foto 2).

También se aprecia el diferente grado de pigmentación del

epitelio interno del iris, más acusado en el lado inferior

(Lámina 12: foto 3) que en el superior (Lámina 12: foto 2).

Tanto en el cuerpo ciliar (Lámina 13: foto 1) como en el

iris algunos mioblastos se han fusionado.

En el iris, la asimetría en cuanto al número de células

marcadas no parece existir, pero el marcaje no es uniforme.

Pueden distinguirse tres zonas (Lámina 13: foto 2):

- Pupilar: las células manifiestan un marcaje tenue y no

tienen pigmento..

- Intermedia: hay una heterogeneidad de marcaje pero es

bastante intenso. Algunas células poseen gránulos de melanina.

En el epitelio externo, células parcial o totalmente

despigmentadas han adquirido el epítope que reconoce el 13F4. A

veces este epitelio protuye hacia el estroma y emite brotes

celulares -

- Raíz ciliar: aunque escasas, las células están fuertemente

marcadas y con una morfología bien definidas semejante a los

mioblastos esqueléticos.
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Al final del día 10 de incubación (estadio 36+ Ha) siguen

observándose estas tres zonas <Lámina 14: foto 1), pero en las

regiones nasal e inferior del cuerpo ciliar (Lámina 14: foto 2)

han ocurrido cambios notables. El número de mioblastos ha

aumentado de manera importante y se integran en una masa muscular

bien definida. Los mioblastos han adquirido dos orientaciones

diferentes. Los rostrales son vistos perpendiculares al plano de

corte. Los occipitales resultan ser oblicuos.. Entre esta masa

muscular y el epitelio externo del cuerpo ciliar, el tejido

conjuntivo cuenta con brotes de células pigmentadas y con algún

mioblasto.
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Foto EL - — Corte frontal ojo izquierdo (E 36 aH).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. cc: cuerpo ciliar;

1: segmento inferior; ir: iris; S: segmento superior. 4x.

Foto 2 - — Corte frontal ojo izquierdo (E 36 HE)..

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.. Detalle del segmento

superior del globo ocular.. Pigmentación del epitelio interno del

iris (flecha). lOx.

Fo-Lo 3 - — Corte frontal ojo izquierdo (E 36 ait.

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Detalle del segmento

inferior del globo ocular.. Pigmentación del epitelio interno del

iris (flecha). It: trabeculum lOx.





fl~WIs4Tt’IA. EL3 -

Foto EL - — Detalle de la foto 3 de la lámina 12.

Miotubos (flechas). 20x.

Foto 2— Detalle de la foto 1 de la lámina 12,

segmento superior del iris. Nótese en la región media la

presencia de pigmento en las células marcadas (flechas). Célula

epitelial positiva para el 13F4 (punta de flecha). rc: región

ciliar del iris; rm: región media del iris; rp: región pupilar

del iris. 40x..





flA.t41 ¡STA. EL 4 -

Foto 1 - — Corte parasagital ojo derecho (E 36+1111).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. rc: región ciliar del

iris; rin: región media del iris; rp: región pupilar del iris.

lOx.

Foto

inferior

2 — Corte sagital ojo derecho, segmento

del cuerpo ciliar (E 36+ 1-111). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblastos en el tejido conjuntivo

(flechas). Brotes de células pigmentadas (puntas de flecha).. po:

porción occipital del músculo ciliar; pr: porción rostral del

músculo ciliar.. lOx.





ES9r~r&nrO 37 Hfl

Aún cuando es posible detectar un menor número de células

positivas para el 13F4 en los lados temporal (Lámina 15: foto 1)

y superior del músculo ciliar, la asimetría queda finalmente

corregida en el transcurso de este estadio (Lámina 15: foto 2).

Puede observarse una masa muscular compacta donde las células

están dispuestas en dos direcciones diferentes: las rostrales son

oblicuas al plano de corte y las occipitales aparecen

longitudinales. En el tejido conjuntivo subyacente al músculo

ciliar hay mioblastos y brotes de células pigmentadas.

Las células del músculo ciliar muestran estriaciones

transversales correspondientes a la organización sarcomérica

(Lámina 15: foto 3).

La descripción de la disposición de las células marcadas en

el iris durante el estadio 36 HH sigue siendo similar en el

estadio 37 HH, aunque con una tendencia a mezciarse. Obsérvese

(Lámina 16: foto 1) que en la región ciliar del iris, ahora con

un importante número de células, no parece tan claramente

distinguible de la región intermedia y en la región pupilar

existen mioblastos con un fuerte marcaje.

En el estroma de la región pupilar se aprecia una masa

celular en continuidad con el epitelio posterior, más

intensamente marcada cuanto más alejada de él (Lámina 16: foto

2).

En la región media del epitelio externo del iris siguen

observándose células marcadas que aparentemente se dirigen hacia

el estroma (Lámina 16: foto 1). También en la región media del

iris, pero próximas a la región ciliar, algunas células inmersas
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en el epitelio externo muestran el epítope del 13F4. La presencia

de células positivas con pigmento es habitual en el tramo medio

del iris (Lámina 16: foto 3).

Nótese la diferente pigmentación del epitelio interno del

iris, más acusada en su tramo nasal (Lámina 16: foto 3) que en

el temporal (Lámina 16: foto 1 y 2).

Las primeras fibras con estriaciones transversales en el

esfínter pupilar se detectan en la región ciliar o raíz del iris

(Lámina 16: foto 4).
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Foto ] - — Corte transversal ojo izquierdo (E 37 HH).

Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. co: cuerpo ciliar; 14:

segmento nasal del globo ocular; T: segmento temporal del globo

ocular. 4x.

Foto 2 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

superior del cuerpo ciliar (E 37+ HH). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblastos en el tejido conjuntivo

subyacente al músculo (flechas). Brotes de células pigmentadas

(puntas de flecha) - po: porción occipital del músculo ciliar; pr:

porción rostral del músculo ciliar. lOx.

Foto 3 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del músculo ciliar (E 37+ 1111). Hematoxilina de Mallory.

Estriaciones transversales en las fibras musculares (flechas).

e: esclera. 40x.





flPJ’4TNA~ ±6...

Foto ].~ - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal del iris (E 37 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13P4. Mioblastos fuertemente marcados en la región pupilar

(flechas). Célula del epitelio externo positiva para el 13F4

(punta de flecha). rc: región ciliar del iris. 20x.

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal del iris (E 37 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. rp: región pupilar del iris. 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

nasal del iris (E 37 Iffi). Marcaje con inmunoperoxidasa para el

13F4. Células marcadas con pigmento en la región media (punta de

flecha). Célula del epitelio externo positiva para el 13F4

(flecha). re: región ciliar del iris; rm: región media del iris.

40x -

roto 4 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del iris (E 37+ HH). Hematoxilina de Mallory.

Estriaciones en las fibras del esflnter pupilar (flechas), re:

región ciliar del iris. 40x.





1 Q

ESmA~flIOS 38 v 39 1111
-A AVt,

0,/
“t- ~‘Mt-qx

El músculo ciliar continúa integrado por fibras musculares

dispuestas en dos direcciones. El tejido conjuntivo subyacente

al músculo contiene más mioblastos que en el estadio precedente

(Lámina 1?: foto 1).

En el epitelio externo del cuerpo ciliar y fundamentalmente

en la zona del orbiculo ciliar se observa la existencia de

células positivas para el 13F4 que aparentemente se están

independizando de él (Lámina 17: foto 2, 3 y 4).

Los mioblastos no integrados en la masa muscular comienzan

a fusionarse en el estadio 38 HH y a converger a nivel de la ora

serrata con las fibras de la porción occipital del músculo ciliar

(Lámina 17. foto 5). Este proceso de integración queda

ligeramente retrasado en el tramo superior, pero en el estadio

39 HH es claramente visible.

En el iris, el esfínter pupilar ocupa la práctica totalidad

del estroma <Lámina 18: foto 1). En la región pupilar se nota un

marcaje menos intenso.

El epitelio externo contienen células positivas para el

anticuerpo 13F4 en casi toda su extensión (Lámina 18: foto 2).

Constituyen el esbozo del músculo dilatador. En la mitad

periférica del iris hay miotubos, pero no parecen perder la

conexión con el epitelio. Esfínter y dilatador supuestamente

confluyen en la mitad periférica del iris.

En el estadio 38 MII el epitelio interno del iris está

pigmentado en toda su longitud aunque se nota una menor densidad

de pigmentación en las células más rostrales (Lámina 18: fotos

1 y 2). También el borde pupilar contiene algunos gránulos de
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melanina (Lámina 18: foto 2).

En el estadio 39 Hl! los dos epitelios del iris están muy

pigmentados (Lámina 18: foto 3). La pigmentación del borde

pupilar es menos marcada. Ocasionalmente aparece melanina en la

región pupilar del iris.
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Foto EL - — Corte frontal ojo derecho, segmento

superior (E 38 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para el Í3EM.

Mioblastos en el tejido conjuntivo subyacente al músculo

(flechas). Brotes de células pigmentadas (puntas de flecha). oc:

orbículo ciliar; pc: procesos ciliares; po: porción occipital del

músculo ciliar; pr: porción rostral del músculo ciliar; Tr:

trabeculum. lOx.

roto 2 - — Corte frontal ojo izquierdo, orbículo

ciliar (E 38 Hl!). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Célula positiva para el 13F4 parcialmente despigmentada

separándose del epitelio externo (flecha). 40x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho, orbículo

ciliar (E 38 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Mioblastos con pigmento (flechas), uno de ellos aún está inmerso

en el epitelio externo. 40x.

roto 4 - — Corte frontal ojo derecho, orbículo ciliar

(E 39 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblasto

separándose del epitelio externo (flecha). 40x.

roto 5 - — Corte frontal ojo derecho, segmento

inferior del cuerpo ciliar (E 39 1ff). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblastos integrándose en el

músculo ciliar (flechas). os: ora serrata; po: porción occipital

del músculo ciliar. lOx.





flA~r4EUrJA. 18 -

Foto 1 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal del iris (E 38 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para el

13F4. es: esfínter pupilar; re: región ciliar del iris; rp:

región pupilar del iris. 20x.

Foto 2 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

temporal del iris (E 38 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Células positivas para el 13F4 en el epitelio externo

(flechas). Borde pupilar (punta de flecha). re: región ciliar del

iris; rm: región media del iris; rp: región pupilar del iris.

40x.

Foto 3 - — Corte frontal ojo derecho, segmento

superior (E 39 HHY. Marcaje con ininunoperoxidasa para el 13F4.

Dilatador del iris (flechas). re: región ciliar del iris; rm:

región media del iris; rp: región pupilar del iris. 20x.





1~ISmAflrO 40 11ff

En el músculo ciliar además de las fibras rostrales y

occipitales descritas en estadios precedentes se aprecian unas

fibras internas con disposición relativamente longitudinal que

confluyen cerca de la ora serrata con las fibras occipitales

(Lámina 19: fotos 1 y 2). Siguen detectándose algunos mioblastos

en el tejido subyacente al músculo y brotes de células

pigmentadas (Lámina 19: foto 3).

El esfínter pupilar presenta una positividad homogénea y ya

no es posible detectar el marcaje tenue de la región pupilar

(Lámina 20: fotos 1 y 2).

El borde pupilar está pigmentado y es más patente en el

tramo inferior (Lámina 20: foto 2) que en el superior (Lámina 20:

foto 1).

En la región pupilar del esfínter las fibras musculares han

adquirido gránulos de melanina. También se observa pigmento en

las fibras de la región media (Lámina 20. foto 2).

En la mitad periférica del iris, las fibras del esfínter

tienen estriaciones transversales (Lámina 20: foto 3).

Suprayacente al epitelio externo del. iris se observan

células positivas para el 13F4, pertenecientes al dilatador, que

casi alcanzan la región pupilar (Lámina 20: fotos 1 y 2).

En la zona ciliar (Lámina 21: foto 1) y en la zona media

(Lámina 21: foto 2) hay miotubos y puede notarse que están en

conexión con el epitelio.

Las fibras del dilatador son estriadas (Lámina 21: foto 3).
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Foto SL - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

superior del músculo ciliar (E 40 HE). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. pi: porción interna del músculo

ciliar; po: porción occipital del músculo ciliar; pr: porción

rostral del músculo ciliar. lOx.

Foto 2 - — Detalle de las porciones interna y

occipital del músculo ciliar de la foto 1. pi: porción interna;

po: porción occipital. 20x.

Foto 3 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

superior. Detalle del tejido conjuntivo subyacente al músculo

ciliar (E 40 Ha). Marcaje con inmunoperoxidasa para el 13F4.

Mioblastos (flechas). Células con melanina (puntas de flecha).

20x.





1LPU43L IYJA. 20 -

roto SL - — Corte transversal ojo derecho, segmento

temporal del iris (E 40 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Dilatador (flechas). Borde pupilar (punta de flecha).

es: esfínter pupilar. rc: región ciliar del iris; rp: región

pupilar del iris- 20x.

Foto 2 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del iris (E 40 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Pigmento en la porción media del esfínter (flecha).

Pigmento en la porción pupilar del esfínter (punta de flecha).

re: región ciliar del iris. 20x.

Foto 3 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del iris (E 40 HH). Hematoxilina de Mallory. Estrías

transversales en las fibras del esfínter pupilar (flechas). re:

región ciliar del iris; re>: región media del iris. AOx.
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Foto SL — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

nasal del iris (E 40 III-!). Marcaje con inmunoperoxidasa para el

13F4. Mioblastos fusionados (flecha). re: región ciliar del iris;

rm: región media del iris. 40x.

Foto 2 - — Corte sagital del ojo derecho, segmento

superior del iris (E 40 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Mioblastos fusionados (flecha). rin: región media del

iris. 40x.

Foto 3 Corte sagital ojo derecho, segmento superior

del iris (E 40 HH). Hematoxilina de Mallory. Estriaciones en las

fibras del dilatador pupilar (flecha). 40x.
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El músculo ciliar está integrado por tres porciones:

rostral, occipital e interna. Esta última cuenta con un menor

número de células musculares (Lámina 22. foto 1).

En la región media del iris el epitelio interno sigue

generando brotes de células pigmentadas hacia el esfínter. El

borde pupilar está ahora también muy pigmentado en el tramo

superior. En los distintos segmentos del ojo parece que el borde

pupilar emite células pigmentadas hacia el estroma de la región

pupilar del iris (Lámina 22: foto 2).

El músculo dilatador cubre casi la totalidad del epitelio

externo. Puede apreciarse las fibras del dilatador en las

regiones ciliar y media. La zona más rostral del epitelio queda

exenta de estas células (Lámina 22: foto 3).
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Foto £ - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

superior del músculo ciliar (E 42 HH). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblastos (flecha). Brotes de

células pigmentadas (puntas de flecha), pi: porción interna del

músculo ciliar; po: porción occipital del músculo ciliar; pr:

porción rostral del músculo ciliar. lOx.

Foto 2 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

temporal del iris (E 41 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Brote del epitelio externo en la región media del iris

(flecha). Pigmento en el estroma de la región pupilar del iris

(punta de flecha). rin: región media del iris. 20x.

Foto 3 - — Corte transversal ojo derecho, segmento

nasal del iris (E 41 HH). Marcaje con inmunoperoxidasa para el

13F4. Mioblastos del dilatador fusionados <flechas>. re: región

ciliar del iris; rm: región media del iris; rp: región pupilar

del iris. 20x.
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El músculo ciliar no ha sufrido modificaciones importantes.

Sigue integrado por las tres porciones anteriormente descritas.

En el tejido conjuntivo subyacente al músculo se observan algunos

mioblastos y brotes de células pigmentadas (Lámina 23: foto 1).

Los dos epitelios del iris están fuertemente pigmentados así

como el reborde pupilar (Lámina 23: fotos 2, 3 y 4).

En la región pupilar, el esfínter y el estroma contienen

melanina (Lámina 23. fotos 2, 3 y 4). En la región media del iris

continúa detectándose la existencia de brotes pigmentados

procedentes del epitelio externo (Lámina 23. fotos 2 y 4).

Puede apreciarse que la región pupilar del esfínter está

formada por células musculares lisas; el resto del músculo está

constituido por fibras musculares estriadas (Lámina 24).

Al final del desarrollo embrionario (estadio 45 Hl-O se

observa que las fibras del dilatador a pesar de haber avanzado

rostralmente no alcanzan la región pupilar del iris (Lámina 23:

foto 4).
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Foto SL - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

superior del músculo ciliar (E 45 HE). Marcaje con

inmunoperoxidasa para el 13F4. Mioblastos (flechas)- Brotes de

células pigmentadas (puntas de flecha). pi: porción interna del

músculo ciliar; po: porción occipital del músculo ciliar; pr:

porción rostral del músculo ciliar. lOx.

Foto 2 - — Corte transversal ojo izquierdo, segmento

temporal del iris (E 43 EH). marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Pigmento en la región media del esfínter pupilar

(flecha). Pigmento en la región pupilar del iris (punta de

flecha). rm: región media del iris. 20x.

Foto 3 - — Corte sagital ojo izquierdo, segmento

inferior del iris (E 44 HE). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Mioblastos del dilatador fusionados (flecha). Pigmento

en la región pupilar del iris (punta de flecha) - re>: región media

del iris; rp: región pupilar del iris. 20x.

Foto 4 - — Corte sagital ojo derecho, segmento

inferior del iris (E 45 EH). Marcaje con inmunoperoxidasa para

el 13F4. Mioblastos del dilatador fusionados (flechas pequeñas).

Pigmento en la región media del esfínter pupilar (punta de

flecha). Pigmento en la región pupilar del iris (flecha grande).

rin: región media del iris. 20x.
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Com~os ic i~n totoqrát jo a - — Corte

sagital ojo izquierdo, segmento inferior del iris (E 44 EH).

Hematoxilina de Mallory. Estriaciones en las fibras del esfínter

(flechas). rc: región ciliar del iris; rin: región media del iris;

rp: región pupilar del iris. 40x.
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Al estudiar la morfogénesis de la musculatura intrínseca

ocular, hemos observado algunos hechos concernientes al

desarrollo del cuerpo ciliar y del iris. Antes, nos ocuparemos

de una cuestión que podría ser meramente terminológica pero que

en los últimos años, con el fin de esclarecerla, ha creado

disparidad de criterios.

Son muchos los autores que asimilan el crecimiento de la

copa óptica con la formación del iris (LEPLAT. 1912; LINDAHL,

1915; ROMAiNOFF, 1960; BRIbU y col.., 1965; FERRARI y KOCH, 1984a

y 1984b). Otros consideran que se trata del cuerpo ciliar

(COIiJLOMBRE y COTILOMBRE, 1957; BEEHE, 1986; REICHMAN y BEEBE,

1990) -

STROEVA(1963), CLAVERT (1972), BARDyROSS(1982ay1982b),

proponen que el crecimiento de la copa óptica constituye el

esbozo común cuerpo ciliar—iris.

Nosotros hemos observado (Lámina 5: fotos 1, 3 y 4; Lámina

6: foto 2), al igual que BAtID y ROSS (1982a) y en contra de la

opinión de COULOMBREy COIJLOMBRE (1957) que al formarse los

procesos ciliares queda una zona más rostral sin plegarse y

correspondería al iris.

Salvo los trabajos de STROEVA <1967) y BAtID y ROSS (1982a

y 19821,), donde se identifica la segregación de los territorios

del cuerpo ciliar y del iris poco antes de la formación de los

procesos ciliares, no conocemos ningún otro donde se precisen

criterios claros sobre esta segregación.

Así, en un estudio reciente REICHMAN y BEEBE (1990)

utilizando inmunohistoquimica para acetilcolinesterasa marcaron
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la región más periférica de la copa óptica y aseguran que se

trata del presuntivo cuerpo ciliar y no del iris o de la retina

anterior, pero lo que no explican es si en estadios posteriores

también el iris es positivo.

Por tanto, parece más adecuado considerar un rudimento común

cuerpo ciliar—iris.

Con la salvedad de la confusión terminológica existente, el

borde de la copa óptica comienza a elongarse entre los días 7 y

8 (LEPLAT, 1912; LINDALIL, 1915; ROMANOFF, 1960), en el día 6 de

incubación (BRINÍ y coL., 1965) o en el estadio 30 EH (FERRARI

y KOCH, 1984a).

Nuestros resultados muestran que el crecimiento se inicia

en el estadio 29 EH (6 - 6½ días de incubación) (Lámina 3: fotos

1 y 2). También BARD y ROSS (1982b) detectaron un considerable

aumento de la presuntiva región ciliar entre los estadios 29 al

30 de fin.

La asimetría es una característica constante en el

desarrollo del esbozo cuerpo ciliar-iris <FERRARI yXOCH, 1984a),

del cuerpo ciliar (COULOMBREy COULOMBRE, 1957; BARD y ROSS,

1982a y 19821,; REICHMAN y BEEBE, 1990) y del iris (FERRARI y

KOCH, 1984a y 1984b).

Los datos que hemos obtenido ratifican la existencia de

asimetría en el transcurso del desarrollo del cuerpo ciliar y del

iris, así como en el de su esbozo comun.

Podría parecer aventurado por nuestra parte intentar

interpretar las observaciones referentes a la asimetría, ya que

las cabezas de los embriones no fueron orientadas con este fin

y los cortes para los globos oculares resultan en cierta medida

oblicuos.
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DURAND (1893a), a raíz de su estudio sobre el iris insiste

en la importancia de la orientación de los cortes para conocer

la exacta disposición de las fibras musculares. Creemos que

también debe tenerse presente en un estudio sobre la asimetría;

pero no fue planteado como objeto de estudio..

Ahora bien, la elongación del borde de la copa óptica es

visible primero en el tramo nasal (Lámina 3: fotos it y 3),

después en el inferior y en el temporal (Lámina 4: fotos 1, 2 y

3). Parece lógico proponer que el crecimiento comience en la

región inferonasal, con ello se elimina el error por oblicuidad

de los cortes. Siguiendo con el mismo planteamiento, el

desarrollo continúa en el área inferotemporal. Finalmente, el

esbozo se forma en la porción superior.

El criterio que hemos utilizado para identificar el

territorio correspondiente al iris es la aparición de los

procesos ciliares, ya que como antes explicamos, rostral a ellos,

la zona que queda sin plegarse corresponde al iris. En este

sentido, cuerpo ciliar e iris, como tales territorios, aparecen

simultáneamente (Lámina 5: foto 1; Lámina 6: foto 2).

La observación de que los procesos ciliares se forman en

este orden: tramo nasal (Lámina 5: foto 1), inferior (Lámina 5:

foto 4), temporal (Lámina 6: foto 1) y superior (Lámina 7: foto

1), nos lleva a sugerir que el desarrollo del cuerpo ciliar y del

iris sigue una secuencia análoga a la de su primordio. No

obstante, carecemos de elementos de juicio para discernir cual

de los dos cuadrantes, superotemporal o superonasal es el último

en formarse. Esto es, si el crecimiento avanza en un sentido a

partir de un punto o en dos direcciones opuestas.

FERRARI y KOCII (1984a) afirmaron que la diferenciación del

— 131 —



iris ocurre como la de su esbozo. Mediante examen macroscópico

de ojos disecados consideran que el crecimiento es secuencial

alrededor del ojo, comenzando por la región temporal adyacente

a la fisura coroidea. (Téngase en cuenta que la fisura coroidea

queda en el cuadrante inferonasal).

Para COTJLOI4BRE y COULOMBRE(1957) también por medio de un

estudio macroscópico determinaron que los procesos se inician en

la región anterointerior (inferonasal) por debajo de la fisura

coroidea (entendemos en dirección temporal) y una vez cubierto

un cuarto de circunferencia, y continuando esta dirección de

avance, se inicia la formación de procesos ciliares en sentido

opuesto, por encima (entendemos en dirección nasal) a la fisura

coroidea.

Los resultados de FERRARI y KOCH (1984a) discrepan

profundamente con los obtenidos por COULO14BREy COIJLOMBRE (1957).

Aunque nuestros datos pueden parecer en principio más

próximos a los de COULOMBREy COULOMBRE(última región formada

la superior) es evidente que según la propuesta de FERRARI y

KOCH, la última zona donde nosotros detectaríamos cambios sigue

siendo la superior ya que si bien ellos encuentran que el último

tramo formado es el inferonasal, parte de este cuadrante también

es el primero que se desarrolló.

Creemos, y ambas teorías lo confirman, que son los segmentos

nasal e inferior respecto al temporal y al superior los que

muestran más pronto indicios de diferenciación.

REICHMAN y BEEBE (1990) hallaron una mayor intensidad de

marcaje en el lado nasal que en el temporal durante los estadios

25 al 30 HE, en lo que denominan esbozo del cuerpo ciliar y

estaría de acuerdo con nuestra propuesta.
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Sin embargo, BARD y ROSS (1982a y 1982b) afirman sin más

detalles, que los procesos ciliares se inician en el lado

temporal.

La dirección en que se lleva a cabo la formación del esbozo

cuerpo ciliar—iris y de los procesos ciliares es un problema sin

resolver y resulta curioso que en los estudios referentes a la

asimetría nunca exista una discusión con los trabajo precedentes.

Respecto a la asimetría del cuerpo ciliar, COULOMBREy

COULOMBRE(1957) estudiaron la relación entre el segmento nasal

y temporal del cuerpo ciliar. Aseguran que el cuerpo ciliar deja

de ser simétrico a partir del día 8 de incubación. Nosotros no

hemos realizado mediciones pero nos parece que en el estadio 33

HH ya existe una clara asimetría entre los segmentos superior e

inferior (Lámina 9: foto 1) y no resulta tan acusada entre los

lados nasal y temporal.

En cuanto al iris FERRARI y KOCH (1984a) y PEIRONE y col..

(199a) manifiestan que el desarrollo del esfínter pupilar (a

propósito de la porción estriada) comienza en el cuadrante

inferotemporal.

Nuestros datos no pueden confirmarlo puesto que únicamente

notamos una ausencia de marcaje en el lado superior durante los

estadios 34 y 35 HE. En el estadio 36 EH ya no se aprecia

asimetría (Lámina 12: fotos 1, 2 y 3). Pensamos que tal vez no

nos es posible detectar la asimetría inicial de la musculatura

puesto que observamos células musculares diferenciadas y en esta

época la asimetría podría haberse atenuado parcialmente. Los

anteriores autores se refieren a células musculares presuntivas.

Más adelante discutiremos sus resultados sobre la diferenciación

del esfínter pupilar.
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En nuestros resultados hemos observado otros ejemplos de

asimetría tanto en el cuerpo ciliar como en el iris que no han

sido descritos:

— Desde el estadio 34 HE tiene lugar la formación de los

brotes celulares a partir del epitelio externo del cuerpo ciliar

(Lámina 10: foto 3).. Este proceso se retrasa en el tramo

superior, son prácticamente inexistentes en el estadio 34 EH

(Lámina 10: foto 2).

— La condensación inesenquimatosa cuando está constituida,

estadio 33 HE, es más patente en el lado inferior que en el

superior (Lámina 9: foto 1).

- La presencia de células positivas para el 13F4 en el tramo

superior del cuerpo ciliar se detecta en el estadio 33 EH. Con

anterioridad (estadio 32 EH) el resto de los segmentos muestran

células marcadas (Lámina 7: tato 2).. Puede notarse que existe un

menor número de células positivas en el tramo superior (Lámina

12: foto 2) respecto al inferior (Lámina 12: foto 3) y en el

tramo temporal respecto al nasal (Lámina 15: foto 1). La

asimetría, en cuanto al número de células marcadas parece

corregirse durante el estadio 37 HE (Lámina 15: foto 2).

— Tanto la estructuración de las fibras del músculo ciliar

en dos orientaciones diferentes (Lámina 14: foto 2), como la

organización de su porción interna (Lámina 17: foto 5) están

ligeramente retrasadas en el tramo superior.

- La pigmentación del epitelio interno del iris no es

sincrónica.. Los segmentos nasal (Lámina 8: foto 2) e inferior

(Lámina 9: foto 2) adquieren gránulos de melanina más pronto que

sus segmentos contralaterales. También se aprecia que son los

segmentos nasal (Lámina 11: foto 3) e inferior (Lámina 12: foto
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3) respecto a los segmentos temporal (Lámina 11: fotos 1 y 2) y

superior (Lámina 12: foto 2) los que presentan mayor cantidad de

melanina durante el transcurso de la pigmentación. Por tanto, los

segmentos del globo ocular que primero se desarrollan son los que

antes se pigmentan..
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La aparición de los procesos ciliares ocurre según distintos

autores durante los días 9 a 10 de incubación (KESSLER, 1877) en

el día 8 de incubación (COULOMBREy COULOMBRE, 1957) o en el

estadio 29 HE (BAtID y ROSS, 1982a)- Nosotros situamos su inicio

en el estadio 30 EH (6½ - 7 días de incubación) (Lámina 5: fotos

1 y 3) y observamos que en el estadio 32 EH (Lámina 7: foto 1)

han cubierto la circunferencia del cuerpo ciliar y no en el

estadio 33 HE como proponen BARD y ROSS (1982a).

En cuanto al desarrollo de la musculatura ciliar en aves tan

solo LEPLAT (1912) y LUCCHI y col. (1974) se ocupan de ella.

Ambos estudios describen la formación de una condensación

mesenquimatosa en el día 8½ de incubación (LEPLAT, 1912) o en el

día 9 de incubación (LUCCIII y col., 1974), que identifican como

esbozo del músculo ciliar.

LEPLAT <1912) describe mioblastos en el día 10, pero LUCCEI

y col.. (1974) no los encuentran hasta el día 11 de incubación.

Según nuestros datos, la condensación mesenquimatosa queda

establecida en el estadio 33 HE (7½ — 8 días de incubación)

(Lámina 9: foto 1) y en el estadio precedente es visible en el

ángulo iridocorneal (Lámina 7: foto 1).

Con el anticuerpo monoclonal 13F4 hemos observado que las

primeras células musculares diferenciadas aparecen en el estadio

32 HE (7½ días de incubación) (Lámina 7: foto 2) en el seno de

la incipiente condensación mesenquimatosa. Las células positivas

para el anticuerpo van siendo más numerosas pero es en el estadio

36 MII (10 días de incubación> cuando se produce un considerable
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aumento de células marcadas y comienzan a fusionarse para formar

miotubos (Lámina 13: foto 1).

Para LEPLAT (1912) y L(JCCHI y col.. <1974) los miotubos no

están presentes hasta el día 11 de incubación aunque, de acuerdo

con ellos, las estriaciones transversales del músculo son

distinguibles en esta fecha, estadio 37 EH (Lámina 15: foto 3).

Puede notarse que durante los estadios 36 y 37 HH tienen

lugar los cambios más acusados en la morfogénesis de la

musculatura ciliar. Hay gran incremento de células diferenciadas,

fusión de mioblastos (Lámina 13: foto 1) y organización de las

fibras musculares en dos direcciones diferentes (Lámina 14: foto

2).

Durante los estadio 37 a 39 EH puede detectarse la presencia

de células marcadas en el tejido conjuntivo subyacente al músculo

ciliar pero no integradas en él (Lámina 15: foto 2; Lámina 17:

fotos 1 y 5).

En el estadio 40 HE, y coincidiendo con LEPLAT <1912),

observamos una tercera porción en el músculo ciliar <Lámina 19:

fotos 1 y 2). A partir de este estadio y hasta la eclosión el

número de mioblastos no incorporados a la estructura muscular es

muy reducido (Lámina 19. foto 3; Lámina 22: foto 1; Lámina 23:

foto 1).

Basándonos en este hecho sugerimos que son estas células las

que en el estadio 40 EH forman la porción más interna del músculo

ciliar.

Tanto LEWIS (1903) como LEPLAT (1912) indican que el

epitelio externo de la retina ciliar produce brotes celulares

pigmentados a partir del día 9½ de incubación. Estos brotes, para

LEPLAT, cesan en el día 13 aunque LEWIS los continua visualizando
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hasta el final de su estudio, día 14 de incubación. Este último

autor también detecta de forma ocasional brotes procedentes de

los procesos ciliares al final del día 7 de incubacion.

Hemos encontrado que los brotes en los procesos ciliares y

en el orbículo ciliar han roto la lámina basal en el estadio 34

EH (8 días de incubación) (Lámina 10: foto 3) y los continuamos

observando en el estadio 45 EH (Lámina 23: foto 1)..

LEPLAT (1912) afirma que estos brotes se transforman en

células pigmentadas y que no hay mioblastos que contengan

melanina -

La técnica inmunohistoquimica para el 13F4 nos ha permitido

observar que en el epitelio externo del orbiculo ciliar existen

células parcialmente despigmentadas y positivas para el 13F4 que

aparentemente migran hacia el tejido conjuntivo suprayacente

(Lámina 17: fotos 2, 3 y 4). Creemos que estas células podrían

formar parte de la porción interna del músculo ciliar ya que las

detectamos durante los estadios 38 y 39 EH, momento en el que

aumenta el número de mioblastos en el tejido conjuntivo

subyacente al músculo (Lámina 17: foto 1) y comienza a

organizarse la porción interna (Lámina 17: foto 5).
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Ya hemos referido con anterioridad la tendencia por parte

de muchos autores a identificar la elongación del extremo rostral

de la copa óptica con el iris.

BARDy ROSS (1982a y 19821,) reconocen en el embrión de poílo

del estadio 28 HE la segregación del territorio cuerpo ciliar—

iris. Según el criterio que nosotros hemos utilizado (formación

de los procesos ciliares) el iris como tal territorio aparece en

el estadio 30 EH (6½ — 7 días de incubación) (Lámina 5: fotos 1

y 4). Para COULOMBREy COULOMBRE(1957) el iris se origina entre

los días 9 a 10 de incubación por el crecimiento del borde libre

del cuerpo ciliar.

Se han propuesto dos teorías sobre la dirección de

pigmentación del epitelio interno del iris: EL—HIFNAWI y

HINRICHSEN (1975) afirman que progresa desde el borde pupilar

hacia el borde ciliar del iris; GABELLA y CLARKE (1983), FERRARI

y KOCH (1984a) sostienen que avanza en sentido contrario.

Nuestros datos, muestran que ambas teorías son válidas y no

excluyentes, es decir, el iris tiende a pigmentarse en las dos

direcciones aunque no de forma simultánea; pero la dirección que

prevalece es la defendida por FERRARI y KOCH (1984a).

Como puede observarse, el segmento de la copa óptica que

primero se elonga, segmento nasal, contiene menos pigmento en el

borde pupilar (Lámina 3: foto 2; Lámina 4: foto 4) que aquellos

que retrasan su elongación; incluso, el pigmento puede sobrepasar

el borde pupilar y localizarse en las células del epitelio

interno adyacentes al borde pupilar (Lámina 3: foto 4; Lámina 4.
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foto 3). Esto es señal inequívoca de la progresión propuesta por

EL-HIFNAWI y HINRICHSEN (1975).

Tal y como estableció COLLIN (1903a y 1903b) el epitelio

interno se divide más rápido que el externo y se incurva sobre

él. La continuidad de los epitelios se pierde en el extremo

pupilar y quedan perfectamente demarcados.

Pensamos que desde el momento en que se produce la eversión

del epitelio interno, la progresión del pigmento hacia la raíz

o borde ciliar del iris se detiene. Prueba de ello es que no

aumenta la cantidad de gránulos de melanina en el borde pupilar

(Lámina 6: fotos 2 y 3; Lámina 8: fotos 1, 2 y 3).

Poco después de interrumpirse el proceso de pigmentación del

epitelio interno del iris desde el borde pupilar hacia la raíz,

ésta comienza a presentar melanina (Lámina 8: foto 2; Lámina 9:

foto 2; Lámina 10: fotos 4 y 5). En estadios posteriores se

observa pigmento en la zona media (Lámina 11: foto 3; Lámina 12:

foto 3; Lámina 16: foto 2) y finalmente en el borde pupilar

(Lámina 20: fotos 1 y 2). En definitiva es el avance propuesto

por GAHELLA Y CLAREE (1983) y FERRARI y KOCH (1984).

Al igual que GABELLA y CLARKE (1983) creemos que ambos

epitelios están totalmente pigmentados en el estadio 38 H]’¡ (12

días de incubación) (Lámina 18: fotos 1 y 2) puesto que en el día

10 de incubación (Lámina 12: fotos 2 y 3), como proponen EL—

IIIFNAWI y HINRICHSEN (1975) y FERRARI y KOCH (1984a), no todas

las regiones han adquirido melanina. La disparidad de fechas

podría ser debida a la zona estudiada, sin tener presente la

asimetría que nosotros hemos sugerido.

La denominada lamela epitelial por GABELLA y CLARKE (1983)

ha sido reconocida por diferentes autores.. Difieren en su
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procedencia, en el modo de edificarse y en el estadio de su

formación.

LEWIS (1903) afirma que proviene del epitelio externo del

iris, el cual emite un brote celular de gran tamaño desde la

región pupilar para formar una banda continua en el día 10 de

incubación. FERRARI y KOCH (1984a) aunque sostienen que se trata

de varios brotes celulares, coinciden en señalar este hecho y

también YAMASIIITA y SOHAL (1986) pero para estos últimos se

constituye en el estadio 35 EH (8½ — 9 días de incubación).

COLLIN (1903a y 1903b) sostiene que la lamela tiene su

origen, a partir del día 8 de incubación, en la eversión del

epitelio posterior. Para LEPLAT (1912) ocurre en el día 7 de

incubación, o según LUCCHI y col. <1974) y PEIRONE y col. (1990),

en el día 9 de incubación. GABELLA y ChARRE (1983) afirman que

el epitelio interno genera primero brotes celulares (día 9 de

incubación) para un día después formar la lamela epitelial y

alcanzar su máximo desarrollo en el día 11. La lamela deja de ser

visible en el día 14 de incubación.

Nuestros resultados indican que es la región evertida del

epitelio interno la que en el que en el estadio 32 HE (7½ días

de incubación) se introduce en el mesénquima (Lámina 7: fotos 3

y 4) y conforma la lamela tal y como puede observarse en el

estadio 35 HE (8½ - 9 días de incubación) (Lámina 11: fotos 1,

2 y 3). La formación de esta estructura no parece que sea debida

a la coalescencia de brotes puesto que nunca hemos detectado la

pérdida de conexión con su epitelio matriz. Creemos que no sólo

un buen procesamiento sino también una dirección de corte

afortunada revela su verdadera estructura y su procedencia..

Hemos podido observar gránulos de pigmento en la lamela

— 141 —



(Lámina 11: foto 1).. Únicamente LEPLAT (1912) y VAMASHITAy SOHAL

(1986) lo admiten.

Para LEPLAT (1912) la existencia de melanina sería

justificable porque el epitelio interno al evertirse podría

arrastrar alguna célula del epitelio externo.

Desde nuestra perspectiva, la melanina presente en la

lamela, es un reflejo del desplazamiento celular experimentado

por la región evertida para construir dicha lamela. Como puede

apreciarse, el pigmento presente en el borde pupilar y en el

epitelio interno adyacente al borde pupilar <Lámina 3: foto 4;

Lámina 4: foto 3), en estadios más avanzados deja de ser visible

en estas zonas y se detecta en las células de la región evertida

que se están introduciendo en el estroma del iris (Lámina 7: foto

4; Lámina 8: foto 1). Más tarde, el pigmento se localiza en

regiones de la lamela relativamente distales al borde pupilar

(Lámina 11: foto 1). También puede notarse que la pigmentación

de la región evertida es más abundante en aquellos tramos del

globo ocular que realizan más tarde su elongación (Lámina 7: foto

4; Lámina 8: foto 1; Lámina 10: foto 6), y como hemos explicado

anteriormente, adquieren más cantidad de melanina. Entonces, la

melanina puede ser utilizada como un marcador más o menos preciso

de las posiciones celulares. Esta precisión depende de si no

existen mitosis en la lamela durante su constitución.

COLLIN (1903a y 19031,) explica que la eversión del epitelio

interno crece y se introduce en el estroma por división de sus

células y las del epitelio posterior..

GABELLA y CLAREE <1983) afirman que en la lamela no hay

mitosis. Su formación depende de las divisiones del epitelio

interno.
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/1

‘.2’~Parece más aceptable admitir un empuje desde el epitelio

interno (independientemente de si existen o no mitosis en la

lamela) que una inserción celular por parte del epitelio externo

el cual, aunque emite brotes celulares, queda aparentemente bien

delimitado de la región evertida (Lámina 11: fotos 1 y 2).

Los primeros signos de diferenciación muscular aparecen en

el estadio 34 HE. Puede distinguirse, en la región pupilar del

iris unas células con una intensidad de marcaje tenue (Lámina 10:

fotos 5 y 6) frente a otras poco numerosas y fuertemente marcadas

localizadas en la mitad periférica del iris (Lámina 10: foto 4).

Estas últimas tienen una morfología y un marcaje igual a los

mioblastos esqueléticos que muestran RONGy col- <1987 y 1990).

La diferenciación muscular estriada es detectada en estadios

posteriores por otros autores. En el estadio 35 EH (NARAYANANy

NARAYANAN> 1981), al final del 36 HE (GA.BELLA y CLARKE, 1983),

en el 37 EH (BRINI y col.., 1964; LUCCHI y col.., 1974; FERRARI y

KOCII, 1984a; YAI4ASHITA Y SOHAL, 1986). Tan sólo PEIRONE y col.

(1990), en el estadio 25 MM encuentran entre la población

mesenquimatosa del cuadrante inferotemporal de la copa óptica

algunas células que poseen características ultraestructurales

semejantes a los mioblastos presuntivos. En esta población

mesenquimatosa ciertas células presentan actividad

acetilcolinesterasa. A microscopia de luz también identificaron

células positivas para la desmina. La actividad

acetilcolinesterasa no fue encontrada por LUCCHI y col.. <1914)

hasta el día 9 de incubación <estadio 35 HM) o hasta el estadio

31 HE por NABAYANANy NARAYAIIAI4 (1981). También REICHMANy HEEBE

(1990) detectaron acetilcolinesterasa en el estadio 25 HE pero

localizada en el epitelio ciliar y no en las células del estroma
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próximas al epitelio como proponen PEIRONE y col. <1990). Además

estos autores no presentan el seguimiento del marcaje con desmina

a lo largo del desarrollo; sólo muestran la positividad en el

estadio 25 HE.. También nos resulta extraño que futuras células

musculares sean positivas para la desmina no antes, sino mucho

antes de encontrar el epítope del 13F4. El músculo cardíaco y el

miotomo se marcan con este último anticuerpo en estadios muy

precoces (RONG y col-, 1987 y 1990) y la positividad para la

desmina aparece un poco después (RONG y col., comunicación

personal).

No tenemos ningún indicio para pensar que en la musculatura

intrínseca ocular sea distinto.. Aún más, la segregación de los

territorios cuerpo ciliar e iris en el estadio 25 HE no ha tenido

lugar (BARD y ROSS, 1982a y 1982b) ni siquiera la copa óptica se

ha elongado. Desconocemos el motivo por el que PEIRONE y col.

(1990) suponen que son los mioblastos del iris y no los del

cuerpo ciliar, cuando en nuestros resultados es evidente que son

los del cuerpo ciliar los primeros que se detectan con el 13F4

(Lámina 7: foto 2).

GABELLA y CLARKE (1983) y YAMASHITAy SOHIAL (1986) afirman

que la región más distal de la lamela se fragmenta en grupos

celulares que muestran características de células musculares

lisas en los estadios 36 o 35 EH respectivamente. LUCCEI y col.

(1974) y también mediante microscopia electrónica de transmisión

sostienen que las células de la lamela se transforman en

musculatura estriada. BRINI y col. (1964) y MLJSSINI y col.. <1976)

manifiestan que durante la diferenciación de las células

epiteliales a células musculares estriadas se pasa por un estado

intermedio de células musculares lisas.. Cabe pensar que ante
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imágenes semejantes, existen diferentes criterios..

El anticuerpo monoclonal 13F4 marca secuencialmente la

diferenciación muscular cardíaca, esquelética y lisa. Durante los

estadios iniciales en que se detecta la positividad para el 13F4

en el músculo liso, el marcaje que exhibe es más tenue que el que

manifiesta el músculo estriado en sus fases iniciales (RONG y

col., 1987 y 1990).

En el estadio 34 EH la región evertida del epitelio interno

del iris, o futura lamela epitelial, es positiva para el 13F4

(Lámina 10: fotos 5 y 6). Su intensidad de marcaje es más débil

que la que muestran los mioblastos de la porción periférica del

iris (Lámina 10: foto 4) o los del músculo ciliar (Lámina 12:

foto 3).. Este marcaje diferencial se aprecia hasta el estadio 39

EH (Lámina 13: foto 2; Lámina 14: foto 1; Lámina 16: fotos 1 y

2; Lámina 18: fotos 1 y 3) y queda siempre confinado a la región

pupilar. No hemos encontrado ninguna otra zona con este marcaje,

esto es, en la que se forme músculo liso.

PEIRONE y col.. (1990) afirman que aunque la lamela epitelial

contribuye a la formación de la musculatura lisa del esfínter,

es el epitelio externo el responsable de la formación de la mayor

parte del músculo liso mediante la emisión de brotes entre los

estadios 35 a 40 EH.

Muchos investigadores también reconocen que el epitelio

externo del iris origina a cierta distancia de la pupila brotes

de células pigmentadas, pero discrepan sobre el proceso de

diferenciación que sufren estos brotes.

LEWIS <1903) considera que se diferencian en células

musculares estriadas si antes de independizarse del epitelio se

han despigmentado. Para LEPLAT (1912) las células que se separan

— 145 —



del epitelio entre los días 9 a 12 de incubación dan lugar a

mioblastos, las que se desprenden entre los días 14 a 20 de

incubación permanecen como células pigmentadas.

GABELLA y CLARKE <1983), FERRARI y KOCH (1984a), YAMASHITA

y SOHAL (1986) niegan la participación de estas células en la

formación de la musculatura tanto lisa como estriada..

De igual modo hemos encontrado estos brotes entre los

estadios 35 a 45 1-lE (Lámina 11: fotos 1 y 2; Lámina 23: foto 4)

y pensamos que existen razones evidentes para apoyar parte de la

idea de LEWIS <1903). Las células que emigran poseen pigmento

(Lámina 11: foto 2), pero no se detecta acúmulo de estas células

en el estroma. Podrían entonces despigmentarse progresivamente.

Desde el estadio 36 EH, en la zona media del estroma del iris

aparecen células marcadas, algunas de estas células además de ser

positivas para el anticuerpo contienen gránulos de pigmento

(Lámina 13: foto 2)- Por lo tanto según nuestras observaciones

el epitelio externo sí que contribuye a la formación de la

musculatura, aunque sus células no se hayan despigmentado

completamente antes de separarse del epitelio.

EL—HIFNAWI y HINRICHSEN <1975) encontraron en el epitelio

externo del iris células total o parcialmente despigmentadas e

insinúan (puesto que no aportan pruebas) que estas células

participarían en la formación del esfínter pupilar. Nuestros

datos muestran que efectivamente, en el epitelio externo existen

células positivas para un anticuerpo específico de diferenciación

muscular y musculatura adulta (Lámina 13: foto 2; Lámina 16: foto

1).

La intensidad de marcaje de estas células así como el de las

células de la región media del esfínter es muy similar a las de
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la región ciliar (mioblastos esqueléticos)- Estas células son

detectadas en el estadio 36 EH (Lámina 13: foto 2) coincidiendo

con el incremento de mioblastos esqueléticos y no en el estadio

34 HE donde se observa positividad para la musculatura lisa.

Por otro lado, en el estadio 36 EH en la zona central del

iris se han formado miotubos y en estadios más avanzados esta

región contiene fibras estriadas (Lámina 24).

Entendemos que son pruebas suficientes para involucrar al

epitelio externo en la formación de la musculatura estriada.. Por

ello discrepamos de GABELLA y CLARKE <1983) y de YAMASHIYA y

SOHAL <1986 y 1987) para quienes la musculatura estriada procede

en su totalidad de mesénquima. NAKANOy NAXAMURA(1985) afirman

que el origen es de cresta neural pero manifiestan que sus

resultados no excluyen la posibilidad de que algunas células

estriadas se originen del epitelio.

Igualmente nuestra propuesta sobre el destino de los brotes

celulares generados por el epitelio externo nos lleva a

cuestionar la hipótesis de PEIRONE y col.. <1990); para ellos,

como ya se ha comentado, los epitelios externo e interno del iris

participan en la génesis de la musculatura lisa. Esto además,

implicaría un gran número de células musculares lisas. GABELLA

y CLARKE (1983) afirman el predominio de la musculatura lisa

sobre la estriada hasta el día 14 de incubación (estadio 40 EH).

También YAMASHITA y SOHAL C1986) opinan que sólo a partir del

estadio 41 EH la musculatura estriada es más abundante que la

lisa. GABELLAy CLARKE <1983) manifiestan que no pueden explicar

la regresión de las células musculares lisas ya que no observan

degeneración muscular.

Apelando al marcaje diferencial que proporciona el
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anticuerpo 13F4 entre músculo liso y estriado reiteramos que la

musculatura lisa desde el inicio de su desarrollo queda confinada

a la región pupilar (Lámina 13: foto 2; Lámina 14: foto 1; Lámina

16: fotos 1 y 2; Lámina 18: fotos 1 y 3), donde las células nunca

presentan estrías (Lámina 24). La región media del iris, como

hemos visto, no contiene células lisas y tal vez la aparición

tardía de la organización sarcomérica (Lámina 20: foto 3; Lámina

24) en esta zona frente a la región ciliar (Lámina 16: foto 4)

podría inducir confusión.

PEIRONE y col.. <1990) también sugieren que algunas células

epiteliales en el transcurso de su evolución hacia células

musculares lisas, se fusionan con miotubos dando lugar a

elementos celulares compartimentalizados y situados en la región

próxima a la pupila. Tal proceso no solamente no fue observado

por GABELLA y CLARKE <1983) sino que niegan que pueda ocurrir..

Nosotros no podemos opinar puesto que hemos utilizado

únicamente microscopia de luz, pero en la zona pupilar del iris

no hemos detectado estriaciones transversales <Lámina 24).. Ello

no indica que en la zona de transición lisa—estriada tales

estructuras compartimentalizadas puedan detectarse a microscopia

electrónica.

SCAPOLOy col. <1988) realizaron un estudio histoquimico,

inmunohistoquimico y ultraestructural de las fibras del esfínter

pupilar en pollos adultos. Encontraron tres zonas: pupilar,

intermedia y ciliar, cada una de ellas posee determinadas

características particulares y distintivas.

Como hemos descrito, durante la morfogénesis de este músculo

existen tres zonas claramente diferentes, con orígenes distintos..

La zona pupilar (músculo liso) proviene del epitelio interno del
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iris; las zonas media y ciliar del esfínter, ambas musculatura

estriada, proceden respectivamente del epitelio externo del iris

y de células mesenquimatosas (Lámina 13: foto 2).

Resulta interesante que más tarde la región media contenga

mioblastos como los de la zona ciliar, alguno de los cuales puede

localizarse en el tramo pupilar cuyo extremo más occipital está

en continuidad con la porción media (Lámina 16: foto 1).

Las observaciones de SCALPOLO y col.. <1988) están en

conformidad con lo que acabamos de exponer. Encontraron que en

la región intermedia además de poseer fibras exclusivas contenía

algunas de las que caracterizan a la región ciliar. El tramo

pupilar, formado por músculo liso cuenta además con dos tipos de

fibras estriadas. Esto no contradice nuestros resultados puesto

que reconocen un músculo liso bien desarrollado y las fibras

estriadas de esta región podrían corresponder a la zona de

transición pupilar-intermedia, donde también detectamos

mioblastos semejantes a los de la región ciliar.

Otro punto de discusión es la presencia o ausencia de

pigmento en la musculatura lisa y estriada.

De acuerdo con YAMASHITA Y SOHAL (1986), hemos observado

algunos gránulos de pigmento en el músculo liso (Lámina 10: foto

6).. GABELLA y CLARKE (1983) únicamente los encuentran a partir

del día 14 de incubación. Para ellos, en esta fecha ya no es

visible la lamela y en su lugar aparece gran cantidad de

pigmento. Nuestras observaciones ratifican la aparición de

melanina en esta zona del iris a la vez que el borde pupilar se

va pigmentando intensamente (Lámina 20: foto 2).

Pensamos que al igual que se pigmenta el borde pupilar, las

células que estuvieron vinculadas a él, y ahora se encuentran
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inmersas en el estroma como músculo liso, conservan la capacidad

para sintetizar melanina. Además, el borde pupilar puede emitir

brotes celulares, como lo hace el epitelio externo, pero con la

particularidad de que a diferencia de lo que ocurre en la región

media del iris, en la zona pupilar si parece existir una acúmulo

de células pigmentadas sin evolucionar hacia células musculares

y podrían representar un refuerzo de la pigmentación del borde

pupilar (Lámina 22: foto 2; Lámina 23: foto 2).

Respecto a la musculatura estriada, MIJSSINI y col. (1976)

admiten que los miotubos contienen gránulos de melanina.

YAMASIIITA y SOHAL <1986) los detectaron de forma ocasional en el

músculo -

Como ya hemos mencionado, la presencia de mioblastos con

pigmento es habitual en la región media del esfínter pupilar- LAI

<1972a y 1972b) describe en el esfínter y en el dilatador de la

rata que la pérdida de pigmentación va asociada con un incremento

de miofilamentos.

A diferencia de LEPLAT <1912), quien considera que a partir

del día 14 de incubación las células que se desprenden del

epitelio externo del iris no evolucionan hacia células

musculares, nosotros creemos que también las células que se

desprenden en estadios avanzados de la región media del iris se

diferencian en células musculares y se integran en la estructura

del esfínter, puesto que no hay acúmulo de pigmento y éste sí se

detecta transitoriamente en la musculatura (Lámina 20: foto 2;

Lámina 22: foto 2; Lámina 23: fotos 2 y 4)..

FERRARI y KOCH <1984a) utilizando un anticuerpo contra

miosina detectan las primeras células musculares diferenciadas

en la raíz o borde ciliar del iris. La positividad para este

— 150 —



anticuerpo progresa hacia la región pupilar. Describen la

presencia de estriaciones transversales en las fibras musculares

de la raíz en el día 11 de incubación.

Basándonos en la alta especificidad del 13F4 discrepamos con

la progresión propuesta por estos autores aunque corroboramos que

las estriaciones están presentes en la raíz del iris en el

estadio 37 HE (Lámina 16: foto 4). Suponemos, puesto que no lo

mencionan, que las estriaciones cursan hacia la pupila. Nosotros

sí describimos esta progresión (Lámina 20: foto 3; Lámina 24) y

pensamos que podría estar bajo la influencia nerviosa.

GONZALEZ—SANTANDER(1990) afirma que la síntesis de los

denominados “filamentos iniciales en el miotomo es independiente

de la inervación.

RONG y col. (1990 y 1992) precisan que la musculatura

esquelética de los miembros en fase posteriores de su desarrollo

es neurodependiente.

En opinión de SOHAL y HOLT (1980) el músculo esquelético de

las aves es capaz de un desarrollo limitado en ausencia de

inervación. No obstante los factores tróficos del nervio y la

actividad muscular son esenciales para la ejecución del programa

de desarrollo. Al denervar el oblicuo superior de embriones de

pato observaron desorganización y desaparición de las bandas 2.

El crecimiento axonal en el iris, descrito detalladamente

por KIRBY y col- <1978) en el caso del dilatador, progresa desde

la raíz o región ciliar.

Las uniones neuromusculares en el iris de pollo comienzan

en diferentes fechas según los autores, y como asegura PILAR y

col.. (1981) no son sincrónicas.

La formación de estrías transversales (organización
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sarcomérica) podría ser un evento de maduración muscular estriada

que progresa en el mismo sentido que los nervios han ido

invadiendo el territorio muscular y ejerciendo su efecto trófico.

En cuanto a la morfogénesis del dilatador DURAND <1893a y

1893b) estableció que está integrado por fibras dispuestas en dos

direcciones, las cuales se forman en diferentes estadios del

desarrollo. Los demás autores que han estudiado el dilatador

(BRIbU y col., 1964; GABELLA y CLAREE, 1983; FERRARI y KOCH,

1984a), no hacen referencia a que existan dos paquetes musculares

distintos. Nosotros tampoco hemos podido distinguirlos.

GABELLA y CLARKE (1983), FERRARI y KOCII <1984a), proponen

con fechas diferentes, que el desarrollo del dilatador comienza

en el borde ciliar del iris en los días 15 o 13 de incubación

respectivamente. Después, el dilatador se localiza en la mitad

periférica del iris, días 17 y 15 respectivamente, y finalmente

se forma en la región pupilar, días 21 y 1 día posteclosión según

estos autores.

En el estadio 37 EH (11 días de incubación) hemos observado

que en la región media del epitelio externo, muy cerca de la

región ciliar alguna célula muestra el epítope del 13F4 (Lámina

16: foto 3). Creemos que esta positividad corresponde a las

primeras células diferenciadas del dilatador pupilar dado que en

el estadio 38 HE (12 días de incubación> hay un elevado número

de células positivas para el 13F4 en todo el epitelio externo del

iris, salvo en la región próxima a la pupila, y puede notarse que

en la mitad periférica del iris hay miotubos (Lámina 18: foto 2)..

En el estadio 40 HE (14 días de incubación) la presencia de

miotubos es habitual en la región media (Lámina 21: foto 2), y

al final del desarrollo embrionario los miotubos se observan

— 152 —



próximos a la región pupilar (Lámina 23: fotos 3 y 4).

Posiblemente GABELIJIA y CLARKE (1983) y FERRARI y KOCH

(1984a) se hayan referido a la formación de miotubos o de fibras

del dilatador, y no al inicio de la morfogénesis puesto que con

el 13F4, se pone de manifiesto la presencia de las primeras

células diferenciadas en el estadio 37 HE.. La aparición de estas

células no se ajusta al avance que estos autores proponen, ya que

en el estadio 38 EH las células positivas se encuentran por todo

el epitelio.

La secuencia que GABELLA y CLAREE (1983) y FERRARI y KOCH

(1984a) defienden es válida sólo para las fases posteriores del

desarrollo (fusión de mioblastos) aunque discrepamos en las

fechas, para nosotros serían los estadios 38 EH (12 días de

incubación) (Lámina 18: foto 2), 40 EH (14 días de incubación)

(Lámina 21: foto 2) y 45 HH (19 días de incubación) (Lámina 23:

foto 4).

La formación de los miotubos, o de las fibras musculares,

podría ser neurodependiente ya que KIRBY y col. (1978)

encontraron que los nervios progresan desde la región ciliar

hacia la pupila.

Finalmente y de acuerdo con GABELLA y CLARKE (1983) creemos

que el dilatador es un mioepitelio; no hemos hallado fibras

musculares desligadas del epitelio (Lámina 18: foto 2; Lámina 21:

fotos 1, 2 y 3; Lámina 22: foto 3; Lámina 23: fotos 3 y 4).

— 153 —



COT=WZflU ST 01S1E1 5



SL - — El anticuerpo monoclonal 13F4 permite detectar los

mioblastos de la musculatura intrínseca ocular en fases muy

tempranas de su morfogénesis. Los mioblastos del músculo ciliar

son visibles en el estadio 32 EH, los del esfínter pupilar en el

estadio 34 EH y los del dilatador pupilar en el estadio 37 HE.

2 - — El origen del músculo ciliar no es exclusivamente

mesenquimatoso, también deriva de células epiteliales.. Durante

los estadios 38 y 39 HE el epitelio externo del cuerpo ciliar,

y fundamentalmente el epitelio de la región del orbículo ciliar

toma parte en la formación de la porción interna del músculo

ciliar.

3 - — La organización del músculo ciliar en sus tres

porciones, se lleva a cabo en dos fases.. Primero se forman las

porciones rostral y occipital (final del estadio 36 EH), después,

la porción interna del músculo (estadios 38 y 39 HE).

4 - — La diferenciación de los mioblastos y la organización

del músculo ciliar no es sincrónica ni simétrica.

5 - — La teoría de LEWIS (1903) que involucraba al epitelio

externo del iris en la morfoqénesis del esfínter pupilar y que

no es admitida en la actualidad, es parcialmente cierta. Nuestras

observaciones demuestran que es la porción media del epitelio la

que emite los brotes celulares durante los estadios 35 a 45 HE

y que todos los brotes generan musculatura estriada.
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6 - — Las tres regiones del esfínter pupilar descritas en

el adulto, pueden ser consecuencia de las tres regiones

detectadas en el estadio 36 HE y que corresponderían a un triple

origen del músculo.

7 - — El inicio de la diferenciación de las células del

músculo dilatador a partir del epitelio externo es sincrónico.

8 - — En el proceso de pigmentación del epitelio interno

del iris prevalece la teoría que asegura que transcurre desde el

borde ciliar hacia el borde pupilar. La otra teoría existente,

según la cual la pigmentación ocurre en sentido contrario,

también es válida, aunque no simultánea y queda anulada cuando

el epitelio interno se incurva sobre el epitelio externo..

9 - — La pigmentación del epitelio externo del iris no es

sincrónica alrededor de su circunferencia. Las primeras células

que adquieren melanina son las de los segmentos nasal e inferior.

En estos segmentos, el contenido de melanina es más acusado en

los segmentos contralaterales durante los estadios en que se

efectúa la pigmentación.

±0 - — El motivo por el cual la lamela epitelial (o el

músculo liso) contiene pigmento puede ser explicado por el

crecimiento del epitelio interno del iris más que por el

desplazamiento de células desde el epitelio externo al evertirse

el epitelio interno.
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