
 
 

Sensors 2020, 20, 4738; doi:10.3390/s20174738  www.mdpi.com/journal/sensors 

Article 

Impedimetric Determination of Kanamycin in Milk 

with Aptasensor Based on Carbon   

Black‐Oligolactide Composite 

Tatiana Kulikova 1, Vladimir Gorbatchuk 1, Ivan Stoikov 1, Alexey Rogov 2, Gennady Evtugyn 1,3,* 

and Tibor Hianik 4,* 

1  A.M. Butlerov’ Chemistry Institute of Kazan Federal University, 420008 Kazan, Russia; 

TaNKulikova@kpfu.ru (T.K.); leongard87@mail.ru (V.G.); Ivan.Stoikov@mail.ru (I.S.) 
2  Interdisciplinary Center of Analytical Microscopy of Kazan Federal University, 420008 Kazan, Russia; 

alexeyrogov111@gmail.com 
3  Analytical Chemistry Department of Chemical Technology Institute of Ural Federal University,   

620002 Ekaterinburg, Russia 
4  Department of Nuclear Physics and Biophysics, Comenius University, 842 48 Bratislava, Slovakia 

*  Correspondence: Gennady.Evtugyn@kpfu.ru (G.E.); Tibor.Hianik@fmph.uniba.sk (T.H.);   

Tel.: +7‐843‐2337491 (G.E.); +421‐2‐60295683 (T.H.) 

Received: 14 July 2020; Accepted: 20 August 2020; Published: 21 August 2020 

Abstract:  The determination  of  antibiotics  in  food  is  important due  to  their  negative  effect  on 

human health related  to antimicrobial resistance problem, renal  toxicity, and allergic effects. We 

propose an  impedimetric aptasensor  for  the determination of kanamycin A  (KANA), which was 

assembled on  the glassy carbon electrode by the deposition of carbon black  in a chitosan matrix 

followed  by  carbodiimide  binding  of  aminated  aptamer mixed with  oligolactide  derivative  of 

thiacalix[4]arene  in a  cone  configuration. The assembling was monitored by  cyclic voltammetry, 

electrochemical impedance spectroscopy, and scanning electron microscopy. In the presence of the 

KANA, the charge transfer resistance of the inner interface surprisingly decreased with the analyte 

concentration within 0.7 and 50 nM (limit of detection 0.3 nM). This was attributed to the partial 

shielding of the negative charge of the aptamer and of its support, a highly porous 3D structure of 

the surface layer caused by a macrocyclic core of the carrier. The use of electrostatic assembling in 

the presence of cationic polyelectrolyte decreased tenfold the detectable concentration of KANA. 

The aptasensor was successfully tested in the determination of KANA in spiked milk and yogurt 

with recoveries within 95% and 115%. 
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1. Introduction 

Antibiotics  of  bacterial  origin  are  widely  applied  in  human  and  veterinary  medicine  [1]. 

Although their use has revolutionized the treatment of many diseases, antimicrobial resistance has 

been found since the very beginning of antibiotics therapy as a result of drug overuse or misuse [2,3]. 

The loss of antibiotic efficiency results in more than 700,000 annual deaths worldwide [4] and up to 

10  million  deaths  worldwide  by  2050  is  assumed  [5].  Aside  from  human  health,  antibiotic 

contamination  of meat  and milk  can  cause  economic  losses  due  to  undesired  influence  on  the 

fermentation process and possible accumulation in the consumers’ body [6]. Starting from mastitis 

treatment  in dairy  cows,  antibiotics have  become  an  indispensable part  of  the modern  livestock 

sector. This is especially true for kanamycin A (KANA), an aminoglycoside antibiotic (see Figure 1 
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for structural formula), where the maximal residue level (MRL) in milk is limited in the European 

Union by 150  μg/kg  [7]. High KANA  levels  in plasma  cause hearing and balance problems,  renal 

toxicity, and even neuromuscular blockade for people with an allergy to aminoglycosides. 

 

Figure 1. Structural formula of Kanamycin A (KANA). 

Growing  levels  of  milk  and  meat  contamination  with  various  antibiotics  calls  for  the 

development of simple and reliable analytical devices intended for on‐site assessment of antibiotic 

residues in food and water. Traditional methods for antibiotics analysis involve high performance 

liquid  chromatography  (HPLC)  [8,9],  gas  chromatography  [10],  capillary  electrophoresis  [11,12], 

surface enhanced Raman spectroscopy [13], and ion mobility spectroscopy [14]. Being sensitive and 

selective, such methods require expensive and sophisticated equipment, well‐trained staff, and time‐ 

and labor‐consuming sample treatment. 

Sensor technologies offer alternatives to the preliminary testing of samples and the detection of 

high  levels  of  contamination.  Such  technologies  are  mainly  based  on  biochemical  recognition 

principles and utilize antibodies and aptamers specific to the analyte. Several biosensors have been 

developed during the past decade for kanamycin determination. Thus, an immunosensor for KANA 

determination  based  on  glassy  carbon  electrode  (GCE)  covered with  graphene,  porous Au,  and 

Prussian blue in a chitosan matrix has been described [15]. The reaction of the analyte with specific 

antibodies  immobilized  by  electrostatic  adsorption  was  monitored  by  changes  in  the  redox 

properties  of  the modifying  layer. A  similar  approach was utilized  for  the determination  of  the 

KANA residues  in foods for animals [16]. Here, a redox active layer consisted of graphene flakes, 

thionine  in  nafion  film  decorated  with  Pt  nanoparticles.  Specific  antibodies  were  physically 

adsorbed  on  the  layer  from  the  aqueous  solution.  The  thionine  signal  was  also  used  in  the 

immunosensor  including  Ag@Fe3O4  nanoparticles,  providing  higher  amounts  of  antibodies 

immobilized [17] and the immunosensor was applied for pork meat testing. 

Aptamers are synthetic DNA or RNA oligonucleotides obtained from  the random nucleotide 

library  by  a  combinatorial  chemistry  approach  and  then  selected  against  an  analyte  by  affinity 

chromatography [18] and are considered as an alternative to traditional antibodies. In comparison to 

antibodies, aptamers offer the following advantages: rather simple manufacture, easy modification, 

higher chemical and thermal stability in storage, and operation in the assembly of aptasensors [19]. 

Regarding KANA, several aptasensors have been described [20–32]. In them, specific aptamers have 

mostly  been  immobilized  via  terminal  amino‐  or  thiol‐groups  on  appropriate  carriers  (carbon 

nanotubes, metal  nanoparticles,  Au  electrode  surface).  The  reaction with  KANA  results  in  the 

aptamer  folding  and  in  increased  resistance  of  the  redox  indicator  transfer.  The  response  is 

quantified using voltammetry or electrochemical  impedance spectroscopy (EIS). Thus, a  label‐free 

EIS aptasensor  for  the KANA detection was  reported by Sharma et al.  [21].  In  this work, KANA 

specific aptamers were immobilized on the surface of screen‐printed carbon electrodes modified by 

4‐carboxyphenyl radicals. The sensitivity can be additionally enhanced by labeling the aptamer with 

horseradish  peroxidase  [22],  ferrocene  [23,25],  and Methylene  blue  [26,27].  Combination  of  the 

aptamer‐analyte  binding  with  electrochemiluminescent  luminol  oxidation  [24]  and  the  strand 

displacement  protocol  [25–28] were  also  described.  In  them,  the  aptamer was  hybridized with 

auxiliary DNA sequence, which was released after the KANA binding. As a result, the terminal label 

moves closer to the electrode and its signal increases with the analyte concentration. The architecture 

and measurement protocol of such aptasensors vary depending on the structure of the aptamer and 

auxiliary  DNA  strand  (hairpin  DNA,  stem‐loop  probe,  or  partially  hybridized  DNA‐aptamer 

hybrids). 
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In most of these aptasensor platforms based on displacement protocols and other biochemical 

amplification  approaches,  additional measurement  stages  and  expensive  reagents  are  required. 

Together  with  the  necessity  of  the  sophisticated modification  of  aptamers  and  auxiliary  DNA 

strands,  this  complicates  both  the  aptamer  assembling  and measurement protocol.  Furthermore, 

many manipulations with  biochemical  enhancement  schemes  require  qualified  staff  and  special 

conditions of  fulfillment. Most of  them should be performed only  in a well‐equipped  laboratory. 

This limits the potential area of application of such biosensors. In the case of fluorescent [30,31] and 

photolectrochemical  detection  [32],  the  measurement  protocol  involves  several  steps  with  the 

intermediate  addition  of  auxiliary  reagents  and  has  some  limitations  in  the  analysis  of 

inhomogeneous and turbid samples. 

Recently, we have proposed  a universal platform  for  the  electrochemical  sensing of  specific 

interactions with DNA (DNA aptamer) that take place on the electrode modified with oligolactides 

bearing  the  thiacalix[4]arene core  [33]. High porosity of  the polymer  layer caused by macrocyclic 

fragments  of  its  structure  and  terminal  carboxylate  groups  made  it  possible  to  form  ordered 

polyelectrolyte  complexes  with  DNA  and  aptamer  and  obtain well  reproducible  and  sensitive 

response toward anthracycline drugs and aflatoxin M1. 

In  this work, we  suggested  a  similar  platform  to  assemble  an  impedimetric  aptasensor  to 

KANA.  To  improve  the  performance  of  the  aptasensor,  carbon  black  (CB)  was  additionally 

implemented in the surface layer to establish electric wiring of the aptamer, diminish resistance of 

the  underlying  layer,  and  make  more  reliable  immobilization  of  the  aptamers.  CB  has  found 

increasing attention  in electrochemical biosensors  in  the past decade  [34,35] due  to  low cost, easy 

deposition, high surface‐to‐volume ratio, and compatibility with many biomolecules like enzymes 

[36,37], antibodies [38], and DNA [39]. The CB application in electrochemical sensors and biosensor 

design has offered many advantages like low working potential, higher loading of the bioreceptor, 

bigger signal, and rather simple assembling protocol [40]. For the first time, a composite consisted of 

the CB, chitosan, and thiacalix[4]arene bearing oligolactide fragments was used as support for the 

aptamer  immobilization.  The  formation  of  highly  porous  layer made  it  possible  to  increase  the 

quantities  of  the  aptamer  attained  in  the  layer  and  preserve  its  high  permeability  for  small 

molecules. The interaction with the analytes resulted in a decrease in the charge transfer resistance 

on  the  inner  interface of  the  layer. To  the best of our knowledge, only  increased  resistance was 

previously observed in the label free aptasensors. The peculiarities of the surface layer structure and 

of  the  signal  transduction made  the  aptasensor  less  sensitive  toward matrix  compounds  of  the 

samples tested. 

2. Materials and Methods 

2.1. Reagents 

Carbon  black  (CB) was provided  by  Imerys  (Paris,  France  [41]). Thiacalix[4]arene  in  the  cone 

configuration bearing oligolactide fragments and denoted as OLA‐cone was synthesized at the Organic 

Chemistry  Department  of  Kazan  Federal  University.  Briefly, 

5,11,17,23‐tetra‐tert‐butyl‐25,26,27,28‐tetrakis[(hydroxycarbonyl)methoxy]‐thiacalix[4]arene in the cone 

configuration was first synthesized as described in [42]. Oligolactic acid was obtained by heating lactic 

acid in a rotary evaporator, 270 rpm, at 180 °C and 20–40 mbar. Then, the reactants were mixed and 

heated in an argon atmosphere for four hours in the presence of 0.01% Sn dioctate as the catalyst. This 

provided an extension of the oligolactide fragments to 13–17 monomer units from the 5–6 fragments 

obtained  in  the  reaction of  the carboxylated  thiacalix[4]arene and  lactic acid. The structure of  the 

product was  earlier  confirmed  by  the NMR  1H  spectra  and MALDI TOF  spectroscopy  [43]. The 

reaction scheme is presented in the Supplementary Materials (Scheme S1). 

The  aminated  22‐mer  aptamer  against  KANA 

3′‐NH2‐TGG‐GGG‐TTG‐AGG‐CTA‐AGC‐CGA‐C‐5′ described by Zhu et al. [44] was synthesized by 

Eurogentec (Liège, Belgium [45]). Prior to use, the aptamer solution was activated by thermostating 

at 90 °C  for 3 min,  followed by conditioning at 0 °C  for 5 min  for proper  folding of  its structure. 
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KANA  sulfate  from  Streptomyces  kanamyceticus  (M.w.  582.58  g/mol),  [Ru(NH3)6]Cl3, 

N‐(3‐dimethylaminopropyl)‐N′‐ethylcarbodiimide  (EDC),  N‐hydroxysuccinimide  (NHS), 

poly(diallyldimethylammonium  chloride)  (20%  wt.,  PDDA), 

2‐amino‐2‐(hydroxymethyl)‐1,3‐propanediol  (Tris),  2‐(N‐morpholino)  ethanesulfonic  acid  (MES), 

and  chitosan were purchased  from  Sigma‐Aldrich  (Steinheim, Germany  [46]). All other  reagents 

were of analytical grade and used without additional purification. Millipore® water was used for the 

preparation of working solutions. Milk and yogurt were purchased from the local market. 

Electrochemical measurements were performed at pH = 7.0  in 25 mM phosphate buffer  (PB) 

consisting of 24.7 mM Na2HPO4 and 0.3 mM NaH2PO4. The pH was adjusted by 1.0 M NaOH and 1.0 

M  HCl.  As  a  supporting  electrolyte,  0.1  M  KCl  was  used.  Voltammetric  measurements  were 

performed in the presence of 0.1 M K3[Fe(CN)6] and impedimetric measurements in the presence of 

0.01 M K3[Fe(CN)6] and 0.01 M K4[Fe(CN)6]. 

2.2. Apparatus 

Voltammetric  experiments  were  carried  out  in  direct  current  (DC)  mode  with  the  CHI 

Electrochemical Workstation 660E (CH Instruments, Inc., Austin, TX, USA) at ambient temperature 

in a 5 mL working cell equipped with the aptasensor assembled on the GCE (1.7 mm in diameter) as 

the working electrode with Ag/AgCl/3.0 M KCl as a reference electrode (CHI129, CH Instruments) 

and Pt wire as a counter electrode. 

The EIS spectra were recorded with the amplitude of the potential of 5 mV and the frequency 

varied from 0.04 Hz to 100 kHz with 30 points. The calculation of the EIS parameters was performed 

with  the NOVA  software  (Metrohm Autolab  b.v., Utrecht,  the Netherlands  [47])  by  fitting  data 

obtained with the R(RC)(RC) equivalent circuit. 

The scanning electron microscopy (SEM) microimages were obtained with the high‐resolution 

field emission scanning electron microscope Merlin™ (Carl Zeiss, Jena, Germany [48]). 

2.3. Aptasensor Fabrication 

The GCE was first polished with 0.05 μm alumina powder, washed, and then electrochemically 

cleaned in 0.2 M H2SO4 by multiple cycling of the potential. Ten to fifteen cycles were recorded in DC 

mode  until  stabilization  of  the  voltammograms.  Then,  1.35  mg  of  the  CB  was  suspended  by 

sonication in 1 mL of 0.275% chitosan in 0.05 M HCl. After that, 2 μL of the CB suspension and 1 μL 

of 1.0 M NaOH were drop‐casted on the GCE surface and left to dry at 50 °C for 20 min. Excessive 

NaOH was washed out with deionized water and the electrode was activated by 60 min incubation 

in 2 μL of the mixture of 100 mM EDC and 25 mM NHS  in 0.05 M MES, pH = 5.5. After that, the 

mixture was prepared from the OLA‐cone solution (0.1 mg in 1 mL of 20 mM PB, pH = 7.4) and 1 μM 

aptamer  in 10 mM Tris‐HNO3 containing 1.0 mM ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA). Below, 

the mixtures are denoted in accordance with the mixing ratio (v/v): 2:1, 1:1, and 1:2. Two μL of the 

mixture was placed on  the GCE surface and  incubated  for 20 min. After  that,  the aptasensor was 

rinsed with deionized water, dried at ambient temperature, and used for the KANA determination. 

If not used, the aptasensor was stored in dry conditions at 4 °C. The developed aptasensors retained 

their main operation characteristics during two months of storage. 

The outline scheme of the aptasensor assembly is presented in Figure 2. 
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Figure 2. Outline scheme of the aptasensor assembly. 

Alternatively, the aptasensor based on PDDA was assembled by consecutive deposition of 2 μL 

of the OLA‐cone solution (11.4 mg in 20 mL of 20 mM PB, pH = 7.4), 2 μL of 0.1 mg/mL PDDA, and 20 

μL of 1 μM aptamer in 10 mM Tris‐HNO3 containing 1.0 mM EDTA. Each layer was heated in an 

oven to 50 °C for 10 min. Excess reagent was removed by washing with deionized water. 

2.4. KANA Measurements and Real Sample Assay 

The aptasensor was fixed upside down and 2 μL of the drug solution was placed on its surface. 

The electrode was capped with an Eppendorf plastic  tube  to prevent drying and  left  for 20 min. 

Then, it was washed with deionized water and the EIS measurements were performed. The charge 

transfer resistance was calculated by fitting the Nyquist diagram. 

Spiked samples of the milk or yogurt were first thermostated at 40 °C for 30 min, then diluted 

with methanol  in  a  1:3  v/v  ratio  and  centrifuged  at  5000  rpm  for  5 min.  The  supernatant was 

separated from the sediment and 10‐fold diluted with the PB [21]. The aptasensor was incubated for 

20 min and its analytical performance was investigated. 

3. Results and Discussion 

3.1. Assembly of the Aptasensor 

3.1.1. Voltammetric Measurements 

The  deposition  of  CB  is  mostly  performed  from  its  suspension  in  chitosan  or 

dimethylformamide as binders required for the formation of a more stable film [35]. In our case, we 

preferred  to  use  chitosan.  Its  positive  charge  related  to  the  protonated  amino  groups  could 

compensate for the negative charge of the OLA‐cone. The adsorption of the surface layer components 

was monitored using  cyclic voltammetry  in  the presence of  [Fe(CN)6]3−/4− as  redox  indicator. The 

voltammogram  contained  a  symmetrical  pair  of  redox  peaks  corresponding  to  the  reversible 

electron  exchange  (see  Figure  S1  in  the  Supplementary  Materials).  The  peak  currents  were 

proportional  to  the  square  root  from  the potential  scan  rate  in  accordance with Equation  (1)  for 

anodic peaks (see also Figure S2 in the Supplementary Materials for the 1:2 mixture as an example). 

This  indicates diffusional control of  the electron  transfer. As can be  seen  from  the equations,  the 

conditions  for  the transfer of  the redox  indicator were about  the same  for  the 2:1 and 1:1 mixture 

though the 1:2 mixture showed increased diffusional resistance of the transfer. 

2:1 mixture:      1/2 (μA)  10 1 205 5  (V/s)pI     , R2 = 0.9981, n = 7 

1:1 mixture:     1/2 (μA)  11 2 195 5  (V/s)pI     , R2 = 0.9956, n = 7 

1:2 mixture:     1/2 (μA)  14 2 109 2  (V/s)pI     , R2 = 0.9956, n = 7 

(1) 
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For  the  low  content  of  the  aptamer  in  the mixture,  the  shape  of  the  peaks  had  not  been 

significantly changed after deposition of the CB and OLA‐cone. Increased quantities of the aptamers 

changed  the peak shape due  to a higher content of  the nonconductive components  in  the surface 

layer (compare Figure S1a and S1b in the Supplementary Materials). 

Incubation in the KANA solution did not significantly alter the peak potentials but increased 

appropriate currents. This might be due to the folding of the aptamer in the complex with KANA 

and partial shielding of the negative charge of the phosphate residues of the aptamer backbone. As a 

result, the electrostatic repulsion of the redox indicator decreased. 

Deposition  of  the  CB  suspension  increased  the  effective  surface  of  the  GCE  due  to 

implementation of conductive particles in the surface layer. The roughness coefficient was estimated 

from the Randles‐Sevcik equation (Equation (2)) [49], where Ip is the cathodic peak current, n is the 

number of electrons transferred, D is the ferricyanide diffusion coefficient (D = 7.6 × 10−6 cm2/s [50]), 

ν is the scan rate, and c is the concentration of ferricyanide ions. 

5 2/3 1/2 1/22.66 10p WI n A D c     
 

(2) 

We have  found  that  the surface area  increased 1.3  times  in comparison with bare GCE  (real 

surface  2.54 mm2). The  amount of CB  casted was  chosen  from  the  criterion of  the  full  electrode 

coverage and mechanical stability of the coating. Higher quantities resulted in partial leaching of the 

CB particles during the aptasensor operation whereas lower quantities left bare electrode areas and 

worsened the metrological characteristics of the response. Other parameters (i.e., pH of the buffer 

solution or electrolyte content) did not affect the deposition of CB on the GCE (see Table S1 of the 

Supplementary Materials). 

The  surface  concentration  of  the  aptamer  in  the  sensing  layer  was  estimated  using  the 

[Ru(NH3)6]3+  redox  indicator  [51]. Contrary  to  [Fe(CN)6]3−/4−,  the Ru  complex  reacts quantitatively 

with the DNA nucleobases and remains electrochemically active after accumulation in the aptamer 

layer. After  that,  the  aptasensor was  transferred  into  the  PB with  no  indicator  and  the  charge 

transferred in the redox conversion of [Ru(NH3)6]3+ was measured. The aptamer surface density 
Apt  

was determined  from  the charge Q measured by coulometry after  transfer of  the aptasensor with 

accumulated indicator in the PB with no [Ru(NH3)6]3+ (Equations (3) and (4)). 

/Ru WQ nFA    (3) 

/Apt Ru AN Z m     (4) 

where m  is  the number of nucleotides  in  the aptamer chain  (m = 30); Z  is  the charge of  the redox 

indicator (Z = 3); and NA is Avogadro’s number. The ΓApt was found to be (8 ± 1) × 1013 molecules per 

cm2. This is about tenfold higher than that obtained on a flat Au electrode with the monolayer of the 

aptamers  [25]. This confirms  the suggestion  that  the 3D architecture of  the surface  layer makes  it 

possible to accumulate higher amounts of the aptamers stabilized in the pores of the support. The 

calculation  of  the  surface  density was  performed  for  the  casting  of  2  μL  of  1:2 mixture  of  the 

OLA‐cone and 1.0 μM aptamer solution containing 1.4 × 10−12 mole of the aptamers. Thus, practically 

all aptamer molecules were accumulated in the layer. Changes in the quantities of the aptamers by 

utilizing other mixtures (2:1, 1:1) gave correspondingly changing values of the 
Apt   ((5.0 ± 0.5) × 1013, 

and  (6.2  ±  0.5)  ×  1013,  respectively). Thus,  the  experiments with  the  [Ru(NH3)6]3+  redox  indicator 

confirmed the attachment of the aptamer to the underlying layer and the voltammetric experiments 

with  [Fe(CN)6]3−/4−  revealed  high  permeability  of  the  surface  layer  for  small  ions.  The  latter  is 

especially important for the following binding of rather small hydrophilic KANA molecules. 

3.1.2. SEM Measurements 

SEM images (Figure 3) confirmed the formation of a dense film of chitosan with implemented 

CB particles. Contrary to the deposition of the CB from DMF suspension, the use of chitosan as a film 

forming material smoothened the shape of the CB particles. 
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(a) 

 

(b) 

Figure 3. SEM images of the GCE surface covered with the CB cast from a 1.35 mg/mL suspension in 

0.1 M HCl containing 0.278% chitosan, 2 μL per electrode (a) prior to and (b) after deposition of the 

OLA‐cone/aptamer mixture (1:2). 

The addition of the OLA‐cone/aptamer mixture resulted in the formation of highly porous 3D 

structure with rather big and tangled channels. This coincided well with similar investigations of the 

oligolactide layer after cathodic deposition of elemental silver: metal particles formed dendritic palm 

tree like structures with a high number of branching and a high variation of dimensions [52]. The 

formation of silver dendrites was affected by the asymmetrical structure of the thiacalix[4]arene in a 

cone macrocyclic core with all the substituents positioned from one side of the macrocycle core. Such 

a structure of the aptamer layer explains the low level of diffusional limitations observed on cyclic 

voltammograms of the redox indicator ([Fe(CN)6]3‐/4−). 

3.1.3. EIS Measurements 

EIS offers unique information on the electrode reactions and permeability of the surface layer 

for  small  ions.  The  experiments were  performed  in  the  equimolar mixture  of  K3[Fe(CN)6]  and 

K4[Fe(CN)6]  at  the  equilibrium  potential  estimated  from  cyclic  voltammograms.  The  R(RC)(RC) 

equivalent circuit (5) was used for the data fitting. Here, Rs is the solvent resistance, Ret is the charge 

transfer resistance, and CPE is the constant phase element. The indices ‘1′ and ‘2′ correspond to the 

inner  (electrode–film)  and  outer  (film–solution)  interfaces  of  the  electron  exchange.  The  direct 

current potential for the EIS measurement was determined as an equilibrium potential (a half‐sum of 

the oxidation and reduction peaks of the [Fe(CN)6]3−/4−). This was equal to 0.229 V for the CB/chitosan 

coating and to 0.242 V vs. the Ag/AgCl reference electrode for the aptasensor with no respect of the 

ratio of the other components used in sensor assembly. 

 

(5) 

In the Nyquist diagram (Figure 4a), two semi‐circles recorded at high frequencies corresponded 

to the equilibria of electron transfer on the outer and inner sides of the surface layer. The value of the 

exponent of the constant phase element (n) can be assessed from Equation (6). 

 
1
nZ

j CPE


 

(6) 

where Z  is an  impedance; ω  is angular  frequency of a sinusoidal signal; and  j2 =  −1. The n value 

describes non‐ideal behavior of the equivalent circuit. Constant phase element has the sense of ideal 

capacitor for n = 1. Here, n was found to be between 0.78 and 0.94 for various surface layers due to 
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their  roughness  and  resulted  in  the  formation  of  slightly  flattened  semi‐circles  in  the Nyquist 

diagrams. 

(a)  (b) 

Figure  4. The Nyquist diagram of  the  impedance  spectra  recorded on  the GCE  covered with  the 

CB/chitosan  and  the  OLA‐cone/aptamer  (1:2).  (a)  Immobilization  on  the  CB/chitosan  film;  (b) 

Immobilization  onto  PDDA  film.  Surface  layer  content:  1‐CB/chitosan; 

2‐CB/chitosan–OLA‐cone/aptamer  (1:2);  3‐CB/chitosan–OLA‐cone/aptamer  (1:2)–KANA  1.0  nM; 

4‐OLA‐cone; 5‐OLA‐cone–PDDA; 6‐OLA‐cone–PDDA–aptamer; 7‐OLA‐cone–PDDA–aptamer–KANA 

10 nM. Measurements were performed in the presence of 0.01 M K3[Fe(CN)6] and 0.01 M K4[Fe(CN)6]. 

Frequency range 0.04 Hz–100 kHz, amplitude 5 mV. 

The  equivalent  circuit  chosen  ascribes  the  charge  transfer  conditions  that  take place  on  the 

electrode covered with a rather thick permeable layer so that two independent equillibria exist on 

the  inner and outer  interface of  the modifying  layer. Previously,  the  formation of  two semicircles 

was observed in impedimetric biosensors utilizing bulky nonconductive but charged molecules like 

DNA  [33,53]  or  antibodies  [54,55],  which  are  able  to  form  differently  charged  areas  in  close 

proximity to the electrode interface. The specific form of the Nyquist diagrams and its relation to the 

heterogeneity of the surface layer and its properties is discussed in [56,57]. 

Surprisingly, appropriate charge transfer resistances calculated from the semi‐circle diameters 

were comparable to each other. This contradicts  the common behavior of electrodes covered with 

semipermeable films where the resistance of the inner interface (Ret)1 (electrode–film) is much lower 

than (Ret)2 (that of outer side, film–electrolyte solution). Probably this could be attributed to the high 

accessibility of both sides of the layer to electrolyte ions including ferricyanide ions. The deposition 

of  the  OLA‐cone  and  aptamer  increased  the  (Ret)2,  indicating  preferable  adsorption  of  the 

components on the surface of the supporting layer. 

To  establish  specific  role  of  the  support  components,  more  traditional  self‐assembling  of 

polyelectrolyte complexes have also been tested in the aptamer assembly. Here, the OLA‐cone was 

deposited directly on GCE  and  covered with  cationic polyelectrolyte PDDA, which worked  as a 

molecular  glue  and  promoted  electrostatic  adsorption  of  the  aptamer  with  negative  charged 

phosphate  groups  of  the  DNA  skeleton.  The  Nyquist  diagrams  (Figure  3b)  demonstrated 

predominant changes of the charge transfer resistance on the outer interface and minimal effect of 

the additives on the conditions of electron transfer on the electrode. The EIS parameters obtained for 

various surface coatings of the GCE are presented in Table 1. 
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Table 1. The EIS parameters of the GCE covered with OLA‐cone/aptamer (1:2 mixture). Mean ± S.D. 

for the three individual sensors is presented. 

Layer Content  Rs(kΩ)  (Ret)1(kΩ)  CPE1(μF)  n1  (Ret)2(kΩ)  CPE2(μF)  n2 

Aptasensor assembled on the CB/chitosan support 

CB/chitosan 
0.45 ± 

0.05 
0.71 ± 0.10  1.28 ± 0.25  0.94  1.67 ± 0.13  447 ± 10  0.92 

+ OLA‐cone/aptamer 

(1:2) 

0.42 ± 

0.06 
0.60 ± 0.06  1.67 ± 0.30  0.93  6.9 ± 0.3  534 ± 10  0.90 

+ KANA 1.0 nM (20 min) 
0.42 ± 

0.07 
0.43 ± 0.03  1.41 ± 0.22  0.93  4.3 ± 0.2  556 ± 15  0.90 

Aptasensor assembled on the PDDA support 

OLA‐cone 
0.32 ± 

0.07 
2.9 ± 0.1  6.3 ± 0.1  0.94  12.1 ± 0.8  4.9 ± 0.2  0.90 

+ PDDA 
0.37 ± 

0.07 
0.64 ± 0.10  0.14 ± 0.03  0.94  5.0 ± 0.1  4.9 ± 0.2  0.85 

+ KANA 10 nM (20 min) 
0.35 ± 

0.08 
5.7 ± 0.4  0.52± 0.05  0.93  6.9 ± 0.2  4.9 ± 0.2  0.78 

As can be seen from Table 1, the use of the CB/chitosan support established a low influence of 

the aptasensor assembly on the conditions of the electron exchange on the electrode surface ((Ret)1 

values). This might be due to weak changes in the charge of the inner part of the layer. It retains its 

high permeability toward compact negatively charged [Fe(CN)6]3−/4− ions participating in the redox 

reaction. On the outer interface, deposition of the OLA‐cone/aptamer exhibited a four‐fold increase 

of the charge transfer resistance due to passive limitation of the redox indicator transfer through the 

non‐conductive components of the  layer. Changes  in the capacitance were mostly observed  in the 

direction opposite to that of the resistance. This is quite common for impedimetric biosensors and is 

related to the influence of charge separation on the transfer of the compact anions of redox indicator. 

Contrary to that, consecutive deposition of the PDDA and aptamer did not significantly affect 

the capacitance due  to high  flexibility of  the PDDA molecules and neutralization of  its charge by 

anionic components of the layer. In all cases, the exposition in the KANA solution decreased both Ret 

values  (outer  and  inner  interfaces)  and  increased  the  capacitance.  This  might  refer  to  the 

conformational changes of the aptamer caused by KANA binding and to the shielding of its negative 

charge. 

Indeed, there are two possible reasons for the Ret changes in impedimetric aptasensors (i.e., (1) 

passive  limitation  of  the  transfer  of  redox  indicator  to  the  electrode,  and  (2)  changes  in  the 

electrostatic repulsion between the redox indicator and negatively charged phosphate groups of the 

DNA aptamer). Here, the decrease of the diffusion rate was disposed by the results of voltammetric 

study. The shape and position of  the redox peaks of  indicator  remained about  the same after  the 

contact with KANA. Thus, shielding of the negative charge remained the only reason for the (Ret)1 

decrease. 

In  the  case of  the PDDA assembly,  similar  relative  shifts of  the Ret values were observed  at 

ten‐fold higher concentration of the KANA against that used for the aptasensor with the CB/chitosan 

support (1.0 and 10 nM, respectively). It should be also mentioned that the deposition of the chitosan 

as a first layer with no CB resulted in unsatisfactory deviation of the EIS parameters, probably due to 

less effective binding of the aptamers and less reproducibility of the layer composition. 

3.1.4. Surface Layer Optimization 

Variation of the ratio of the OLA‐cone and aptamer solutions mixed prior to the deposition on 

the  electrode  affected  not  only  the  shape  of  the  ferricyanide  cyclic  voltammogram  but  also  the 

sensitivity of  the  response  toward KANA exposition. The optimization was  conducted using  the 

shift of the Ret value recorded after 20 min incubation of the aptasensor in 1.0 nM KANA solution. 
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First, it was found that deposition of the aptamer on the CB/chitosan support with no OLA‐cone did 

not  result  in any  significant  response  toward KANA.  It  is probable  that  the high porosity of  the 

polymer  layer  and  the  charge  of  the  surface  caused  by  the  terminal  carboxylate  groups  of  the 

polymer were  required  for  the  indication of  the KANA binding and vice versa, deposition of  the 

CB/chitosan–OLA‐cone layer with no aptamer did not respond to the presence of KANA. Thus, all 

three components (i.e., CB, chitosan, and OLA‐cone) were necessary for the KANA determination. 

After that, the ratio of the above‐mentioned components was varied from 2:1 to 1:2. The total volume 

of the aliquot deposited on the GCE was equal to 2 μL in the series of experiments. Regarding the 

inner interface, the (Ret) value decreased by 30% in the case of the 1:1 ratio of reactants and by 35% 

for the 2:1 ratio. Absolute shift of the (Ret)1 (270 Ω) was higher for the mixture with a bigger relative 

amount of the aptamer (1:2). At the outer  interface (film–solution), the KANA binding shifted the 

(Ret)2 values in the same direction, but to a much lower extent. Relative decay of the resistance was 

only 13%  for  the 2:1 ratio and 11% for the 1:2 ratio. It  is  interesting  that  the absolute value of the 

resistance decay was similar on both sides of  the surface  layer  (i.e., about 250–270 Ω). For  the 1:1 

ratio, no significant changes in the Ret values were found in both cases. Changes in the capacitance 

followed  the  shift  of  the  Ret  values  but  were  irregular  and  much  less  reproducible.  The 

OLA‐cone/PDDA/aptamer layer responded to 10 nM KANA with 12% increases in the (Ret)2 value. 

Other EIS parameters were about constant. Thus, in the following experiments, the 1:2 ratio of the 

CB/chitosan and OLA‐cone was used for KANA determination 

The  incubation period was another parameter considered  in the optimization of  the working 

conditions. The  experiments were performed with 10‐,  20‐, 30‐,  and 40‐min  incubation  times. To 

prevent  drying,  the  working  surface  of  the  aptasensor  was  capped  with  a  plastic  tube.  The 

incubation was performed at ambient temperature. As shown (see Table S2  in the Supplementary 

Materials), the EIS parameters changed with the incubation period up to 20 min and then remained 

constant. For this reason, the following determination of the KANA concentration was performed 

using this incubation period. 

3.2. KANA Determination 

The aptasensor assembled with the 1:2 mixture of the CB/chitosan and the OLA‐cone/aptamer 

solutions was  incubated  in  the KANA standard solutions. The KANA binding resulted in regular 

decrease of the (Ret)1 value in the range from 0.7 to 50 nM, then saturation took place (Figure 5). 
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Figure 5. (a) The Nyquist diagram of the impedance spectra recorded on the GCE covered with the 

CB/chitosan and the OLA‐cone/aptamer mixture (1:2 v/v) after incubation in 0.5 (1), 3.0 (2), 7.0 (3), 10 

(4), 30 (5), and 50 (6) nM KANA; (b) The dependence of the (Ret)1 value on the KANA concentration. 

Mean ± S.D. is presented for three individual aptasensors. Measurements in PB, pH = 7.0. 
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The appropriate calibration (Equation (7)) is given below. 

Ret (Ω) = (707 ± 13) – (199 ± 12) × log(CKANA, nM), R2 = 0.9822, n = 6  (7) 

The  calibration was quite  stable  against  the pH  variation  between  6.5  and  8.0. The  limit of 

detection (LOD) calculated from S/N = 3 ratio was equal to 0.3 nM. This is comparable or better with 

those  reported  for  electrochemical  immuno‐ and  sensors  reported  for KANA determination. The 

summary of  their characteristics  is presented  in Table 2. Screen‐printed electrodes modified with 

4‐4‐carboxyphenyl  radicals  followed by  covalent attachment of  the aptamer were  the only direct 

analog  of  the developed  aptasensor. However,  the use  of  the  relative  shift  of  the  signal  for  the 

KANA determination as well as the necessity of two measurements prior to and after the contact of 

the aptasensor with the analyte increased the deviation of the response. Besides, both LOD values 

were  significantly  lower  than  those  required  for milk  contamination  assessment. The use  of  the 

strand displacement offered much  lower LODs and KANA concentrations determined. However, 

extremely high sensitivity was achieved due to multistep amplification including the use of auxiliary 

DNA  strands  and DNA  polymerization  reactions.  In  the  case  of  the  aptasensor  array  based  on 

solid‐state  screen‐printed  electrodes  [29],  the  mechanism  of  signal  generation  calls  for  further 

investigation. Normally, increased charge of the primary ions decreases the slope of the calibration 

curve in accordance with the Nernst equation. The potentiometric aptasensor showed the shift of the 

open circuit potential of about 40 mV per five orders of the magnitude of the KANA concentration. 

This might  be  insufficient  for  reliable measurements. However,  even  the  slope  reported  seems 

enormously high due to the multiple charge of the DNA aptamers. It is likely that the dual internal 

calibration mentioned and exclusion of the reference electrode could provide such characteristics of 

the aptasensor array. 

Table  2.  Analytical  characteristics  of  KANA  determination  with  electrochemical  immuno‐  and 

aptasensors. Fc—ferrocene, MB—Methylene blue. 

Modifier  Detection Principle 
Concentration 

Range 
LOD  Ref. 

Graphene/nanoporous Au/Prussian 

blue/chitosan, anti‐KANA antibodies 

Amperometric detection of 

Prussian blue signal 
0.02–14 ng/mL 

6.31 

pg/mL 
[15] 

Graphene/nafion/thionine/Pt, anti‐KANA 

antibodies 

Amperometric detection of 

thionine signal 
0.01–12 ng/mL 

5.74 

pg/mL 
[16] 

Mesoporous Ag@Fe3O4 nanoparticles/thionine 

mixed graphene sheets, anti‐KANA antibodies 

Square wave detection of 

thionine signal 
0.05–16 ng/mL 

15 

pg/mL 
[17] 

Multiwalled carbon nanotubes, 

1‐hexyl‐3‐methylimidazolium 

hexafluorophosphate, and nanoporous PtTi, 

aptamer 5′‐NH2‐AGA TGG GGG TTG AGG 

CTA AGC CGA‐3′ 

EIS measurements  0.05–100 ng/mL 
3.7 

pg/mL 
[20] 

Screen printed carbon electrodes modified by 

4‐carboxyphenyl, aptamer 5′‐TGG GGG TTG 

AGG CTA AGC CGA‐3′‐NH2 

EIS measurements  1.2–600 ng/mL 
0.11 

ng/mL 
[21] 

Aptamer‐DNA duplex saturated with 

Methylene blue attached to Au nanoparticles 

on GCE, aptamer 5′‐TGG GGG TTG AGG CTA 

AGC CGA‐3′ 

Methylene blue mediated 

horse radish peroxidase 

reaction, H2O2 reduction 

2.0 pg/mL to 

100 ng/mL 

0.88 

pg/mL 
[22] 

Ordered mesoporous carbon/chitosan/Au 

nanoparticles, ferrocene labeled aptamer 

5′‐ACT TCT CGC AAG ATG GGG GTT GAG 

GCT AAG CCG AAT ACT CCA GT‐Fc‐3′) 

Strand displacement strategy, 

ferrocene and ferricyanide 

signals measured with 

differential pulse voltammetry 

0.1 nM–4.0 μM 

0.036 

nM (21 

pg/mL) 

[23] 

Pt electrode covered with Ag nanoparticles and 

covalently attached aptamer 5′‐NH2‐C6‐AGA 

TGG GGG TTG AGG CTA AGC CGA‐3′ 

Electroluminescence signal of 

luminol oxidation 
0.5–100 ng/mL 

0.06 

ng/mL 
[24] 

Aptamer‐DNA duplex with auxiliary strand 

labeled with ferrocene attached to the Au 

electrode via terminal thiol group. Capture 

aptamer: 5′‐TGG GGG TTG AGG CTA AGC 

CGA GTC ACT AT‐(CH2)3‐SH 

Strand displacement strategy, 

ferrocene signal measured with 

square wave voltammetry 

1 nM–10 mM 

1 nM 

(0.58 

ng/mL) 

[25] 

Au electrode modified with hairpin aptamer  Measurement of the Methylene  0.05 nM–200 pM  36 fM  [26] 
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interacting with KANA, two‐stage strand 

displacement and RK polymerase amplification 

with two auxiliary hairpin DNA sequences. 

Hairpin aptamer specific to KANA: 5′‐TGG 

GGG TTG AGG CTA AGC CGA CTC AGA 

GAT CCA TAT GGA ACC CCC A‐3′ 

blue signal after its 

intercalation in the polymeric 

DNA by differential pulse 

voltammetry 

(0.021 

pg/mL) 

Au electrode modified with thiolated aptamer 

5′‐TGG GGG TTG AGG CTA AGC CGA‐3′ 

hybridized with complementary DNA labeled 

with Methylene blue 

Measurement of the Methylene 

blue signal after 

conformational changes of the 

aptamer bonded to KANA or 

the shift of labeled DNA closer 

to the electrode by differential 

pulse voltammetry 

0.2 nM–1.0 μM 

0.06 nM 

(35 

pg/mL) 

[27] 

Au electrode modified with thiolated aptamer 

5′‐MB‐TGG GGG TTG AGG CTA AGC 

CGA‐(CH2)6‐SH‐3′ and its lengthened and 

stem‐loop analogs 

Measurement of the Methylene 

blue signal after 

conformational changes of the 

aptamer bonded to KANA or 

the shift of labeled DNA closer 

to the electrode by differential 

pulse voltammetry 

1.0 nM–100 μM 

(best characteristics 

as presented from 

all the types of 

aptasensors 

considered) 

0.2 nM 

(0.11 

ng/mL) 

[28] 

Screen‐printed electrode array modified with 

reduced graphene oxide and Au nanoparticles 

with attached aptamer 5′‐SH‐AGA TGG GGG 

TTG AGG CTA AGC CGA‐3′ 

Measurement of the open 

circuit potential with dual 

internal calibration 

10 pM–1 μM 

5.2 pM 

(3 

pg/mL) 

[29] 

GCE covered with CB/chitosan—OLA‐cone and 

physically adsorbed aptamer 
EIS measurements  0.7–50 nM 

0.3 Nm 

(0.17 

ng/mL) 

This 

work 

Changes  in  the  (Ret)2  with  the  KANA  concentration  were  assessed  in  the  same  working 

conditions. They were  found  to be  less  regular  than  (Ret)1  though  their absolute value was about 

tenfold  higher.  It  is  likely  that  the KANA molecules  also  bonded  to  the  aptamer  placed  on  the 

surface of the OLA‐cone layer, but not in the pore walls. Such interaction affects the total resistance of 

the indicator transfer, but tends toward saturation so that the shift of the (Ret)2 is observed in a much 

narrower interval of the KANA concentration and is less reproducible. 

3.3. Measurement Precision 

For estimation of  the measurement precision, six  individual aptasensors were prepared  from 

the same reagents and applied for the measurement of a 1.0 nM KANA standard solution in PB,   

pH = 7.0. The sensor‐to‐sensor repeatability of the signal was found to be 4.8% just after aptasensor 

preparation and 6.5% after two weeks of their storage at 4 °C. Meanwhile, the average signal did not 

significantly shift during the whole period of testing. 

3.4. Real Sample Analysis 

The signal of the developed aptasensor was measured in the spiked samples of milk (3.2% fat) 

and yogurt (2.4% fat) purchased in the local market of Bratislava and Kazan. Prior to measurement, 

the samples were thermostated at 40 °C for 30 min. Two concentrations (i.e., 30 and 70 nM of KANA) 

were tested. After addition of the analyte, samples were mixed with methanol in a 1:3 ratio (v/v) and 

then centrifuged (see details in the Experimental section). The supernatant was 10‐fold diluted with 

the PB so that the final dilution of the KANA was equal to 30 and the concentration of the KANA 

was determined at 3.0 and 7.0 nM. The  incubation of  the aptasensor  in diluted milk and yogurt 

(blank experiment) did not affect the (Ret)1 value, but significantly increased the (Ret)2 value due to 

adsorption of  the  sample  components. Nevertheless,  the  recovery of  the KANA determined was 

quite satisfactory (Table 3). The sensitivity of the aptasensor was sufficient for the reliable detection 

of the KANA residues at the level of its limited threshold values (about 250 nM). All the aptasensors 

were  used  only  once  to  avoid  possible  errors  related  to  the  aging  of  the  surface  layer  and  its 

contamination with  the milk/yogurt components. Attempts  to regenerate  the aptasensors  through 

treatment with the NaCl solution were unsuccessful. The use of the aptasensors after a long storage 
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period (more than two months) increased deviation of the signal to 10%–12%, but the mean value 

did not differ significantly from that obtained with the freshly prepared aptasensor. 

Table  3. The KANA determination  in  spiked  samples of milk and yogurt. Mean  ± S.D.  for  three 

individual sensors. 

Sample  Added(nM)  Found(nM)  Recovery(%) 

Milk (3.2%)  30  33 ± 2  110 

  70  74 ± 4  105 

Yogurt (2.4%)  30  35 ± 5  117 

  70  65 ± 5  93 

4. Conclusions 

In  this work, an  impedimetric aptasensor was proposed  for  the determination of KANA by 

appropriate changes in the permeability of the surfaced layer for ferricyanide redox indicator. The 

assembly of the surface layer involved casting the CB suspension in chitosan and the addition of the 

mixture containing the oligolactide derivative with thiacalix[4]arene core in the cone conformation 

and the aptamers. The immobilization of the aptamers was performed by carbodiimide binding. The 

asymmetrical macrocyclic  core  resulted  in  the  formation of a branched 3D  structure with a high 

permeability for small ions. This resulted in similar parameters of EIS on both sides of the polymer 

film. Contrary  to similar aptasensors,  the KANA binding decreased  the charge  transfer resistance 

about threefold  in the range from 0.7 to 50 nM. This was attributed to the partial shielding of the 

negative  charge  of  phosphate  residues  in  the  aptamer  structure  and  possible  changes  in  the 

aggregation of  the oligolactide component. Though the  linear range of concentrations determined 

covers 1.5 orders of magnitude, the aptasensor offers some advantages in the determination of the 

KANA residues in milk and yogurt: the matrix effect was located by changing the EIS parameters on 

the  outer  interface  of  the  surface  layer whereas  the  response  toward  the KANA  did  not  differ 

dramatically  from  the  results  obtained with  standard  solutions. Thus,  the developed  aptasensor 

provides  reliable  assessment of  the KANA  contamination within  20 min of  incubation  and  total 

measurement duration of about 40 min. The  recovery of 93%–110% was obtained  for  the  spiked 

samples of milk and yogurt containing 30 and 70 nM KANA. This content is sufficiently lower than 

the maximal  residue  level  established  in  the  EU  (150  μg/kg,  approx.  0.26  μM).  The  protocol  of 

aptamer  immobilization  by  consecutive  accumulation  and  carbodiimide  binding was  compared 

with  more  conventional  electrostatic  self‐assembling  in  polyelectrolyte  complexes  with  DPPA. 

However, the concentrations determined with such a biosensor were ten‐fold higher than those with 

the  aptasensor  based  on  the CB/chitosan  and OLA‐cone–aptamer  composite. The  immobilization 

protocol  elaborated  and  the  phenomenon  of  decreasing  resistance  of  the  inner  film–electrode 

interface  can  find  application  in  the design of other  aptasensors  for drug  residue  contamination 

detection. 

Supplementary Materials:  The  following  are  available  online  at www.mdpi.com/xxx/s1,  Figure  S1: Cyclic 

voltammograms  recorded with  the GCE  covered with  the CB,  and OLA‐cone  and  aptamer.  Figure  S2: The 

dependency of the cathodic and anodic peak currents on cyclic voltammograms recorded with the GCE covered 

with  the CB/chitosan and OLA‐cone  / aptamer  (1:2) suspension on  the square root  from  the scan rate, mV/s.   

Table S1: The dependence of the relative increase of the working surface of the electrode (n) calculated from the 

Randles‐Sevcik  equation  on  the  pH  and  concentration  of  the  PB.  Table  S2:  The  dependence  of  the  EIS 

parameters ((Ret)1, CPE1 and n1) on the period of incubation in 1.0 nM KANA solution. 

Author Contributions: Conceptualization, T.H. and G.E.; Funding acquisition, I.S. and T.H.; Investigation, T.K., 

V.G. and A.R.; Methodology, G.E. and I.S.; Project administration, T.H.; Supervision, G.E. and T.H., Validation, 

T.K.; Writing—original draft, G.E.; Writing—review & editing, G.E. and T.H. All authors have read and agree to 

the published version of the manuscript. 

Funding: I.S. acknowledges financial support from the Russian Science Foundation (grant no. 16‐13‐00005) in 

the synthesis and application in the biosensor platform of the oligolactides bearing thiacalix[4]arene fragments. 

T.H. acknowledges funding from the European Union’s Horizon 2020 Research and Innovation Program under 



Sensors 2020, 20, 4738  14  of  17 

 

the Marie Sklodowska‐Curie grant agreement no. 690898 and  from  the Science Grant Agency VEGA, project 

No.1/0419/20. 

Acknowledgments: The SEM  images were recorded using  the equipment at  the  Interdisciplinary Center  for 

Analytical Microscopy of Kazan Federal University. 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflicts of interest. 

References 

1. Zhang, X.; Zhang, Y.; Zhao, H.; He, Y.; Li, X.; Yuan, Z. Highly sensitive and selective colorimetric sensing 

of antibiotics in milk. Anal. Chim. Acta 2013, 778, 63–69. doi:10.1016/j.aca.2013.03.059. 

2. Woolhouse, M.; Ward, M.; van Bunnik, B.; Farrar, J. Antimicrobial resistance in humans, livestock and the 

wider environment. Philos. Trans. R. Soc. B Biol. Sci. 2015, 370, 20140083. doi:10.1098/rstb.2014.0083. 

3. Spellberg, B.; Bartlett, J.G.; Gilbert, D.N. The future of antibiotics and resistance. N. Engl. J. Med. 2013, 368, 

299–302. doi:10.1056/NEJMp1215093. 

4. Lammie,  S.L.;  Hughes,  J.M.  Antimicrobial  resistance,  food  safety,  and  one  health:  The  need  for 

convergence. Annu. Rev. Food Sci. Technol. 2016, 7, 287–312. doi:10.1146/annurev‐food‐041715‐033251. 

5. Cosgrove, S.E. The relationship between antimicrobial resistance and patient out‐comes: Mortality, length 

of hospital stay, and health care costs. Clin. Infect. Diseas. 2016, 42, S82–S89. doi:10.1086/499406. 

6. Amarasiri, M.;  Sano, D.;  Suzuki,  S. Understanding  human  health  risks  caused  by  antibiotic  resistant 

bacteria  (ARB)  and  antibiotic  resistance  genes  (ARG)  in water  environments: Current  knowledge  and 

questions to be answered. Crit. Rev. Env. Sci. Technol. 2019. doi:10.1080/10643389.2019.1692611. 

7. Mitchell, J.M.; Griffiths, M.W.; McEwen, S.A.; McNab, W.B.; Yee, A.J. Antimicrobial drug residues in milk 

and meat: Causes, concerns, prevalence,  regulations,  tests, and  test performance.  J. Food. Prot. 1998, 61, 

742–756. doi:10.4315/0362‐028X‐61.6.742. 

8. Kim,  B.H.;  Kim,  Y.K.;  Ok,  J.H.  Development  of  liquid  chromatographic  method  for  the  analysis  of 

kanamycin residues in varicella vaccine using phenylisocyanate as a derivatization reagent. J. Chromatogr. 

B 2001, 752, 173–177. doi:10.1016/s0378‐4347(00)00506‐5. 

9. Wang,  L.;  Peng,  J.  LC  analysis  of  kanamycin  in  human  plasma,  by  fluorescence  detection  of  the 

9‐fluorenylmethyl  chloroformate  derivative.  Chromatographia  2009,  69,  519–522. 

doi:10.1365/s10337‐008‐0920‐z. 

10. Preu, M.; Guyot, D.; Petz, M. Development of a gas chromatography–mass spectrometry method for the 

analysis of aminoglycoside antibiotics using experimental design for the optimisation of the derivatisation 

reactions. J. Chromatogr. A 1998, 818, 95–108. 

11. Zhu, G.; Bao, C.; Liu, W.; Yan, X.; Liu, W.; Xiao,  J.; Chen, C. Rapid detection of AGs using microchip 

capillary  electrophoresis  contactless  conductivity  detection.  Curr.  Pharm.  Anal.  2019,  15,  9–16. 

doi:10.2174/1573412913666170918160004. 

12. Ge,  S.;  Tang, W.; Han,  R.;  Zhu,  Y.; Wang, Q.; He,  P.;  Fang,  Y.  Sensitive  analysis  of  aminoglycoside 

antibiotics  via  hyphenation  of  transient  moving  substitution  boundary  with  field‐enhanced  sample 

injection  in  capillary  electrophoresis.  J.  Chromatogr.  A  2013,  1295,  128–135. 

doi:10.1016/j.chroma.2013.04.049. 

13. Li, Y.‐T.; Qu, L.‐L.; Lin, D.‐W.; Song, Q.‐X.; Fathi, F.; Long, Y.‐T. Rapid and sensitive in‐situ detection of 

polar  antibiotics  in  water  using  a  disposable  Ag–graphene  sensor  based  on  electrophoretic 

preconcentration  and  surface‐enhanced  Raman  spectroscopy.  Biosens.  Bioelectron.  2013,  43,  94–100. 

doi:10.1016/j.bios.2012.12.005. 

14. Li,  S.;  Jia,  J.;  Gao,  X.;  He,  X.;  Li,  J.  Analysis  of  antibiotics  from  liquid  sample  using  electrospray 

ionization‐ion mobility spectrometry. Anal. Chim. Acta 2012, 720, 97–103. doi:10.1016/j.aca.2012.01.014. 

15. Zhao, Y.; Wei, Q.; Xu, C.; Li, H.; Wu, D.; Cai, Y.; Mao, K.; Cui, Z. Label‐free electrochemical immunosensor 

for sensitive detection of kanamycin. Sens. Actuators B 2011, 155, 618–625. doi:10.1016/j.snb.2011.01.019. 

16. Wei, Q.; Zhao, Y.; Du, B.; Wu, D.; Li, H.; Yang, M. Ultrasensitive detection of kanamycin in animal derived 

foods  by  label‐free  electrochemical  immunosensor.  Food  Chem.  2012,  134,  1601–1606. 

doi:10.1016/j.foodchem.2012.02.126. 

17. Yu, S.; Wei, Q.; Du, B.; Wu, D.; Li, H.; Yan, L.; Ma, H.; Zhang, Y. Label‐free immunosensor for the detection 

of kanamycin using Ag@Fe3O4 nanoparticles and thionine mixed graphene sheet. Biosens. Bioelectron. 2013, 

48, 224–229. doi:10.1016/j.bios.2013.04.025. 



Sensors 2020, 20, 4738  15  of  17 

 

18. Lim,  Y.C.;  Kouzani,  A.Z.;  Duan, W.  Aptasensors:  A  review.  J.  Biomed. Nanotechnol.  2010,  6,  93–105. 

doi:10.1166/jbn.2010.1103. 

19. Sassolas, A.; Blum, L.J.; Leca‐Bouvier, B.D. Electrochemical aptasensors. Electroanalysis 2009, 21, 1237–1250. 

doi:10.1002/elan.200804554. 

20. Guo, W.; Sun, N.; Qin, X.; Pei, M.; Wang, L. A novel electrochemical aptasensor for ultrasensitive detection 

of kanamycin based  on MWCNTs‐HMIMPF6  and nanoporous PtTi  alloy. Biosens. Bioelectron.  2015,  74, 

691–697. doi:10.1016/j.bios.2015.06.081. 

21. Sharma, A.;  Istamboulie, G.; Hayat, A.; Catanante, G.; Bhand,  S.; Marty,  J.L. Disposable  and  portable 

aptamer  functionalized  impedimetric  sensorfor  detection  of  kanamycin  residue  in milk  sample.  Sens. 

Actuators B 2017, 245, 507–515. doi:org/10.1016/j.snb.2017.02.002. 

22. Chen, Z.; Lai, G.; Liu, S.; Yu, A. Ultrasensitive electrochemical aptasensing of kanamycin antibiotic by 

enzymatic  signal  amplification  with  a  horseradish  peroxidase‐functionalized  gold  nanoprobe.  Sens. 

Actuators B 2018, 274, 1762–1767. doi:10.1016/j.snb.2018.07.102. 

23. Li, F.; Wang, X.; Sun, X.; Guo, Y.; Zhao, W. A dual‐signal amplification strategy for kanamycin based on 

ordered mesoporous carbon‐chitosan/gold nanoparticles‐streptavidin and ferrocene labelled DNA. Anal. 

Chim. Acta 2018, 1033, 185–192. doi:10.1016/j.aca.2018.05.070. 

24. Cheng,  S.;  Liu,  H.;  Zhang,  H.;  Chu,  G.;  Guo,  Y.;  Sun,  X.  Ultrasensitive  electrochemiluminescence 

aptasensor  for  kanamycin  detection  based  on  silver  nanoparticle‐catalyzed  chemiluminescent  reaction 

between luminol and hydrogen peroxide. Sens. Actuators B 2020, 304, 127367. doi:1016/j.snb.2019.127367. 

25. Liu, R.; Yang, Z.; Guo, Q.; Zhao,  J.; Ma,  J.; Kang, Q.; Tang, Y.; Xue, Y.; Lou, X.; He, M. Signaling‐probe 

displacement electrochemical aptamer‐based sensor (SD‐EAB) for detection of nanomolar Kanamycin A. 

Electrochim. Acta 2015, 182, 516–523. doi:10.1016/j.electacta.2015.09.140. 

26. Zeng,  R.;  Su,  L.;  Luo,  Z.;  Zhang,  L.;  Lu, M.;  Tang,  D.  Ultrasensitive  and  label‐free  electrochemical 

aptasensor  of  kanamycin  coupling  with  hybridization  chain  reaction  and  strand‐displacement 

amplification. Anal. Chim. Acta 2018, 1038, 21–28. doi:10.1016/j.aca.2018.07.010. 

27. Han, X.; Yu, Z.; Li, F.; Shi, W.; Fu, C.; Yan, H.; Zhang, G. Two kanamycin electrochemical aptamer‐based 

sensors using different signal  transduction mechanisms: A comparison of electrochemical behavior and 

sensing performance. Bioelectrochemistry 2019, 129, 270–277. doi:10.1016/j.bioelechem.2019.06.004. 

28. Yu, Z.; Han, X.; Li, F.; Tan, X.; Shi, W.; Fu, C.; Yan, H.; Zhang, G. Lengthening the aptamer to hybridize 

with a  stem‐loop DNA assistant probe  for  the electrochemical detection of kanamycin with  improved. 

Anal. Bioanal. Chem. 2020, 412, 2391–2397. doi:10.1007/s00216‐020‐02481‐3. 

29. Yu,  J.;  Tang, W.; Wang,  F.; Zhang,  F.; Wang, Q.; He,  P.  Simultaneous  detection  of  streptomycin  and 

kanamycin based on  an  all‐solid‐state potentiometric  aptasensor  array with  a dual‐internal  calibration 

system. Sens. Actuators B 2020, 311, 127857. doi:10.1016/j.snb.2020.127857. 

30. Wang, J.; Lu, T.; Hu, Y.; Wang, X.; Wu, Y. A label‐free and carbon dots based fluorescent aptasensor for the 

detection of kanamycin in milk. Spectrochim. Acta A 2020, 226, 117651. doi:10.1016/j.saa.2019.117651. 

31. Ha, N.‐R.;  Jung,  I.‐P.; La,  I.‐J.;  Jung, H.‐S.; Yoon, M.‐Y. Ultra‐sensitive detection of kanamycin  for  food 

safety  using  a  reduced  graphene  oxide‐based  fluorescent  aptasensor.  Sci.  Rep.  2017,  7,  40305. 

doi:10.1038/srep40305. 

32. Li, R.; Liu, Y.; Cheng, L.; Yang, C.; Zhang, J. Photoelectrochemical aptasensing of kanamycin using visible 

light‐activated  carbon  nitride  and  graphene  oxide  nanocomposites.  Anal.  Chem.  2014,  86,  9372–9375. 

doi:10.1021/ac502616n. 

33. Stepanova, V.; Smolko, V.; Gorbatchuk, V.; Stoikov, I.; Evtugyn, G.; Hianik, T. DNA‐polylactide modified 

biosensor  for  electrochemical determination of  the DNA‐drugs  and  aptamer‐aflatoxin M1  interactions. 

Sensors 2019, 19, 4962. doi:10.3390/s19224962. 

34. Arduini, F.; Cinti, S.; Mazzaracchio, V.; Scognamiglio, V.; Amine, A.; Moscone, D. Carbon black  as an 

outstanding and affordable nanomaterial for electrochemical (bio)sensor design. Biosens. Bioelectron. 2020, 

156, 112033. doi:10.1016/j.bios.2020.112033. 

35. Silva,  T.A.;  Moraes,  F.C.;  Janegitz,  B.C.;  Fatibello‐Filho,  O.  Electrochemical  biosensors  based  on 

nanostructured carbon black: A review. J. Nanomater. 2017, 4571614. doi:10.1155/2017/4571614. 

36. Talarico, D.; Arduini,  F.; Amine, A.;  Cacciotti,  I.; Moscone, D.;  Palleschi, G.  Screen‐printed  electrode 

modified  with  carbon  black  and  chitosan:  A  novel  platform  for  acetylcholinesterase  biosensor 

development. Anal. Bioanal. Chem. 2016, 408, 7299–7309. doi:10.1007/s00216‐016‐9604‐y. 



Sensors 2020, 20, 4738  16  of  17 

 

37. Nadifiyine, S.; Haddam, M.; Mandli, J.; Chadel, S.; Blanchard, C.C.; Marty, J.L.; Amine, A. Amperometric 

biosensor based on tyrosinase immobilized on to a carbon black paste electrode for phenol determination 

in olive oil. Anal. Lett. 2013, 46, 2705–2727. doi:10.1080/00032719.2013.811679. 

38. Aydın, M.; Aydın,  E.B.;  Sezgintürk, M.K. A  highly  selective  electrochemical  immunosensor  based  on 

conductive  carbon  black  and  star PGMA polymer  composite material  for  IL‐8  biomarker detection  in 

human serum and saliva. Biosens. Bioelectron. 2018, 117, 720–728. doi:10.1016/j.bios.2018.07.010. 

39. Smolko,  V.;  Shurpik, D.;  Evtugyn,  V.;  Stoikov,  I.;  Evtugyn,  G.  Organic  acid  and  DNA  sensing with 

electrochemical  sensor  based  on  carbon  black  and  pillar  [5]  arene.  Electroanalysis  2016,  28,  1391–1400. 

doi:10.1002/elan.201501080. 

40. Calegari,  F.;  de  Souza,  L.P.;  Barsan,  M.M.;  Brett,  C.M.A.;  Marcolino‐Junior,  L.H.;  Bergamini,  M.F. 

Construction  and  evaluation  of  carbon  black  and  poly  (ethylene  co‐vinyl)  acetate  (EVA)  composite 

electrodes  for  development  of  electrochemical  (bio)sensors.  Sens.  Actuators  B  2017,  253,  10–18. 

doi:10.1016/j.snb.2017.06.089. 

41. https://www.imerys.com 

42. Stoikov,  I.I.; Yushkova, E.A.; Zhukov, A.Y.; Zharov,  I.; Antipin,  I.S.; Konovalov, A.I. The  synthesis  of 

p‐tert‐butyl  thiacalix  [4] arenes  functionalized with secondary amide groups at  the  lower rim and  their 

extraction  properties  and  self‐assembly  into  nanoscale  aggregates.  Tetrahedron  2008,  64,  7112–7121. 

doi:10.1016/j.tet.2008.05.057. 

43. Kuzin, Y.I.; Gorbatchuk, V.V.; Rogov, A.M.;  Stoikov,  I.I.;  Evtugyn, G.A. Electrochemical  properties  of 

multilayered  coatings  implementing  thiacalix[4]arenes  with  oligolactic  fragments  and  DNA. 

Electroanalysis 2020, 32, 715–723. doi:10.1002/elan.201900499. 

44. Zhu, Y.; Chandra, P.; Song, K.‐M.; Ban, C.; Shim, Y.‐B. Label‐free detection of kanamycin based on  the 

aptamer‐functionalized  conducting  polymer/gold  nanocomposite.  Biosens.  Bioelectron.  2012,  36,  29–34. 

doi:10.1016/j.bios.2012.03.034. 

45. https://www.eurogentec.com 

46. https://www.sigmaaldrich.com 

47. https://www.metrohm‐autolab.com 

48. https://www.zeiss.com 

49. Bard, J.; Faulkner, L.R. Electrochemical Methods: Fundamentals and Applications, 2nd Ed.; Wiley: Chichester, 

UK, 2001; p. 850. 

50. Adams, R.N. Electrochemistry at Solid Electrodes; Marcel‐Dekker: New York, NY, USA, 1969. 

51. Steel, A.B.; Herne, T.M.; Tarlov, M.J. Electrochemical quantitation of DNA  immobilized on gold. Anal. 

Chem. 1998, 70, 4670–4677. doi:10.1021/ac980037q. 

52. Porifreva, A.V.; Gorbatchuk, V.V.; Evtugyn, V.G.;  Stoikov,  I.I.; Evtugyn, G.A. Glassy  carbon  electrode 

modified  with  silver  nanodendrites  implemented  in  polylactide‐thiacalix[4]arene  copolymer  for  the 

electrochemical determination of tryptophan. Electroanalysis 2018, 30, 641–649. doi:10.1002/elan.201700638. 

53. Kulikova, T.N.; Porfireva, A.V.; Hianik, T.; Evtugyn, G.A. Electrochemical aptasensor with layer‐by‐layer 

deposited polyaniline  for  aflatoxin M1 voltammetric determination. Electroanalysis  2019, 31,  1913–1924. 

doi:10.1002/elan.201900274. 

54. Ohno, R.; Ohnuki, H.; Wang, H.; Yokoyama, T.; Endo, H.; Tsuya, D.; Izumi, M. Electrochemical impedance 

spectroscopy biosensor with interdigitated electrode for detection of human immunoglobulin A. Biosens. 

Bioelectron. 2013, 40, 422–426. doi:0.1016/j.bios.2012.07.052. 

55. Yang, T.; Wang, S.;  Jin, H.; Bao, W.; Huang, S.; Wang,  J. An electrochemical  impedance  sensor  for  the 

label‐free  ultrasensitive  detection  of  interleukin‐6  antigen.  Sens.  Actuators  B  2013,  178,  310–315. 

doi:10.1016/j.snb.2012.12.107. 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sensors 2020, 20, 4738  17  of  17 

 

56. Uygun,  Z.O.; Uygun, H.D.E. A  short  footnote:  Circuit  design  for  faradaic  impedimetric  sensors  and 

biosensors. Sens. Actuators B 2014, 202, 448–453. doi:10.1016/j.snb.2014.05.029. 

57. Bertok, T.; Lorencova, L.; Chocholova, E.;  Jane, E.; Vikartovska, A.; Kasak, P.; Tkac,  J. Electrochemical 

impedance  spectroscopy  based  biosensors: Mechanistic  principles,  analytical  examples  and  challenges 

towards commercialization for assays of protein cancer biomarkers. Chem. Electro. Chem. 2019, 6, 989–1003. 

doi:10.1002/celc.201800848. 

 

©  2020 by  the  authors. Licensee MDPI, Basel, Switzerland. This  article  is  an 

open access article distributed under the terms and conditions of the Creative 

Commons  Attribution  (CC  BY)  license 

(http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/). 

 


